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GAT1 à GAT4 : GABA transporter 1 à 4 
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GED : « GTPase effector domain » 
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GFP : « green fluorescent protein » 
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MAP2 : « microtubule-associated protein 2 » 
MAPK : « mitogen activated protein kinase » 
MAPL : mitochondrial-anchored protein ligase » 
MARCH : « membrane-associated RING-CH protein » 
mCU : « mitochondrial calcium uniporter » 
Mdivi-1 : « mitochondrial division inhibitor 1» 
MDM33 : mitochondrial distribution and morphology 
Mff : « mitochondrial fission factor » 
MFN : mitofusine 
mCPSE :  courants excitateurs miniatures  
mGluR : « metabotropic glutamate receptor »  
Mgm1 : « mitochondrial genome maintenance » 
MIB : « E3 ubiquitin-protein ligase mind-bomb » 
Miro : « mitochondrial Rho-GTPase » 
MIS : « mitochondrial import sequence »  
mitoPLD : « mitochondrial phospholipase D » 
MOI30 : « multiplicity of infection 30 » 
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MTGM : « mitochondrial targeting GxxxG motif » 
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NAD+, NADH,H+ : nicotinamide adénine dinucléotide, formes oxydée et réduite 
NADP, NADPH : nicotinamide adénine dinucléotide phosphate, formes oxydée et réduite 
NCAM : « Neural Cell Adhesion Molecule » 
ND : NADH dehydrogenase 
NeuN : « neuronal nuclei » 
NFkB : « nuclear factor-kB »  
NGF : « nerve growth factor » 
NLS : « nuclear localization sequence »  
NMDA : N-méthyl-D-aspartate 
NMDAR : « NMDA receptor » 
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PEG : polyéthylène glycol 
PHB2 : « Prohibitin-2 » 
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PI3 : phosphoinositide 3 
PINK1 : « PTEN putative kinase 1 
PKA : protéine kinase A 
PKC : protéine kinase C  
PTP : pore de transition de perméabilité  
PSD-95 : « postsynaptic density protein 95 » 
PSD : post-synaptique  
RanBP2 : « RAN binding protein 2 » 
RCPG : protéines G hétérotrimériques  
ROOH : hydroperoxydes  
S100ß : « beta subunit of the S100 protein »  
SAM : « sorting and assembly machinery » 
SDS-PAGE : « sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis » 
SH : groupements sulfydryles 
siARN : « small interfering » ARN 
SIMH : « stress-induced mitochondrial hyperfusion » 
shARN : « small hairpin » ARN 
SLP-2 : « stomatin-like protein 2 » 
Smac/Diablo : « second mitochondrial activator of caspases / direct IAP binding protein of 
low PI 
SOD : superoxydes dismutases  
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spCPSE : courants excitateurs spontanés  
STIM1 : « Stromal interaction molecule 1 » 
SynCAM : « synaptic cell adhesion molecule »  
TAU : « Tubule Associated Unit »  
TIM : translocase de la membrane Interne 
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TOB : « translocase of outer membrane β-Barrel protein » 
TOM : translocase de la membrane externe 
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Ubc9 : « Ubiquitin-conjugating enzyme 9 » 
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Yme1L : « yeast mitochondrial escape 1-like » 
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VGAT : « vesicular GABA transporter » 
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PRÉAMBULE 
   
Découverte seulement depuis une petite décennie, la dynamique mitochondriale, 
équilibre entre des forces de fission et de fusion des membranes mitochondriales, a permis 
d’offrir une dimension plastique à la mitochondrie qui peut adopter une forme filamenteuse 
ou sphérique suivant le contexte et le type cellulaire. Ce changement de morphologie revêt 
depuis quelques années un caractère fonctionnel en raison du pouvoir modulateur des 
protéines de la dynamique mitochondriale sur des fonctions majeures de la mitochondrie. En 
effet, les acteurs intervenant dans la fission ou ceux de la fusion, participent de manière 
directe ou indirecte à la phosphorylation oxydative, à l’apoptose, ou encore à la gestion du 
calcium cytosolique.  
La découverte que des mutations des principaux acteurs qui contrôlent la dynamique 
mitochondriale provoquent des maladies neurodégénératives a révélé que ce processus est 
particulièrement important au niveau neuronal, alors qu’il intervient dans tous les types 
cellulaires. Il apparaît donc capital de comprendre l’influence particulière de la dynamique 
mitochondriale au sein des neurones. C’est dans ce contexte que s’inscrit mon sujet de 
thèse qui a visé à caractériser le rôle de la protéine de fusion mitochondriale OPA1 dans la 
mise en place et le fonctionnement des neurones. Ce travail, présenté sous la forme de deux 
chapitres de résultats, a permis de montrer qu’à travers ses effets sur le métabolisme 
oxydatif mitochondrial, OPA1 influence la maturation et le fonctionnement électrique des 
neurones.  
 
Afin de replacer mes travaux dans un contexte général,  j’ai choisi de débuter la partie 
introductive de mon manuscrit par une description générale des fonctions mitochondriales, 
avec un intérêt particulier pour l’énergétique et la production des Espèces Actives de 
l’Oxygène mitochondriales. En lien direct avec le rôle de la protéine OPA1 au centre de mes 
travaux, j’ai ensuite passé en revue les acteurs et la mécanistique de la dynamique 
mitochondriale pour terminer par une mise en perspective de l’implication de ce processus 
dans les fonctions de l’organelle et des pathologies qui lui sont  associés. 
Le second chapitre introductif est dédié à une présentation de mon modèle d’étude, le 
neurone. Après un bref rappel concernant la structure et le fonctionnement neuronal je me 
suis principalement focalisée sur la mise en place et le fonctionnement synaptique. Ce 
chapitre se clôt sur une description des pathologies neurodégénératives.  
Enfin, le troisième chapitre introductif met en perspective mitochondries et neurones, 
par une documentation de l’impact des fonctions mitochondriales dans le contexte neuronal 
suivie d’un rappel des études récentes concernant l’influence de la dynamique 
mitochondriale sur le fonctionnement neuronal et son implication dans les maladies 
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neurodégénératives. Ce chapitre, permet de terminer cette partie introductive par un exposé 
de ma problématique de recherche. 
 
La dernière partie de mon mémoire reprend les données établies dans la partie résultat 
pour les discuter et les confronter aux données bibliographiques les plus récentes 
concernant le rôle des mitochondries et de la dynamique mitochondriale dans les processus 
de différenciation, de maturation et de fonctionnement des neurones.  Les perspectives, 
courts et moyens terme, offertes par mon travail et concernant aussi bien l’étude de l’impact 
de la dynamique mitochondriale au niveau neuronal que la compréhension la neuropathie 
optique provoquée par des mutations de OPA1 sont également présentées dans cette partie 
du manuscrit. 
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Illustration 1: La mitochondrie et ses compartiments 
A: Représentation schématique d’une mitochondrie  
B: Photo en microscopie électronique dune mitochondrie (frontiers-in-genetics.org) 
C: Reconstruction en trois dimensions d’une mitochondrie de foie de rat. La membrane externe est 
en rouge (OM), la membrane interne (IM) est en jaune et les crêtes mitochondriales en vert (c). Un 
grossissement permet d’observer les jonctions intra-crêtes qui connectent les crêtes à la 
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INTRODUCTION 
 




Les mitochondries (« mitos » : fil, « chondros » : grain) ont été décrites pour la 
première fois par le médecin suisse Kölliker en 1858 dans des cellules musculaires. C’est le 
cytologiste Alltman en 1890, grâce à la mise au point de techniques de coloration, qui 
visualise ces organites dans toutes les cellules à l’exception des érythrocytes. Dans les 
années 1940, le biochimiste belge Claude parvient à purifier des mitochondries 
d’hépatocytes grâce à la mise au point d’une technique de centrifugation différentielle.   
 
I-1-1- Structure et composition 
 
Les premiers clichés de microscopie électronique, obtenus dans les années 1950, ont 
permis d’établir le modèle de Palade qui décrit les mitochondries comme des organelles 
possédant une membrane externe, qui sépare l’organelle du cytosol, et une membrane 
interne délimitant l’espace intermembranaire et la matrice (Palade 1953) (Illustration 1). Ce 
modèle décrit les crêtes mitochondriales comme des saccules formés d’invaginations de la 
membrane interne à l’intérieur de la matrice et s’ouvrant sur toute la longueur de leur base 
au niveau de la membrane externe. La tomographie électronique a permis d’affiner ce 
modèle en montrant que les crêtes mitochondriales se rattachent à la membrane interne par 
des structures tubulaires étroites appelées jonctions de crêtes dont le diamètre n’excède pas 
50nm (Mannella, 2006). Ces jonctions constituent une barrière de diffusion membranaire 
entre la membrane interne des crêtes et la membrane interne sous-jacente à la membrane 
externe qui limiterait la diffusion de composés entre l’espace intermembranaire intra-crêtes 
et celui sous-jacent à la membrane externe (Illustration 1). Les crêtes mitochondriales sont 
donc considérées comme un compartiment supplémentaire du fait de leur structure mais 
également de leur composition lipidique et protéique particulière. À titre d’exemples, citons 
les complexes de la chaîne respiratoire et les cardiolipides, phospholipides spécifiques de la 
mitochondrie, respectivement localisés ou accumulés au niveau des crêtes mitochondriales 
(Kagan et al., 2006).  
 
La théorie endosymbiotique émise par Margulis en 1981 (Margulis, 1981) selon 
laquelle les mitochondries auraient pour origine l’endosymbiose d’une α-protéobactérie et 
d’un eucaryote primitif, permet de mettre en évidence des analogies biochimiques et
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Illustration 2: Organisation de l’ADN mitochondrial humain (tiré de Panloup et al., 
2004)  
A: La carte indique les différents gènes codés par le génome mitochondrial humain. Le génome 
mitochondrial contient des gènes codant pour 2 ARN ribosomiques (12S et 16S), 22 ARN de 
transfert et 13 gènes codant pour des protéines de la chaîne respiratoire, illustrées dans l’encart B.  
ND: NADH-déshydrogénase; Cytb: cytochrome b (ubiquinone-cytochrome c-réductase); CO: 
cytochrome c-oxydase; ATPase: ATP-synthase. La boucle D permet le contrôle de la réplication et 
de la transcription. Cette région possède deux promoteurs de transcription (HSP et LSP) et une 
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génétiques entre les mitochondries et les bactéries. Citons comme exemples, la richesse 
des membranes en cardiolipides et leur génome circulaire. Ce génome mitochondrial 
autrefois bactérien a subi au cours de l’évolution des modifications conduisant à une perte 
et/ou un transfert d’une grande partie de l’information vers le noyau (Gabaldon and Huynen, 
2004). Les protéines mitochondriales sont donc issues majoritairement de l’expression de 
gènes nucléaires et, pour à peine une dizaine, du génome mitochondrial qui code pour la 
machinerie de transcription/traduction mitochondriale et des complexes respiratoires. 
L’ADN mitochondrial humain de 17kb code pour 13 protéines, 2 ARN ribosomiques et 
22 ARN de transfert. Les 13 protéines sont des composants des cinq complexes 
respiratoires : ND1 à 6 et NDL4 pour le complexe I, le cytochrome b pour le complexe III, les 
cytochromes oxydases 1 à 3 pour le complexe IV et les sous-unités ATP6, 8 et 9 pour le 
complexe V (Illustration 2).  
L’ADN mitochondrial (ADNmt) est localisé dans la matrice des mitochondries, au sein 
d’une structure nucléoprotéique, ou nucléoïde, dans laquelle il est notamment associé à 
ABF2, une protéine homologue fonctionnelle des histones, à des facteurs impliqués dans la 
transcription, sa réplication et sa réparation (Cheng and Ivessa, 2010; Garrido et al., 2003), 
ainsi qu’à des protéines permettant également l’association de l’ADNmt à la membrane 
interne (Boesch et al., 2010; Stuart et al., 2005). 
 
Les protéines mitochondriales d’origine nucléaire sont traduites dans le cytosol. Il 
existe plusieurs types d’import qui dépendent de la localisation mitochondriale de la protéine 
(Illustration 3) (Chacinska et al., 2009). 
Les protéines matricielles possèdent le plus souvent en N-terminal, une séquence 
d’adressage à la mitochondrie. Le complexe protéique TOM  (Translocase de la Membrane 
Externe) permet aux protéines mitochondriales le franchissement de la membrane externe. 
Ce complexe se compose de protéines récepteurs des précurseurs (TOM20, TOM70 et 
TOM22) et de protéines formant le canal nécessaire à la translocation (TOM5, TOM6, TOM7 
et TOM40). Le passage des protéines de la membrane interne par le complexe TIM 
(Translocase de la Membrane Interne) nécessite un potentiel de membrane mitochondrial et 
de l’énergie sous forme d’ATP. Il est composé de TIM50 qui reconnaît les séquences de 
signal d’import, de TIM23 qui est le canal et TIM21 qui couple la machinerie d’import à la 
chaîne respiratoire. L’interaction des complexes TIM et TOM permet de faciliter le passage 
des protéines de la membrane externe vers la membrane interne. Le transfert des protéines 
matricielles est réalisé par le complexe PAM (Presequence Associated transocase Motor). 
Les protéines de la membrane interne qui comportent 7 domaines 
transmembranaires, contiennent initialement une pré-séquence et sont importées à la 
matrice par les complexes TOM et TIM. Après le clivage de la pré-séquence, les protéines
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Illustration 3: Les voies d’import et d’adressage des protéines mitochondriales (tiré 
de Chacinska et al., 2009) 
Le schéma illustre le mécanisme de l’import des protéines codées par le génome nucléaire dans 
les différents compartiments mitochondriaux en fonction de la nature de leurs signaux 
d’adressage à la mitochondrie présidant à leur destination finale. 
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sont relocalisées à la membrane interne par la protéine Oxa1p. Les protéines ne possédant 
qu’un seul domaine transmembranaire, après passage au niveau des complexes TOM et 
TIM, sont transférées latéralement et intégrées à la membrane interne. Les protéines très 
hydrophobes comme les protéines « carrier », sont importées via le complexe TOM et sont 
interceptées par Tim9p, Tim10p et Tim 12p dans l’espace intermembranaire pour être 
finalement transférées au complexe TIM22 qui permet l’insertion des protéines grâce au 
potentiel de membrane mitochondrial (Chacinska et al., 2009).  
Les protéines de la membrane externe ayant une conformation en tonneau β, telles 
que VDAC ou TOM 40, sont insérées dans la membrane externe par le complexe SAM 
(Sorting and Assembly Machinery) ou TOB (Translocase of OUter membrane β-Barrel 
proteins). Les protéines de la membrane externe possédant un domaine transmembranaire 
sont directement insérées à la membrane grâce au complexe TOM. 
Certaines protéines de l’espace intermembranaire sont adressées à la membrane 
interne et sont ensuite libérées dans l’espace intermembranaire par protéolyse. Les autres 
sont délivrées après leur passage à travers le complexe TOM et sont prises en charge par 
des chaperonnes qui assurent leur repliement (Chacinska et al., 2009). 
 
I-1-2- Les fonctions mitochondriales  
 
La mitochondrie occupe une place primordiale au sein du métabolisme énergétique 
cellulaire. Cet organelle, siège des oxydations phosphorylantes, intervient dans la ré-
oxydation des intermédiaires réduits lors du catabolisme et permet la dégradation des lipides 
(Scheffler, 1999). Elle participe également dans des processus cellulaires clefs notamment 
l’apoptose, l’homéostasie calcique, le métabolisme des acides aminés, la synthèse lipidique 
et la production d’Espèces Actives de l’Oxygène (EAOs). 
 
I-1-2-1- Cycle de Krebs et phosphorylation oxydative 
 
La mitochondrie est le siège du cycle de Krebs et de la phosphorylation oxydative. 
Les réactions qui se déroulent au niveau du cycle de Krebs permettent de fournir les 
intermédiaires énergétiques à la chaîne respiratoire et à l’ATP synthase qui, par une série de 
phosphorylations oxydatives, vont assurer la production d’ATP (Illustration 4).  
 
Le cycle de Krebs est une voie métabolique qui permet l’oxydation complète de 
l’Acétyl CoA et la libération d’énergie sous forme d’équivalents réduits, NADH,H+ 
(Nicotinamide Adenine Dinucleotide) et le FADH2 (Flavin Adenine Dinucleotide). Ces 
substrats vont céder leurs électrons à la chaîne respiratoire.
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Illustration 4: Schéma du fonctionnement mitochondrial 
Le pyruvate issu de la glycolyse pénètre dans la mitochondrie où il est transformé en Acétyl CoA, 
le substrat premier du cycle de Krebs. Ce cycle fournit les coenzymes réduits utilisés comme 
donneurs d’électrons à la chaîne respiratoire. La consommation d’oxygène par la chaîne 
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 Cette chaîne de transport des électrons est constituée de quatre complexes 
protéiques I, II, III, et IV auxquels s’ajoutent des transporteurs mobiles : le Coenzyme Q 
(ubiquinone) et le cytochrome c. Les électrons libérés vont transiter au niveau des 
complexes de la chaîne respiratoire par une série de réactions d’oxydo-réduction et arrivent 
à l’accepteur final : l’oxygène moléculaire. Les réactions au niveau des complexes I, III et IV 
s’accompagnent du transfert de protons de la matrice mitochondriale à l’espace 
intermembranaire qui établit une différence de potentiel de -150 à -180mV entre la 
membrane interne mitochondriale et le cytosol, à l’origine du potentiel de membrane 
mitochondrial (ou Delta Psy). Le gradient de concentration électrochimique crée une force, 
nommée force proton motrice, qui contraint les protons à revenir dans la matrice par le biais 
d’un canal à protons présent au sein de l’ATP synthase et qui est utilisée pour générer de 
l’ATP à partir d’ADP et de Pi (Gunter TE 2004, Mitchell P 1966). 
 
Le complexe I 
Le complexe I (NADH Ubiquinone Oxidoreductase) constitué d’une quarantaine de 
sous-unités, reçoit les électrons et les protons du NADH,H+ via une flavine mononucléotide 
(FMN). Sa forme réduite FMNH2 permet le transfert des électrons aux centres Fe-S qui 
cèdent ensuite leur électron par ré-oxydation au Coenzyme Q. Cette réaction s’accompagne 
d’un transfert de 4 protons de l’intérieur  de la matrice vers l’extérieur.  
 
Le complexe II 
Le Complexe II (Succinate Dehydrogenase ou Succinate CoenzymeQ réductase) 
seul complexe à être totalement codé par le génome nucléaire, est composé de quatre 
protéines. Ce complexe permet la liaison directe de la chaîne respiratoire au cycle de Krebs. 
En effet, deux de ces protéines forment la portion périphérique du complexe et assurent la 
fonction de la succinate deshydrogénase. Elles sont associées à 2 autres protéines 
membranaires qui interagissent avec le cytochrome b et l’ubiquinone. Ce complexe reçoit les 
électrons libérés du FADH2 qui sont transférés au Coenzyme Q par l’intermédiaire d’un 
centre Fe-S.  
 
Le complexe III 
Le Complexe III (Coenzyme Q cytochrome C Réductase / Ubiquinol Cytochrome c 
Oxidoreductase) se compose de 11 sous-unités dont certaines possèdent le centre Fe-S et 
d’autres les cytochromes b562, b566 et c1. Elles participent au transfert de 2 électrons au 
cytochrome c et à la translocation de 4 protons.  
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Le complexe IV 
Le complexe IV (Cytochrome c Oxydase) qui est constitué de 13 sous-unités possède 
entre autres deux cytochromes a et a3 et différents ions métalliques notamment le cuivre. Ce 
complexe permet d’oxyder le cytochrome c réduit. Le cytochrome qui est une hémo-protéine 
soluble, va se déplacer sur la membrane interne pour transporter les électrons au complexe 
IV. Les centres Fer/Cuivre sont utilisés pour réduire la molécule d’oxygène, l’accepteur 
terminal d’électrons, en 2 molécules d’eau. Aux protons nécessaires à la réaction s’ajoutent 
4 protons eux aussi pompés dans la matrice par le complexe et libérés dans l’espace 
intermembranaire. 
 
Le complexe V 
L’ATP synthase (ou complexe V), localisée dans la membrane interne mitochondriale, 
permet la phosphorylation de l’ADP en ATP. C’est une enzyme qui fonctionne de manière 
réversible puisqu’elle est capable de produire de l’ATP en utilisant la force proton motrice et 
d’hydrolyser l’ATP pour pomper les protons contre le gradient électrochimique. L’ATP 
synthase mitochondriale est composée de 2 domaines : le domaine membranaire F0 formant 
le canal à protons et qui attache le domaine catalytique F1 à la membrane interne. Le 
domaine F1 est constitué de 5 polypeptides (sous-unités α, β, δ, γ, ε), les sous-unités a, b et 
c forment le domaine F0 et les sous-unités a, b, α, β et δ composent le rotor dont la rotation 
transfère l’énergie du flux de protons à la production d’ATP. Ainsi, la force proton motrice 
dégagée lors du transport des protons par F0 permet la rotation de la tête catalytique F1 qui 
synthétise l’ATP. 
 
I-1-2-2- L’apoptose  
 
L’apoptose est un processus de mort cellulaire actif génétiquement programmé 
propre aux eucaryotes supérieurs, qui intervient également au cours du développement 
embryonnaire (Meier et al., 2000). Il existe deux voies distinctes de l’apoptose : la voie 
extrinsèque, aussi nommée la voie des récepteurs de mort, et la voie intrinsèque. La 
mitochondrie intervient dans l’apoptose par la voie intrinsèque dite mitochondriale. Cette voie 
consiste en la perméabilisation de la membrane externe mitochondriale qui mène à la 
libération dans le cytosol de molécules situées initialement dans l’espace intermembranaire, 
capables d’initier et de réguler l’activation des caspases, des cystéines-protéases 
susceptibles de cliver plusieurs substrats essentiels pour la vie de la cellule (Wang and 
Youle, 2009). 
Deux mécanismes de perméabilisation de la membrane externe sont proposés. Le 
premier consiste en l’ouverture d’un canal, le pore de transition de perméabilité (PTP) qui
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Illustration 5: Schéma de la gestion calcique mitochondriale (tiré de Contreras & Pozzan, 
2010) 
Les flèches indiquent les flux d'ions. Les flèches rouges, Ca2 +; flèches bleues, H +; flèche jaune, Na +; 
flèche verte, K +. ETC, la chaîne de transport des électrons.  
La figure représente les différents pores mitochondriaux : les pores mCU et Letm1 permettent l’entrée du 
calcium dans la mitochondrie et les pores NCLX, VDAC, PTP et Letm1 permettent la sortie de calcium. 
La mitochondrie forme des microdomaines avec le RE qui sont solidarisés par des interactions entre 
MFN2 localisée au RE et MFN1/MFN2 de la mitochondrie. Les autres canaux sont décrits dans le texte. 
Réticulum endoplasmique 
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permet la dilatation de la matrice et la rupture de la membrane externe. Le second implique 
la formation d’un pore au niveau de la membrane externe par deux membres pro-
apoptotiques de la famille de Bcl-2, Bax et Bak (Antignani and Youle, 2007; Grimm and 
Brdiczka, 2007). Bax constitutivement localisée à la mitochondrie oligomérise avec Bax dont 
l’activation préalable permet sa translocation et son insertion au niveau de la membrane 
externe (Billen et al., 2008; Hsu et al., 1997; Wei et al., 2000). 
La création de ces pores conduit à la libération de différents facteurs pro-
apoptotiques dont le cytochrome c, Smac-Diablo, l’AIF, l’endoG. Le cytochrome c libéré 
s’associe avec du dATP et Apaf-1 (Apoptosis protease-activating factor 1) pour participer à 
la formation de l’apoptosome, un complexe multiprotéique initiant l’activation de la caspase 9 
(Riedl and Salvesen, 2007). Smac/Diablo (Second mitochondrial activator of caspases / 
Direct IAP binding protein of low PI) interagit dans le cytosol avec des inhibiteurs de 
caspases, les IAP (Inhibitors of Apoptosis Proteins) (Vaux and Silke, 2003). AIF (Apoptosis 
Inducing Factor) une fois libéré, est transloqué au noyau pour participer à la condensation et 
à la fragmentation de la chromatine (Susin et al., 1999; Susin et al., 1996). L’endonucléase 
G est transloquée au noyau où elle induit la fragmentation de l’ADN indépendamment des 
caspases (Li et al., 2001; van Loo et al., 2001). 
 
I-1-2-3- Le calcium 
 
Les fluctuations de la concentration en calcium intracellulaire sont perçues par les 
cellules en fonction de l’amplitude de la variation calcique, de sa fréquence et de sa durée. 
La cellule possède donc des systèmes de gestion de l’homéostasie calcique faisant 
intervenir des phénomènes d’extrusion et de séquestration du calcium ainsi que des canaux 
au niveau de la membrane plasmique, du réticulum endoplasmique et de la mitochondrie 
(Kann and Kovacs, 2007).  
L’accumulation du calcium dans la matrice mitochondriale est permise grâce au canal 
uniport mCU (mitochondrial Calcium Uniporter) (Illustration 5). La nature moléculaire de ce 
canal situé à la membrane interne mitochondriale vient seulement d’être découverte 50 ans 
après la mise en évidence de son existence (Baughman et al., 2011; Kirichok et al., 2004). 
Letm1, une autre protéine de la membrane interne, jouerait un rôle d’antiport Ca2+ / H (Jiang 
et al., 2009). 
L’entrée du calcium du cytosol vers la mitochondrie nécessite un potentiel de 
membrane mitochondrial élevé (Thayer and Miller, 1990). En effet, la captation du calcium, 
comme son extrusion, sont des mécanismes électrogéniques. La dissipation du delta psy 
notamment par un agent découplant empêche l’influx calcique mitochondrial. Le calcium 
localisé dans la matrice mitochondriale, régule les fonctions mitochondriales en participant à
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la production d’ATP, au contrôle redox et à l’apoptose (Brookes et al., 2004). Des élévations 
de concentration calcique mitochondriale stimule l’activité des déshydrogénases du cycle de 
Krebs et celles des complexes IV et V de la chaîne respiratoire (Denton and McCormack, 
1980; Hansford et al., 1989; Territo et al., 2000). 
La sortie du calcium de la mitochondrie se fait probablement par l’antiport Ca2+/Na+ 
NCLX/NCX  (Jung et al., 1995; Palty et al., 2010) et par le pore de transition membranaire 
(PTP ou mégacanal) dont l’ouverture est réalisée dans des conditions apoptotiques 
(Halestrap and Pasdois, 2009; Ichas et al., 1997; Rasola and Bernardi, 2007; Zoratti and 
Szabo, 1995). 
 
Les influx calciques sont visibles pour des concentrations cytosoliques comprises 
entre 150 et 300 nM (Pitter et al., 2002). La cellule possède des systèmes pour accéder à 
ces grandes concentrations. En effet, il existe des microdomaines permettant de concentrer 
et de rendre plus rapides les flux ioniques notamment entre le réticulum endoplasmique et la 
mitochondrie (Gerencser and Adam-Vizi, 2005; Hoth et al., 2000; Hoth et al., 1997; Malli et 
al., 2003; Pacher et al., 2002; Rizzuto and Pozzan, 2006). Ces appositions seraient 
possibles grâce à des interactions entre protéines retrouvées dans un ou plusieurs des 
compartiments. Ainsi, la protéine mitochondriale VDAC, un canal anionique potentiel-
dépendant situé dans la membrane externe mitochondriale qui intervient dans la régulation 
de l’entrée calcique dans l’espace intermembranaire, interagit avec le réticulum 
endoplasmique par son association avec le canal le récepteur IP3R  (inositol-1,4,5-
triphosphate Receptor) qui permet la libération du calcium stocké dans le réticulum 
endoplasmique (Szabadkai et al., 2006). L’étroite communication entre le réticulum 
endoplasmique et la mitochondrie a également été révélée par la mise en évidence de la 
formation de points de contact entre le réticulum endoplasmique et la mitochondrie grâce à 
la protéine MFN2 découverte pour son rôle dans le contrôle de la forme des mitochondries 
(voir chapitre sur la dynamique mitochondriale). Les mitochondries interagissent également 
avec la membrane plasmique en particulier par le canal CRAC composé notamment de la 
protéine Orai1, qui module la voie d’entrée capacitative du calcium (Prakriya et al., 2006), 
mécanisme d’entrée ubiquitaire du calcium au travers de la membrane plasmique qui 
participe au remplissage des stocks calciques du réticulum endoplasmique (Putney, 1986, 
1990).  
 
Des élévations pathologiques de calcium cytosolique peuvent entraîner une 
accumulation calcique mitochondriale trop importante et provoquer l’ouverture du PTP et 
ainsi mener à la libération du cytochrome c (Bernardi and Petronilli, 1996; Szabo et al., 
1992).  
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Illustration 6: Sites de production des EAOs mitochondriales 
Les complexes I et II réduisent le coenzyme Q par l’intermédiaire des donneurs 
d’électrons NADH,H+ et le FADH2. Le coenzymz Q transfère ensuite les électrons au 
complexe III qui lui-même les conduit au Cytochrome c. Le complexe IV réduit l’oxygène 
en eau à partir des électrons provenant du Cytochrome c. Les complexes I, II et III 
produisent l’anion superoxyde à travers une réduction incomplète de l’oxygène. Alors 
que l’anion superoxyde produit par le complexe III diffuse dans la matrice et l’espace 
intermembranaire, les complexes I et II le produisent dans la matrice. 
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I-1-2-4- Les Espèce Actives de l’Oxygène 
 
I-1-2-4-1- Production  
 
 La mitochondrie est le site majeur de production cellulaire des Espèces Actives de 
l’Oxygène (EAOs). Les EAOs peuvent être des radicaux libres, espèces chimiques qui 
portent un électron célibataire sur leur couche externe ou des molécules comme l’anion 
superoxyde ou l’oxyde nitrique. Les radicaux libres généralement instables, réagissent avec 
d’autres molécules, ce qui peut conduire à la formation d’un nouveau radical qui peut à son 
tour se propager par des réactions en chaîne. 
 
Une faible proportion, 2 à 6%, de l’oxygène n’est pas totalement transformé par la 
mitochondrie en molécules d’eau donnant lieu à une réduction monoélectrique de l’O2 en 
anion superoxyde (O2.-) (Droge, 2002; Turrens, 1997, 2003). L’anion superoxyde est peu 
réactif, peu diffusible et a une demi-vie très courte. Il est néanmoins le précurseur d’autres 
EAOs comme le peroxyde d’hydrogène (H2O2).  
 Deux sites principaux sont responsables de la production mitochondriale des EAOs : 
le complexe I et le complexe III de la chaîne respiratoire. La part respective de chacun des 
complexes dépendrait du type cellulaire et des conditions expérimentales (Barja, 1999) 
(Illustration 6). 
La production de l’anion superoxyde au niveau du complexe I serait due à l’addition 
directe d’un électron à l’oxygène par l’un des 7 centres Fe-S qui composent ce complexe ou 
de manière indirecte à la réduction de quinones externes. Ces quinones alors sous la forme 
semiquinone sont très instables et peuvent réduire l’oxygène en O2.-. Le groupement FMN 
serait également capable de générer l’anion superoxyde (Liu et al., 2002).  
Le complexe I, qui contrôle majoritairement la respiration et la production d’ATP dans 
le cerveau, est considéré comme un site majeur de la production des EAOs (Robinson, 
1998; Schapira, 1998). C’est le complexe respiratoire I qui contrôle majoritairement la 
respiration et la production d’ATP dans le cerveau (Davey et al., 1998). De plus, nombreuses 
sont les maladies neurodégénératives qui présentent un défaut de phosphorylation oxydative 
lié au complexe I; ce qui entraîne la mort neuronale par une production trop importante des 
EAOs et une diminution de la respiration dans les cerveaux de patients (Schapira, 1998). En 
outre, des mutations de ce complexe sont responsables d’altérations du développement 
cérébral (Smeitink et al., 2001) et sont impliquées dans des encéphalopathies (Benit et al., 
2003; Nishioka et al., 2010).  
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  Le complexe III est responsable de la production d’O2.- par l’intermédiaire du 
coenzyme Q sous sa forme ubisemiquinone dans le tissu cardiaque de rat (Turrens et al., 
1985).  
 Certains travaux ont récemment révélé que des EAOs pouvaient également être 
générées à partir du complexe II. C’est le cas chez les plantes (Gleason et al., 2011) ou lors 
de la formation de tumeurs de manière contrôlée par le facteur HIF-1alpha (Guzy et al., 
2008). 
 
 Même si la mitochondrie est la source majoritaire de la production des EAOs, 
d’autres processus faisant appel à l’oxygène peuvent mener à leur formation. 
 
 Les NADP(H) oxydases, ou NOX, sont des enzymes membranaires qui produisent 
l’anion superoxyde à partir de deux molécules d’oxygène et d’un équivalent réduit le NADPH. 
Des isoformes phagocytaires qui interviennent dans les processus d’inflammation font l’objet 
d’une abondante littérature. La NADPH oxydase neuronale contribue à la signalisation 
neuronale, à la mise en place de processus mnésiques ainsi qu’à  la formation des neurites 
induite par le facteur de croissance NGF (Brennan et al., 2009; Ibi et al., 2006; Tejada-Simon 
et al., 2005). Certaines isoformes ont été impliquées dans les maladies neurodégénératives. 
Les cytochromes P-450 monooxygénases localisées dans le réticulum 
endoplasmique participent à la détoxification de molécules xénobiotiques (pesticides, 
polluants, anesthésiques). Les substrats difficilement oxydables par le cytochrome P-450 
entraînent la production d’anion superoxyde (Cross and Jones, 1991). 
 
 Les oxydases produisent, à partir de l’oxygène moléculaire, l’anion superoxyde lors 
de réactions cataboliques. Les oxydases se situent principalement dans les péroxysomes 
(péroxydases), dans le cytosol (xantine oxydase) et à la membrane externe des 
mitochondries (monoamines oxydases). Ces dernières sont impliquées dans le catabolisme 
des monoamines (dopamine, noradrénaline, autres). La lipoxygénase et la cyclooxygénase 
qui synthétisent les eïcosanoïdes à partir de l’acide arachidonique, produisent également 
des EAOs.  
 
I-1-2-4-2- Mécanismes de détoxification  
 
 Afin d’éviter la mise en place d’un stress oxydant, la cellule est dotée d’un système 
de gestion des EAOs qui limite leur concentration. Il existe différents anti-oxydants de nature 
variable, qui agissent soit en inhibant la formation des EAOs, soit en les piégeant, en les 
métabolisant ou encore en réparant les dommages oxydatifs occasionnés. 
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Illustration 7: Les deux modes d’altérations cellulaires dus à une élévation de la 
concentration d’EAOs  aigüe ou chronique  (tiré de  Carrière & Casteilla, 2006). 
Lorsque la production d’EAOs est modérée et peu étendue dans le temps, les EAOs modifient de 
manière spécifique et réversible des cibles qui jouent un rôle dans la signalisation redox. 
Quand cette production devient chronique, les modifications deviennent alors aspécifiques et 
irréversibles. On parle de stress oxydant qui aboutit à des situations d’oxydation 
physiopathologiques. 
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Différentes enzymes interviennent dans la dégradation des EAOs. 
Les superoxydes dismutases (SOD) permettent la dismutation de l’anion superoxyde 
en peroxyde d’hydrogène et en oxygène. Il existe chez l’homme trois isoformes protéiques 
de la SOD. La SOD1 est principalement localisée dans le cytosol et pour une faible fraction 
dans l’espace intermembranaire. La SOD3 est une isoforme extracellulaire particulièrement 
retrouvée dans les fluides extracellulaires (Mates and Sanchez-Jimenez, 1999). Les SOD1 
et 3 ont des activités cuivre / zinc dépendantes. La SOD2 (manganèse dépendante) est 
localisée dans la matrice mitochondriale. L’H2O2 découlant de l’activité SOD est ensuite 
décomposée par la catalase située dans les péroxysomes et la matrice mitochondriale, en 
H20 et en 02. Les enzymes glutathion peroxydases (GPx) décomposent l’H2O2 et les 
hydroperoxydes ROOH en eau et en alcool respectivement et nécessitent la présence de 
glutathion réduit. Il existe plusieurs isoformes protéiques des GPx (GPx1 à 4) qui sont 
localisées dans les compartiments cytosolique, mitochondrial, membranaire et 
extracellulaire. 
 
 La détoxification des EAOs est également réalisée grâce à des « piégeurs » qui, sous 
leur forme réduite, sont capables de piéger les EAOs. Ces molécules peuvent provenir de 
l’alimentation comme les vitamines C et E ou les caroténoïdes mais, peuvent également être 
synthétisées par l’organisme (glutathion, coenzyme Q).  Le glutathion et la thiorédoxine sont 
capables de réduire les résidus cystéines oxydés par les EAOs. Ces « donneurs de –SH » 
sont régénérés en permanence par la glutathion réductase et la thiorédoxine réductase. La 
détoxification des EAOs peut également passer par l’utilisation de molécules « ARE-
inducers » qui activent la translocation de facteurs de transcription qui vont induire des 
enzymes de détoxification (Hu et al., 2010). 
  
I-1-2-4-3- Homéostasie redox et stress oxydant 
 
 L’homéostasie redox résulte de la balance entre les systèmes producteurs des EAOs 
et les systèmes antioxydants. Les différents antioxydants présents dans la cellule, 
constituent un système de gestion des EAOs qui permet de limiter leur concentration et 
d’éviter la mise en place d’un stress oxydant. On parle de signalisation redox lors d’un 
déséquilibre modéré au cours duquel la production élevée d’EAOs peut déclencher des 
systèmes d’adaptation de la cellule afin de maintenir la balance comme par une réponse 
antioxydante. Par contre, lorsque les systèmes de gestion des EAOs sont dépassés (excès 
de production des EAOs et/ou diminution des systèmes antioxydants), on parle de stress 
oxydant (Illustration 7).  
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  Un paramètre largement utilisé pour caractériser l’état redox d’une cellule consiste à 
mesurer le rapport des formes réduites et oxydées du glutathion. Le glutathion joue en effet, 
à travers son implication dans les défenses antioxydantes, un rôle central dans le contrôle de 
l'homéostasie redox des cellules de mammifères (Droge, 2002). Lorsque la concentration 
des EAOs augmente, la glutathion peroxydase est sollicitée pour décomposer le peroxyde 
d’hydrogène par exemple. Le glutathion réduit GSH est alors consommé et devient oxydé 
GSSG. Si la vitesse de régénération du GSH (par la glutathion réductase) est inférieure à la 
réaction catalysée par la glutathion peroxydase, l’état redox du glutathion peut alors être 
modifié. Ainsi, plus la production des EAOs est élevée, plus la valeur du rapport GSH/GSSG 
est faible.  
 
Lorsque les EAOs produits modifient réversiblement des sites spécifiques sur des 
molécules environnantes, celles-ci peuvent agir en tant que molécules « signals » : il s’agit 
de la signalisation redox. La plupart des modifications des protéines correspondent à une 
oxydation de la cystéine au niveau de son groupement thiol. Un environnement oxydant lié à 
la présence d’EAOs (O2.- et H2O2) induit la formation de ponts disulfures (-S-S-) au niveau 
des cystéines, de manière réversible en conditions physiologiques. Ainsi, lorsque le système 
est bien géré, la signalisation redox et la réponse anti-oxydante qui lui fait suite permet un 
retour rapide à l’état redox initial. 
En revanche, lorsque les systèmes de gestion des EAOs sont dépassés, soit par un 
excès d’EAOs produits, soit par une diminution des systèmes antioxydants, on parle de 
stress oxydant. Ce dernier résulte d’un niveau très élevé des EAOs qui persiste dans le 
temps. Les modifications des molécules environnantes sont, cette fois-ci, irréversibles et non 
spécifiques (Droge, 2002). Les protéines sont sujettes à une oxydation massive de divers 
acides aminés, dont principalement au niveau des groupements sulfydryles (-SH) de la 
cystéine qui conduit à la formation des ponts disulfures. Des modifications irréversibles et 
non spécifiques provoquent aussi la dégradation des acides gras polyinsaturés 
(péroxydation lipidique) (Roberts and Morrow, 2000). Des dommages à l’ADN par l’oxydation 
des bases azotées de l’ADN, principalement au niveau de la guanine qui une fois oxydée 
donne la 8-hydroxy-2’-desoxyguanosine, sont également rencontrées (Helbock et al., 1999). 
 
Les dommages oxydatifs sur les principales macro-molécules de la cellule vont alors 
contribuer à de nombreuses situations physiopathologiques dont les maladies 




  38 
  39 
I-1-2-4-4- La signalisation EAOs 
 
Quand leur production est contrôlée, les EAOs peuvent agir comme de véritables 
seconds messagers. En effet, ils influencent l’activité de protéines impliquées dans 
différentes voies de signalisations notamment celles intervenant dans la régulation du 
métabolisme, dans les processus de prolifération ou de différenciation cellulaire. La plupart 
des cibles protéiques sont modifiées par l’oxydation réversible de résidus cystéine localisés 
à des endroits de la protéine importants pour son activité, comme au sein de domaines 
catalytiques (Morel and Barouki, 1999). L’oxydation de domaines d’interaction peut 
également influencer la liaison des protéines oxydées à leurs partenaires et, pour certaines, 
modifier leur localisation cellulaire. Citons comme exemples : les MAPK (Mitogen Activated 
Protein Kinases) intervenant dans la signalisation intracellulaire dont l’activité catalytique est 
stimulée par le peroxyde d’hydrogène qui entraîne une phosphorylation massive des résidus 
tyrosine (Guyton et al., 1996); les tyrosines phosphatases inactivées par oxydation de 
cystéines localisées dans le site catalytique (Barrett et al., 1999; Denu and Tanner, 1998); la 
protéine IkB dont l’oxydation et la dégradation libère le facteur de transcription NFkB qui peut 
alors rejoindre le noyau (Manna et al., 1998; Schulze-Osthoff et al., 1995); le facteur de 
transcription p53, un suppresseur de tumeur, qui une fois oxydé ne peut plus lier l’ADN 
(Morel and Barouki, 1999). Ce type de régulation est rapide, réversible et permet une 
adaptation suivant l’état redox de la cellule. 
 
La production d’EAOs transmet les signaux de divers stimuli physiologiques en 
servant de relais d’informations par la modification de cibles redox sensibles. La production 
d’EAOs intervient dans la signalisation de nombreux facteurs de croissance, hormones et 
cytokines mais est également médiatrice des effets de l’hypoxie. En effet, la production 
d’EAOs serait responsable de la stabilisation du facteur de transcription HIF (Hypoxia 
Inducible Factor) et permettrait l’induction de la transcription de gènes impliqués dans 
l’angiogenèse, la glycolyse et l’érythropoïèse (Wenger, 2002). Les EAOs participent de plus 
à la signalisation neuronale. En effet, les EAOs mitochondriales sont nécessaires pour la 
détection du glucose et des lipides au cours de la prise alimentaire au niveau de 
l’hypothalamus de rat (Benani et al., 2007; Leloup et al., 2006; Leloup et al., 2009). De 
même, au niveau du striatum de souris, le peroxyde d’hydrogène provenant des 
mitochondries permet de réduire la libération de la dopamine via l’oxydation des canaux K-
ATP (Avshalumov et al., 2003; Avshalumov et al., 2008). Les EAOs sont nécessaires pour 
l’induction de la potentialisation à long terme, facilitent la signalisation calcique neuronale et 
contrôlent les communications neurone-glie dans l’hippocampe (Klann et al., 1998; Atkins 
and Sweatt, 1999; Yermolaieva et al., 2000). 
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Illustration 8: Signalisation du facteur de transcription NRF2 (tiré de Kensler et al., 
2007). 
Différents stress dont un stress oxydatif induisent une perturbation de l'association de NRF2 avec 
Keap1. Ceci mène à une inhibition de la protéolyse de NRF2. Après une phosphorylation de NRF2 
par une série de kinases, NRF2est transloquée au noyau. NRF2 vient se lier aux séquences ARE 
en s’associant à d’autres facteurs avec qui NRF2 forme un complexe transcriptionnel permettant la 
transcription de gènes cibles : les gènes antioxydants, des gènes impliqués dans la réparation de 
l’ADN ou dans le protéasome. 
Ceci permet une une réponse adaptative qui améliore la résistance des cellules aux stress 
environnementaux. 
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Le rôle physiologique des EAOs sur le devenir des cellules interviendrait d’une part sur la 
prolifération et d’autre part sur la différenciation cellulaire. Ce qui confère une importance 
particulière aux EAOs dans l’équilibre d’auto-renouvellement et de différenciation des 
cellules souches (Smith et al., 2000). Enfin, de par leur capacité à contrôler la prolifération 
cellulaire, les EAOs peuvent être impliquées dans la transformation oncogénique et le 
cancer. Dans de nombreux types cellulaires, de faibles concentrations d’H2O2 stimulent la 
prolifération (cellules musculaires lisses, fibroblastes, cellules endothéliales) ou la stoppent 
pour tendre vers un processus de différenciation (ostéoblastes, préadipocytes) (Burdon, 
1995, 1996; Carriere et al., 2003). La différenciation cellulaire s’accompagne d’une élévation 
de l’état d’oxydation (Allen, 1991), comme décrit dans les cellules souches hématopoïétiques 
(Ito et al., 2004; Owusu-Ansah and Banerjee, 2009). De plus, la participation des EAOs à la 
spécification des cellules souches neurales a été démontrée. En effet, des changements de 
l’état redox intracellulaire de ces progéniteurs se produisent lors de leur différenciation 
(Kennedy, 2000; Prozorovski et al., 2008; Tsatmali et al., 2005). Ainsi, au cours de la 
différenciation neuronale induite par le NGF (Nerve Growth Factor), l’élévation du niveau des 
EAOs permet la mise en place de la neuritogenèse dans les cellules « neuron-like » PC12 




Les EAOs sont impliqués dans des processus de signalisation cellulaire mais 
contribuent également à des situations pathologiques pouvant mener à la mort de la cellule. 
Cette dualité d’action, qui demande donc une régulation subtile, est  parfaitement illustrée 
par NRF2 (Nuclear factor erythroïd 2-Related Factor 2) qui orchestre la signalisation EAOs à 
la fois dans des conditions physiologiques et pathologiques (Illustration 8). 
 
 NRF2 est un facteur de transcription appartenant à une famille comportant NRF1, 
NRF2 et NRF3 dont la découverte est justement liée à son implication dans la mise en place 
d’une machinerie antioxydante lors d’un stress (Sykiotis and Bohmann, 2010). Lorsque la 
cellule est dans un état réduit, Keap1 (Kelch ECH associating protein 1) interagit avec NRF2 
et le cytosquelette d’actine pour séquestrer NRF2 dans le cytosol (Itoh et al., 1999; Kang et 
al., 2004; Kensler et al., 2007). Cette interaction promeut la dégradation par ubiquitinylation 
de NRF2 (Itoh et al., 2003; Nguyen et al., 2003). Au contraire, dans un état oxydant très 
élevé, Keap1 est oxydé sur ses résidus cystéines et NRF2 est libéré. NRF2 transloque alors 
dans le noyau grâce à un signal de localisation nucléaire (NLS) et se fixe à l’ADN au niveau 
de séquences promotrices de type ARE (Antioxidant Responsive Element) en présence 
d’autres facteurs de transcription (Itoh et al., 1997; Jain et al., 2005). Les gènes cibles
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Illustration 9: Morphologie mitochondriale  
La morphologie des mitochondries varie en fonction du contexte, du type cellulaire et de 
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codent entre autres pour des enzymes antioxydantes, des protéines participant au 
métabolisme des radicaux libres, des enzymes permettant la régénération du NADPH 
(glucose-6-phosphate, 6-phosphogluconate dehydrogénase) et des protéines importantes 
pour l’homéostasie du glutathion (Prestera et al., 1995; Thimmulappa et al., 2002). Les 
premières études présentent NRF2 comme un agent neuroprotecteur en réponse à des 
stress carcinogènes ou lors de maladies neurodégénératives (Calkins et al., 2009).  
 
 Cependant, NRF2 participe également à différentes voies de signalisation dans des 
conditions physiologiques. En effet, NRF2 contrôle la prolifération des cellules souches 
intestinales dans un modèle de drosophile (Hochmuth et al., 2011) et participerait à la 
différenciation neuronale dans des lignées « neuron-like » SH-SY5Y et des cultures 
primaires de neurones corticaux (Zhao et al., 2009a). La surexpression ou la perte de NRF2 
dans ces modèles cellulaires stimule ou retarde respectivement la croissance neuritique. De 
même, l’induction de la croissance neuritique de cellules de la lignée « neuron-like » PC12 
par l’acide carnosique, un dérivé de prostaglandines, active la voie NRF2 via le complexe 
p62/ZIP qui intervient dans la croissance neuritique induite par le NGF (Kosaka et al., 2010). 
Les cibles transcriptionnelles neuronales par NRF2 restent à élucider.  
 
 NRF2 apparaît donc comme un senseur clef de l’état redox de la cellule en 
permettant l’adaptation oxydative en conditions physiologiques, qui agit comme un agent 
neuroprotecteur influençant la sensibilité aux stress et la durée de vie. 
 
I-2- La dynamique mitochondriale 
 
I-2-1- Définition, caractéristiques, mesure 
 
Il y a 100 ans déjà que la notion de morphologie et de distribution des mitochondries 
chez les cellules eucaryotes a été introduite par Lewis MR et Lewis WH en 1914. 
Préalablement, la découverte des mitochondries sous la forme de grains par R. Kölliker et de 
filaments en 1857 par R. Altmann, révélaient la variabilité morphologique de ces organelles 
(Illustration 9).  
Les mitochondries adoptent en effet différentes formes suivant le type et le contexte 
cellulaires. Elles peuvent apparaître sous forme d’entités isolées (fibroblastes embryonnaires 
murins, hépatocytes) ou bien former un réseau de filaments plus ou moins longs et 
interconnectés (cellules HeLa, cardiomyocytes, S.pombe et S.cerevisiae) ou enfin présenter 
une morphologie mixte (ostéosarcome) (Collins et al., 2002; Guillou et al., 2005; Kuznetsov 
et al., 2009; Landes et al., 2010b; Margineantu et al., 2002). 
  44 
 
Illustration 10: Tests de fusion mitochondriale (tiré de Legros et al., 2002). 
A: Représentation schématique du test de fusion cellulaire au polyéthylèneglycol (PEG).  
B: Des cellules HeLa exprimant soit une GFP adressée à la mitochondrie, soit une RFP 
adressée à la mitochondrie ont été mélangées et fusionnées avec du PEG puis fixées après 
2H et observées au microscope à fluorescence. 
C: Élargissement des zones encadrées dans B. les astérisques indiquent la position des 
noyaux hétéro-polycaryons et les flèches indiquent la position des mitochondries exprimant un 
seul marqueur. La présence des mitochondries possédant un double marquage (jaune) montre 
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La morphologie des mitochondries est sous la dépendance d’une composante 
extrinsèque qui contrôle leur distribution et leur mobilité (voir chapitre III-2) et d’une 
composante intrinsèque, appelée la dynamique mitochondriale, qui correspond à des 
évènements de fusion et de fission des membranes de l’organelle. Lorsque les évènements 
de fission prédominent, le réseau mitochondrial apparaît fragmenté. À l’inverse, quand les 
évènements de fusion prédominent, les mitochondries forment un réseau tubulaire et 
interconnecté. Cet équilibre est dynamique. En effet, les mitochondries fissionnent et 
fusionnent en permanence quelles que soient leurs formes.  
La morphologie est également modifiée pour un type cellulaire donné dans 
différentes situations de prolifération, de différenciation ou suivant les conditions 
environnantes comme le type de milieu nutritif. Ainsi, lors de la mitose, les mitochonries se 
fragmentent, ce qui permettrait une répartition équitable des organelles entre les deux 
cellules filles (Taguchi et al., 2007). De plus, chez la levure S.cerevisiae, les mitochondries 
se présentent sous forme de filaments en phase exponentielle, d’un réseau hyperfilamenteux 
en croissance respiratoire, et sous forme d’entités sphériques en phase stationnaire (Jakobs 
et al., 2003). 
 
La seule observation de la morphologie des mitochondries dans les conditions de 
microscopie usuelles ne permet pas de rendre compte de l’activité de fusion et de fission 
mitochondriale. Pour évaluer cette activité, des techniques de mesure directe de la fusion 
des mitochondries ont été mises en place.  
L’une d’elles permet d’étudier la fusion des mitochondries après fusion cellulaire 
artificielle chez les eucaryotes supérieurs (traitement au PEG ou PolyÉthylène Glycol) 
(Legros et al., 2002; Nunnari et al., 1997). Ce test consiste à mélanger et à fusionner par le 
PEG, deux lignées cellulaires dont les mitochondries sont préalablement marquées par deux 
fluorochromes différents. L’hétéropolycaryon en découlant possède des mitochondries de 
chacune des cellules qui sont redistribuées et qui fusionnent entre elles (Illustration 10). 
Des tests quantitatifs de fusion chez les eucaryotes supérieurs ont vu le jour grâce au 
développement de protéines fluorescentes photoactivables (Karbowski et al., 2004a). Un 
variant photoactivable de la GFP adressé à la mitochondrie permet, suite à la photoactivation 
d’une région restreinte de la cellule, le suivi du taux de dilution de la fluorescence. Cette 
dilution est la conséquence de la transmission de la fluorescence à d’autres mitochondries 
voisines situées dans des zones non photo-activées. La fluorescence est diluée pour un 
temps donné seulement si les mitochondries fusionnent. 
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I-2-2- Acteurs et mécanistique de la fission mitochondriale  
 
I-2-2-1- Les acteurs essentiels de la fission mitochondriale 
 
 Le premier acteur de la fission mitochondriale a été découvert chez la levure (Dnm1p) 
puis chez les eucaryotes supérieurs (DRP1). Ce fut ensuite le tour de Fis1p qui est 
conservée de la levure à l’homme (FIS1). Ces deux protéines sont impliquées dans le 
contrôle de la fission de la membrane externe. 
 
DNM1/DRP1/DLP1 
L’un des acteurs principaux de la fission est la dynamine Dnm1p (dynamin related 1) 
chez la levure, DRP-1 chez C.elegans (Labrousse et al., 1999) et DRP1/Dlp1/DVLP/Dymple 
chez les mammifères (Pitts et al., 1999). Comme les  dynamines classiques, DRP1 possède 
un domaine GTPase N-terminal, un domaine Middle et un domaine GED C-terminal 
(Praefcke and McMahon, 2004). Chez les mammifères, la perte de la protéine DRP1 ou la 
surexpression de mutants dominants négatifs mènent à une hyper-filamentation des 
mitochondries. 
DRP1, majoritairement cytoplasmique, est recrutée de manière ponctuelle à la 
membrane externe mitochondriale lors d’un événement de fission, aux futurs sites de 
fissions (Labrousse et al., 1999; Smirnova et al., 2001). DRP1 est détectée ensuite à l’une 
ou l’autre des extrémités nouvellement formées (Smirnova et al., 2001). Alors que le 
recrutement de Dnm1p fait intervenir Fis1p, celui de DRP1 chez les mammifères est moins 
clair. Si des expériences de FRET (Fluorescence Resonance Energy Transfert) montrent 
une interaction directe entre FIS1 et DRP1, le traitement de cellules par un siARN ciblant 
FIS1 n’empêche pas le recrutement de DRP1 à la membrane externe (Lee et al., 2004). 
Trois nouveaux acteurs de fission, Mff, MiD49 et MiD51 ont été récemment proposés comme 
responsables de l’ancrage de DRP1 à la membrane externe (voir plus loin). De plus, le 
cytosquelette de microtubules et le moteur rétrograde dynéine/dinactine permettent le 
recrutement de DRP1 en conditions basales (Varadi et al., 2004) alors que le cytosquelette 
d’actine est impliqué en conditions de fission induite par des inhibiteurs de la chaîne 
respiratoire (De Vos et al., 2005). Au cours de l’apoptose, DRP1 est recrutée à la 
mitochondrie grâce aux protéines p20-AP31 et DDP/TMM8a (Arnoult et al., 2005b; 
Karbowski et al., 2002). Très recemment, il a été mis en évidence que les sites de division 
des mitochondries correspondaient aux points de contact entre l’organelle et le réticulum 
endoplasmique (Friedman et al., 2011). 
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La caractérisation biochimique de Dnm1p indiquerait un mode d’action de cette 
protéine proche de celui des dynamines conventionnelles impliquées dans le processus 
d’endocytose. In vitro, Dnm1p oligomérise sous forme de grandes spirales en présence de 
GTP ou d’un analogue non hydrolysable du GTP (Fukushima et al., 2001; Ingerman et al., 
2005; Naylor et al., 2006). Une réduction du diamètre des spirales nouvellement formées 
permettrait la scission des membranes mitochondriales. La fixation du GTP à la dynamine 
serait suffisante pour l’auto-assemblage de la protéine et son adressage à la mitochondrie 
tandis que l’hydrolyse serait cruciale pour finaliser la division mitochondriale par fission des 
membranes. In vitro, DRP1 est oligomérisée sous forme d’anneaux présentant un diamètre 
semblable à celui des dynamines (Smirnova et al., 2001; Yoon et al., 2001). Cette différence 
entre DRP1 et Dnm1p pourrait indiquer que l’auto-assemblage de DRP1 in vivo nécessiterait 
des facteurs supplémentaires pour la formation de structures susceptibles de générer la 
constriction des membranes mitochondriales. 
Chez les mammifères, alors que DRP1 est exprimée de manière ubiquitaire, des 
niveaux plus élevés sont toutefois détectés dans le cerveau, les muscles squelettiques et les 
cellules cardiaques (Smirnova et al., 1998). De plus, le cerveau possède une isoforme 
spécifique provenant d’un épissage alternatif comme nous le verrons ultérieurement.  
 
L’activité de fission de DRP1 est modulée par différentes modifications post-
traductionnelles. La translocation de DRP1 à la mitochondrie dépend de la 
déphosphorylation de la sérine 637 par la calcineurine (Cereghetti et al., 2008; Cribbs and 
Strack, 2007). Inversement, la phosphorylation par la PKA de cette sérine conduit à 
l’élongation mitochondriale par l’inhibition de la fission (Chang and Blackstone, 2007a). En 
effet, la phosphorylation de DRP1 par la PKA diminue les interactions intra-moléculaires de 
la dynamine et inhibe son activité GTPase. Au contraire, la phosphorylation de DRP1 sur la 
sérine 600 par la protéine kinase 1α dépendante de la calmoduline (CaMKIα) conduit à une 
activation de la fission en augmentant l’affinité de DRP1 pour FIS1 (Han et al., 2008).  
DRP1 peut être mono-sumoylée par l’enzyme de conjugaison E2 Ubc9 (Ubiquitin-
conjugating enzyme 9) et par la SUMO E3 ligase MAPL (Mitochondrial-Anchored Protein 
Ligase). Cette sumoylation stabilise DRP1 et permet ainsi l’activité de fission mitochondriale, 
observée entre autres lors de l’apoptose (Braschi et al., 2009; Harder et al., 2004; Wasiak et 
al., 2007). Inversement, la désumoylation de DRP1 par SENP5 restaure une morphologie 
mitochondriale normale (Zunino et al., 2007). 
L’E3 ubiquitine ligase mitochondriale MARCH V interagit avec DRP1 et régule son 
recrutement au niveau des sites de fission sans moduler la stabilité de la protéine 
(Karbowski et al., 2007). 
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La nitrosylation de DRP1 par l’oxyde nitrique (NO) au niveau de la cystéine 644 
localisée dans le domaine GED mène à une augmentation de l’activité GTPase de la 
protéine (Cho et al., 2009). 
 
FIS1 
 Fis1p chez S.cerevisiae, ou FIS1 chez l’homme, est ancrée à la membrane externe 
mitochondriale par son domaine C-terminal et est répartie de manière homogène sur 
l’ensemble de la membrane externe (James et al., 2003) (Mozdy et al., 2000; Stojanovski et 
al., 2004; Yoon et al., 2003). FIS1 est exprimée de manière ubiquitaire et ne présente pas de 
grandes variations d’expression dans tous les tissus analysés (Jofuku et al., 2005; 
Stojanovski et al., 2004). L’extinction de FIS1 par interférence à l’ARN induit l’élongation des 
mitochondries (Mozdy et al., 2000; Yoon et al., 2003). À l’inverse, sa surexpression dans des 
cellules HeLa et Cos-7 conduit à la fragmentation des mitochondries (James et al., 2003; 
Yoon et al., 2003).  
 
Outre leur rôle dans la fission des mitochondries, DRP1 et FIS1 sont également 
impliquées dans la fission des peroxysomes (Koch et al., 2003; Koch et al., 2005).  
 
I-2-2-2- Autres acteurs ou régulateurs de la fission  
 
L’endophiline B1 est une fatty acyl transférase requise pour le maintien de la 
morphologie mitochondriale plus particulièrement au niveau de la dynamique de la 
membrane externe. Comme DRP1, l’endophiline B1 est transloquée à la membrane externe 
lors d’un processus apoptotique (Karbowski et al., 2004b).  
 
GDAP1 (Ganglioside-induced Differentiation Associated Protein 1) ancrée à la 
membrane externe entraîne une augmentation de la fragmentation du réseau mitochondrial 
lorsqu’elle est surexprimée ou une filamentation des mitochondries lors de son extinction 
(Niemann et al., 2005; Wagner et al., 2009).  
 
Mff (Mitochondrial fission factor) est une protéine ancrée à la membrane externe par 
une queue C-terminale et dont la partie N-terminale contenant un domaine coiled-coil, est 
exposée côté cytosol. La diminution de la protéine par interférence à l’ARN, provoque 
l’élongation des mitochondries et la disparition de DRP1 à la surface de la mitochondrie. À 
l’inverse, sa surexpression conduit à la fragmentation mitochondriale et l’augmentation de 
DRP1 à la mitochondrie. D’autre part, Mff interagirait directement avec DRP1 par sa région 
N-terminale et augmenterait l’activité GTPase de la dynamine, in vitro et in vivo
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Illustration 11: Modèles des mécanismes de fission impliquant DRP1 (tirés de Otera 
et al., 2011, Mattson et al., 2008) 
DRP1, protéine cytosolique se relocalise à la membrane externe mitochondriale.  
Dans ce modèle, DRP1 est recruté à la membrane par la protéine réceptrice Mff. Cette protéine 
permet également l’oligomérisation de DPR1 et d’optimiser l’activité GTPase de DRP1. La fission 
se réalise par constriction de l’anneau oligomérisé de DRP1. L’encart en haut à droite schématise 
le recrutement de DRP1 par FIS1, premier modèle proposé de recrutement de DRP1 à la 
membrane mitochondriale externe (Mattson 2008). 
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(Otera and Mihara, 2010). Alors que FIS1 est répartie de manière homogène sur la surface 
de la membrane externe mitochondriale, Mff est organisée de manière ponctuée, « puncta » 
qui colocalisent avec les foci de DRP1. Finalement, Mff semblerait le meilleur candidat pour 
le recrutement de DRP1 à la mitochondrie, comme présenté sur le modèle ci-dessous. 
 
Très récemment deux nouveaux régulateurs de la fission, Mid49/51, ont été identifiés 
(Palmer et al., 2011). Il s’agit de protéines ancrées à la membrane interne qui forment des 
foci et des anneaux autour des mitochondries comme DRP1. Mid49/51 recrute directement 
DRP1 à la surface des mitochondries. La diminution de leur expression réduit l’association 
de DRP1 aux mitochondries et provoque un excès de fusion.  
 
I-2-2-3- Existe-t-il une machinerie de fission de la membrane interne ? 
 
Etant donné que les protéines qui jouent un rôle dans la fission mitochondriale sont 
toutes associées à la membrane externe, il semblerait que la fission de la membrane externe 
entraîne celle de la membrane interne, notamment par constriction des oligomères de DRP1. 
Cependant, la perte de l’activité GTPase de DRP1 chez C.elegans entraîne une impossibilité 
de fission de la membrane externe sans perturber celle de la membrane interne (Labrousse 
et al., 1999). En outre, la fission des membranes externe et interne est désynchronisée dans 
des cellules HeLa déficientes en Endophiline B1 (Karbowski et al., 2004b), ce qui suggère 
l’existence d’une machinerie de fission de la membrane interne. Certains travaux ont identifié 
la protéine MTP18, localisée au niveau de la membrane interne, comme un facteur 
influençant la fission mitochondriale (Tondera et al., 2005). D’autre part, MDM33 
(Mitochondrial Distribution and Morphology) chez la levure et MTGM (Mitochondrial 
Targeting GxxxG Motif) identifié dans différents types de tumeurs de cerveaux de patients, 
sont situés au niveau de la membrane interne et joueraient un rôle dans la morphologie 
mitochondriale et la fission de la membrane interne (Messerschmitt et al., 2003; Zhao et al., 
2009b). En dépit de ces premières observations, nous ne pouvons pas encore définitivement 
conclure quant à l’existence d’une machinerie de fission de la membrane interne. 
 
I-2-2-4- Modèle de fission 
 
 Un modèle récent de fission mitochondriale proposé par Mihara fait intervenir la 
protéine Mff (Otera and Mihara, 2011). En premier lieu, DRP1 serait recrutée à la membrane 
externe mitochondriale par une interaction directe avec Mff qui permettrait l’oligomérisation 
de la dynamine, faciliterait son activité GTPase et conduirait ainsi à la formation d’un anneau 
de constriction ce qui, par voie de conséquence, entraîne la fission des membranes 
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mitochondriales (Illustration 11). Il reste à intégrer à ce modèle les nouveaux venus MiD49 et 
51. 
 
I-2-3- Acteurs et mécanistique de la fusion mitochondriale  
 
Contrairement à la fission mitochondriale, les machineries de fusion des membranes 
externes et internes ont elles été identifiées et caractérisées. 
 
I-2-3-1- Les acteurs essentiels de la membrane externe : MFN1-2 
  
Les Mitofusines 1 et 2 (MFN) sont des dynamines apparentées mammifères 
responsables de la fusion de la membrane externe (Chen et al., 2003; Eura et al., 2003; 
Santel and Fuller, 2001). Elles possèdent un homologue FZO1 chez la levure S.cerevisiae 
(Fritz et al., 2001; Rojo et al., 2002). 
Les Mitofusines sont constituées d’un domaine GTPase N-terminal, d’une région 
coiled-coil HR1 (Heptad Repeat 1), de deux domaines transmembranaires permettant 
l’ancrage à la membrane externe et d’une dernière région coiled-coil HR2 C-terminale (Rojo 
et al., 2002; Santel and Fuller, 2001). Les Mitofusines traversent la membrane externe deux 
fois et leurs extrémités C et N-terminales font face au cytosol (Hermann et al., 1998; Rojo et 
al., 2002). Au cours de la fusion, les mitofusines sont capables d’interagir « en trans » de 
manière homotypique ou hétérotypique grâce à leurs domaines HR2, permettant ainsi le 
rapprochement des mitochondries, étape indispensable à la fusion (Chen et al., 2005; 
Detmer and Chan, 2007; Koshiba et al., 2004). L’hydrolyse du GTP fournirait alors l’énergie 
nécessaire à la fusion des deux membranes externes (Chen et al., 2003; Ishihara et al., 
2004; Meeusen et al., 2004).  
La perte de fonction de l’une ou des deux isoformes des mitofusines mène à la 
fragmentation des mitochondries (Chen et al., 2003). Cependant, malgré une certaine forme 
de redondance, il existe des différences notables entre MFN1 et MFN2. Tout d’abord, au 
niveau de leur expression : MFN2 est essentiellement exprimée dans le cœur, les muscles 
squelettiques et le cerveau, alors que MFN1 est exprimée de façon équivalente dans tous 
les tissus (Santel et al., 2003). La perte de MFN1 conduit à des mitochondries sphériques de 
taille homogène, qui sont libres dans le cytosol. À l’inverse, les mitochondries dépourvues en 
MFN2 sont sphériques et de taille hétérogène, et faiblement associées (Chen et al., 2003). 
D’autre part, la forme recombinante de MFN1 possède une activité GTPase plus importante 
et une affinité pour le GTP plus faible par rapport à MFN2 (Ishihara et al., 2004). 
Contrairement à MFN1, une petite fraction de MFN2 est présente aux points de contacts 
entre la mitochondrie et le réticulum endoplasmique (de Brito and Scorrano, 2008). Enfin, 
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Illustration 12: Représentation schématique de la protéine OPA1 et ses 8 variants 
d’épissage humains (tiré de Song et al., 2007) 
A: Trois domaines, GTPase, Middle et GED (coiled-coil II, CCII) sont communs aux différents 
membres de la famille dynamine. Une séquence d’adressage à la mitochondrie (MIS) suivie par 
un domaine transmembranaire (TM1) situés en partie N-terminale sont spécifiques d’OPA1. Deux 
domaines coiled-coil supplémentaires, CC0 et CCI, sont respectivement localisés dans les exons 
5b et les exons 6 et 7. 
B:  Les 8 variants d’épissage diffèrent par la présence ou non des exons 4, 4b et 5b. Le clivage 
du signal d’import (MTS) à la mitochondrie localisé en amont du domaine trans-membranaire 
(TM) par la peptidase matricielle (MPP) génère les isoformes longues d’OPA1. Les clivages au 
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contrairement à MFN1, MFN2 intervient dans le métabolisme oxydatif et l’apoptose (Bach et 
al., 2003; Pich et al., 2005; Sugioka et al., 2004). 
 
I-2-3-2- L’acteur essentiel de la membrane interne : OPA1 
 
La fusion de la membrane interne fait appel à OPA1, une protéine codée par le 
génome nucléaire identifiée au laboratoire comme l’homologue humain de Mgm1p chez 
S.cerevisiae et Msp1p chez S.pombe (Berger and Yaffe, 1996; Delettre et al., 2000; Jones 
and Fangman, 1992; Pelloquin et al., 1998). OPA1 est une dynamine, avec un domaine 
GTPase central, un domaine middle et un domaine coiled-coil carboxy-terminal (CC-II) 
considéré comme le domaine effecteur des GTPases (GED). En partie N-terminale, un 
signal d’import mitochondrial (MIS) est suivi par un domaine hydrophobe potentiellement 
transmembranaire (TM1) et par un domaine coiled-coil (CC-I) (Griparic et al., 2004; Misaka 
et al., 2002; Olichon et al., 2002). Les deux domaines CC-I et CC-II pourraient être 
responsables de la formation de complexes homotypiques d’OPA1 (Akepati et al., 2008). 
 
OPA1 est ancrée au niveau de la membrane interne mitochondriale et fait face à 
l’espace intermembranaire (Griparic et al., 2004; Ishihara et al., 2006; Misaka et al., 2002; 
Olichon et al., 2002; Satoh et al., 2003). Des études par microscopie électronique montrent 
un enrichissement de la protéine OPA1 au niveau des crêtes mitochondriales (Griparic et al., 
2004; Olichon et al., 2002). Cette dynamine a également été retrouvée associée à la 
membrane externe mitochondriale (Satoh et al., 2003). 
 
Chez l’homme, le cadre de lecture d’OPA1 possède 31 exons dont 3 alternativement 
épissés (4, 4b et 5b) ce qui donne 8 ARNm alternatifs (Illustration 12A et B). Bien qu’OPA1 
soit d’expression ubiquitaire, celle-ci varie de façon différentielle suivant les tissus. De forts  
niveaux d’expressions des ARNm OPA1 sont visibles dans la rétine, le cerveau, le foie, le 
cœur et le pancréas (Akepati et al., 2008; Alexander et al., 2000; Delettre et al., 2001; 
Delettre et al., 2000). Chacun des huit variants d’épissage donnent de 1 à 3 isoformes 
protéiques issues de clivages protéolytiques intra-mitochondrial (Song et al., 2007). Les 
cellules HeLa expriment principalement les variants ARNm 1 et 7, et l’on détecte cinq 
isoformes protéiques d’OPA1 en conditions physiologiques : 2 longues (isoformes a et b) et 
trois courtes (isoformes c, d et e) (voir résultats). L’analyse par spectrométrie de masse des 
5 bandes d’OPA1 révèle que les  isoformes a et b correspondent respectivement aux formes 
longues des variants 1 et 7 clivées en position N87/F88, tandis que les isoformes c, d et e 
résultent d’un clivage protéolytique additionnel (Akepati et al., 2008; Ishihara et al., 2006). Il 
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existe 3 sites de clivage : S1, S2 et S3 respectivement localisés dans l’exon 5, l’exon 5b et 
l’exon 4b (Griparic et al., 2007; Ishihara et al., 2006; Song et al., 2007) (Illustration 12B). 
 
Alors que la peptidase mitochondriale matricielle (MPP) est impliquée dans la 
génération des formes longues d’OPA1, différentes protéases ont été impliquées dans la 
formation des formes courtes d’OPA1 : les m-AAA et i-AAA protéases et les protéases PARL 
(Presenilin Associated Rhomboïd Like protease) et OMA1. Les m-AAA protéases sont des 
métalloprotéases ATP-dépendantes ancrées à la membrane interne de la mitochondrie, leur 
site actif faisant face à la matrice (Langer et al., 2001). Il existe 3 types de m-AAA protéases 
chez les mammifères : la paraplégine, AFG3L1 et AFG3L2. La surexpression de la 
paraplégine augmente le clivage d’OPA1 au niveau de S1. En revanche, la délétion du gène 
de cette protéase dans des fibroblastes de souris, ne perturbe pas le patron de la dynamine 
(Duvezin-Caubet et al., 2007; Guillery et al., 2008; Ishihara et al., 2006). Les prohibitines, qui 
régulent l’activité des m-AAA protéases, affectent également le clivage d’OPA1, menant à 
l’accumulation des isoformes courtes au détriment des isoformes longues dans des 
fibroblastes de souris invalidées pour PHB2 (Merkwirth and Langer, 2009).  
La protéase Yme1L, une i-AAA protéase située dans la membrane interne 
mitochondriale dont le domaine catalytique est exposé vers l’espace intermembranaire, est 
responsable du clivage de la protéine OPA1 au niveau des sites S0 et S2 (Langer et al., 
2001; Shah et al., 2000) (Griparic et al., 2007; Song et al., 2007). Néanmoins, la réduction de 
la quantité de la protéine PARL par interférence à l’ARN, ou son invalidation chez la souris, 
n’a pas vraiment d’impact sur le clivage d’OPA1 (Duvezin-Caubet et al., 2007).  
L’ensemble de ces protéases est impliqué dans le clivage d’OPA1 à l’état basal. Or, 
ce clivage est aussi possible en situation d’apoptose ou lors d’une diminution du potentiel de 
membrane mitochondrial induite, par exemple, par le CCCP. Récemment, la métallo-
protéase indépendante de l’ATP OMA1 a été impliquée dans la production d’isoformes 
courtes lors de dysfonctions mitochondriales menant à la chute du potentiel de membrane 
mitochondrial (Ehses et al., 2009). 
 
La protéine OPA1 intervient dans la fusion mitochondriale. Son extinction par 
interférence ARN, dans les cellules HeLa et Cos-7, et l’invalidation du gène Opa1 dans des 
fibroblastes embryonnaires murins, induisent la fragmentation du réseau mitochondrial 
(Griparic et al., 2007; Griparic et al., 2004; Olichon et al., 2003; Song et al., 2007). À 
l’inverse, la surexpression d’OPA1 dans des MEF et des NIH3T3, qui possèdent un réseau 
mitochondrial initialement fragmenté, provoque l’élongation de mitochondries (Cipolat et al., 
2004; Olichon et al., 2002). Ces données mettent en évidence le rôle fusogène d’OPA1, rôle 
confirmé par des études montrant l’incapacité des mitochondries dépourvues d’OPA1 à 
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fusionner (Arnoult et al., 2005a; Chen et al., 2005; Griparic et al., 2007). De manière 
surprenante, la surexpression de cette dynamine dans des cellules possédant un réseau 
mitochondrial originellement filamenteux, provoque la fragmentation des mitochondries sans 
inhibition de fusion (Chen et al., 2005; Cipolat et al., 2004; Griparic et al., 2004; Misaka et al., 
2002). La fragmentation pourrait être causée par une activation de la fission due à un excès 
de fusion ou d’une grande quantité d’OPA1 favorisant le processus de fusion transitoire. La 
fusion dite transitoire (kiss and run) est due à des interactions latérales entre des 
mitochondries associées à des microtubules distincts qui vont échanger rapidement et 
partiellement des éléments solubles sans affecter la morphologie mitochondriale (Liu et al., 
2009b). À l’inverse, la fusion dite complète de mitochondries se déplaçant l’une vers l’autre 
le long d’un microtubule autorise le mélange de tous les composants mitochondriaux et 
affecte la morphologie mitochondriale. L’extinction ou la surexpression de la protéine OPA1 
favorise la fusion transitoire. 
 
La maturation protéolytique d’OPA1 est cruciale dans la régulation de l’activité 
fusogène de la protéine. En effet, la disparition des formes longues de la dynamine, après un 
traitement par un agent découplant, semble indiquer que les formes longues sont 
nécessaires au processus de fusion mitochondriale (Guillery et al., 2008). Néanmoins, les 
études sur des mutants des sites de clivage S1 et S2 soulignent également l’importance des 
formes courtes dans le contrôle de la morphologie mitochondriale (Duvezin-Caubet et al., 
2006; Griparic et al., 2007; Song et al., 2007). Finalement, des travaux de réintroduction de 
différents variants d’OPA1 dans les MEF indiquent la nécessité de la présence d’au moins 
une forme longue et une forme courte d’OPA1 pour fusionner les mitochondries dans des 
conditions basales (Song et al., 2007). Ce n’est pas le cas en conditions d’hyperfusion liée à 
un stress où seule la forme longue d’OPA1 est indispensable (Tondera et al., 2009). 
 
I-2-3-3- D’autres acteurs de la fusion 
 
 La mitoPLD est une phospholipase D mitochondriale qui permet la modification in 
vitro et in vivo du profil des lipides mitochondriaux avec une diminution de la quantité du 
cardiolipide au profit de l’acide phosphatidique (Choi et al., 2006). La diminution de la 
mitoPLD par interférence à l’ARN dans des cellules HeLa, provoque la fragmentation des 
mitochondries et affecte la fusion mitochondriale. Du fait de son rôle sur les lipides, la 
mitoPLD modifierait la composition et la courbure des bicouches lipidiques les rendant plus 
aptes à la fusion des membranes mitochondriales. 
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  MIB, une protéine de la superfamille des déshydrogénases réductases est un 
partenaire des Mitofusines qui est exprimée dans tous les tissus (Eura et al., 2006). La 
réduction de la quantité de cette protéine par interférence à l’ARN mène à l’élongation des 
mitochondries alors que sa surexpression fragmente le réseau mitochondrial. MIB 
contrôlerait la fusion des mitochondries en interagissant et en régulant la MFN1 (Eura et al., 
2006). 
 La protéine SLP-2 (Stomatin-Like Protein2), une protéine localisée dans l’espace 
intermembranaire, est un membre de la famille SPFH (Stomatin/Prohibitin/Flotillin/Hflk). 
Cette protéine a d’abord été identifiée comme un partenaire de MFN2 (Hajek et al., 2007). 
Récemment, sa participation au processus d’hyperfusion a été démontrée en réponse à 
plusieurs stress cellulaires (UV, traitement à la cycloheximide) (Tondera et al., 2009). Cette 
hyperfusion induite par le stress (SIMH) permet à la cellule de contrer ce phénomène via une 
élévation de la production d’ATP. Au cours de ce processus, SLP-2 empêche le clivage des 
formes longues d’OPA1 de manière indépendante des Prohibitines 1 et 2 avec lesquelles 
elle peut interagir (Da Cruz et al., 2008). 
 
I-2-3-4- Couplage de la fusion des deux membranes 
 
La fusion des membranes externe et interne se réalise de manière indépendante 
(Malka et al., 2005; Meeusen et al., 2004). Par contre, ces fusions ont lieu de manière 
synchronisée (Meeusen et al., 2006; Song et al., 2009).   
Ugo1, une protéine essentielle à la fusion mitochondriale chez S.cerevisiae et 
S.pombe, coordonne la fusion des deux membranes en jouant le rôle d’adaptateur (Sesaki 
and Jensen, 2001). En effet, in vitro, des protéines mutantes d’Ugo1 présentent un défaut de 
fusion des membranes mitochondriales internes et externes (Hoppins and Nunnari, 2009). 
En dépit du fait qu’aucun homologue de cette protéine n’a été mis en évidence chez les 
mammifères, la synchronisation des ‘deux fusions’ semble être conservée chez les 
eucaryotes supérieurs. En effet, le rôle fusogène d’OPA1 n’est possible qu’en présence de 
MFN1 (Cipolat et al., 2004), hypothèse renforcée par les travaux de notre équipe démontrant 
que les protéines OPA1 et les Mitofusines font partie d’un même complexe protéique dans 
des cellules HeLa (Guillery 2008). 
 
I-2-4- Dynamique mitochondriale et fonctions des mitochondries 
 
Outre son rôle dans le contrôle de la morphologie des mitochondries, la dynamique 
mitochondriale influence différentes fonctions de l’organelle. En effet, la modulation de 
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Illustration 13: OPA1, maintien du génome et structuration des crêtes 
mitochondriales (tiré de Elachouri et al., 2010 et  Delivani &Martins, 2006)  
A: Représentation du modèle proposé par l’équipe de G. Leaners montrant l’interaction d’OPA1 
avec un nucléoïde par la région 4b.  
B: Représentation schématique du modèle proposé par Yamaguchi montrant le remodelage de la 
membrane mitochondriale interne lors de l'apoptose. Dans les cellules saines (à gauche), les 
oligomères d’OPA1 régulent l’ouverture des jonctions des crêtes et restreignent le passage du 
Cytochrome c, ainsi que d'autres protéines séquestrées dans l'espace intermembranaire 
mitochondrial (IMS). La protéase PARL, est nécessaire à l'assemblage des oligomères d’OPA1. 
Des stimuli pro-apoptotiques activent les protéines BH3-only et provoquent l'ouverture du canal 
de Bax / Bak (à droite), Les oligomères d’OPA1 sont déstabilisés. Ceci provoque le remodelage 
de la membrane interne mitochondriale et la libération du cytochrome c contenu dans les crêtes. 
Une petite fraction d’OPA1 peut aussi être libéré dans le cytosol.  
OMM : membrane externe mitochondriale; IMM, membrane interne mitochondriale. 
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l’expression des principaux acteurs de ce processus affecte la respiration, l’apoptose, 
l’homéostasie calcique et le ‘contrôle qualité’ de l’organelle.   
 
I-2-4-1- Le maintien du génome mitochondrial 
 
Dans les levures S. cerevisiae et S. pombe, il est clairement établi que la 
fragmentation du réseau mitochondrial induite par l’inactivation de l’un des acteurs de la 
fusion (Fzo1p, Ugo1p ou Mgm1p/Msp1p) s’accompagne de la perte du génome 
mitochondrial (Diot et al., 2009; Guan et al., 1993; Guillou et al., 2005; Hermann and Shaw, 
1998; Jones and Fangman, 1992; Meeusen et al., 2006; Pelloquin et al., 1999; Rapaport et 
al., 1998; Sesaki and Jensen, 2001; Wong et al., 2003; Zick et al., 2009). De plus, la délétion 
du gène de fission DNM1+ supprime à la fois la fragmentation induite par l’inactivation des 
acteurs de fusion et la perte du génome mitochondrial. Ces observations laissent supposer 
l’existence de liens très étroits entre le processus de fusion et le maintien du génome 
mitochondrial.  
Ces liens existent également chez les mammifères, mais ne semblent pas restreints 
à la fusion. Dans des fibroblastes et des muscles de souris doublement délétées pour les 
mitofusines, les mitochondries, qui sont totalement incapables de fusionner, présentent, pour 
certaines, une diminution du nombre de leurs nucléoïdes et, pour les autres, une 
augmentation du nombre de mutations de l’ADNmt (Chen et al., 2007; Chen et al., 2010). De 
plus, la perte de DRP1 dans des cellules HeLa mène à une réduction de l’ADNmt (Parone et 
al., 2008). De même, des MEF invalidées pour la protéine OPA1 voient leur contenu en 
ADNmt diminuer (Chen et al., 2007; Chen et al., 2010). Le rôle d’OPA1 au niveau du 
maintien de l’ADNmt pourrait s’exercer de façon indirecte par le biais de son effet sur la 
structure de la membrane interne mitochondriale. La perte d’OPA1, qui provoque comme 
son homologue de levure une destructuration des crêtes (Griparic et al., 2004; Olichon et al., 
2003; Sesaki et al., 2003), pourrait perturber la réplication de l’ADNmt en perturbant 
l’ancrage du génome à la membrane interne. D’autre part, l’effet d’OPA1 sur le maintien du 
génome mitochondrial pourrait être plus direct. L’équipe de Guy Lenaers a en effet proposé 
qu’OPA1 lierait de manière directe les nucléoïdes à la membrane interne mitochondriale par 
l’intermédiaire de la séquence peptidique codée par son exon 4b (Elachouri et al., 2010). 
Grâce à cette interaction, OPA1 contrôlerait la réplication de l’ADNmt et la distribution des 
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I-2-4-2- L’apoptose 
 
 Les premiers travaux concernant l’impact de la dynamique mitochondriale sur le 
processus d’apoptose ont conduit a un modèle dans lequel un déplacement de l’équilibre de 
la dynamique mitochondriale vers la fission rend les cellules plus sensibles à l’apoptose alors 
qu’à l’inverse, un déplacement de l’équilibre vers la fusion rend les cellules plus résistantes 
(Wang and Youle, 2009).  
 
Au cours de l’apoptose, dans plusieurs types cellulaires, le réseau mitochondrial se 
fragmente de manière DRP1 dépendente (Arnoult et al., 2005b; Breckenridge et al., 2003; 
Frank et al., 2001; Lee et al., 2004; Sugioka et al., 2004). Cette fragmentation s’accompagne 
d’une inhibition partielle de la libération du cytochrome c et retarde l’entrée des cellules en 
apoptose (Arnoult et al., 2005b; Barsoum et al., 2006; Estaquier and Arnoult, 2007; Frank et 
al., 2001; Parone et al., 2008). Récemment, la découverte d’un inhibiteur de DRP1, le Mdivi-
1, a permis de proposer que DRP1 aurait un rôle propre dans la perméabilisation de la 
membrane externe. En effet, cette molécule, qui en se fixant sur DRP1 bloque son 
oligomérisation et diminue son activité GTPase, empêche la libération du cytochrome c in 
vitro sur mitochondrie isolées (Cassidy-Stone et al., 2008; Lackner and Nunnari, 2010). 
  
La réduction de l’expression de FIS1 par interférence ARN provoque l’élongation des 
mitochondries et une résistance à l’apoptose, alors que sa surexpression conduit à la 
fragmentation du réseau mitochondrial et mène à la libération du cytochrome c (James et al., 
2003; Lee et al., 2004; Yoon et al., 2003). FIS1 intervient donc dans la mort cellulaire. 
Néanmoins, la fission peut être découplée du processus apoptotique. En effet, un mutant de 
la région trans-membranaire de FIS1 conduit à la fission des mitochondries mais pas à la 
mort des cellules (James et al., 2003; Lee et al., 2004). De plus, la surexpression de FIS1 
dans des cellules invalidées pour les protéines pro-apoptotiques de la famille Bcl-2, BAX et 
BAK, induit la fragmentation des mitochondries mais pas l’apoptose (Alirol et al., 2006). 
 
La perte de la protéine OPA1 provoque une apoptose spontanée ou une 
augmentation de la sensibilité à l’apoptose (Lee et al., 2004; Olichon et al., 2003). 
Inversement la surexpression d’OPA1 protège de la mort induite par divers agents pro-
apoptotiques (Frezza et al., 2006). Il a été montré que le rôle anti-apoptotique d’OPA1 est 
indépendant de son action fusogène et qu’il s’exerce grâce à son rôle dans le remodelage 
des crêtes mitochondriales (Illustration 13B). En effet, la sur-expression d’OPA1 dans des 
cellules dont l’expression d’OPA1 est MFN1 est diminuée, les mitochondries sont incapables 
de fusionner mais restent résistantes à l’apoptose (Cipolat et al., 2004; Cipolat et al., 2006). 
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  Les formes courtes solubles de la dynamine participeraient à l’élaboration de 
complexes avec les formes longues intégrales au niveau de la jonction des crêtes 
mitochondriales, ce qui permettrait leur maintien dans une forme dite « fermée » en 
conditions physiologiques (Cipolat et al., 2006; Darshi et al., 2010; Frezza et al., 2006). Cette 
conformation dite « fermée » permettrait la séquestration du cytochrome c dans l’IMS intra-
crêtes où il joue son rôle de transporteur d’électrons. L’induction de l’apoptose mènerait à la 
dissociation des complexes d’OPA1, à « l’ouverture » des jonctions des crêtes et par voie de 
conséquence à la mobilisation du cytochrome c de l’espace intra-crêtes vers l’espace 
intermembranaire (Cipolat et al., 2006; Frezza et al., 2006; Landes et al., 2010a; Scorrano et 
al., 2002; Sun et al., 2007). Dans les études de L. Scorrano, l’ouverture des jonctions des 
crêtes correspond à l’élargissement de leur diamètre, alors qu’au contraire, les travaux de 
Yamaguchi montrent que l’état ouvert des jonctions des crêtes s’accompagne du 
rétrécissement de leur diamètre (Yamaguchi et al., 2008). Il est à noter que, quel que soit le 
diamètre des jonctions des crêtes mesuré (ouvert, fermé, élargi), il est de toute façon assez 
large pour laisser passer le cytochrome c. OPA1 pourrait donc agir, au niveau des jonctions 
des crêtes, comme une barrière de diffusion membranaire (Perkins et al., 2009).  
  
I-2-4-3- La phosphorylation oxydative  
 
Plusieurs études ont révélé l’importance des acteurs de la dynamique mitochondriale 
sur la phosphorylation oxydative. Ainsi, la perte de MFN2 entraîne une diminution de la 
respiration, la perte du potentiel de membrane mitochondrial, la baisse de la capacité 
respiratoire des complexes I, III et IV et une réduction de la quantité protéique des 
complexes I, II, III et V (Chen et al., 2005; Pich et al., 2005). À l’inverse, la surexpression de 
MFN2 conduit à une élévation du potentiel de membrane mitochondrial et à une 
augmentation de l’expression de certaines sous-unités des complexes I, IV et V de la chaîne 
respiratoire (Pich et al., 2005). 
De plus, une diminution de la protéine OPA1 dans des MEF entraîne une chute du 
potentiel de membrane mitochondrial, lié à une réduction sévère de la respiration avec une 
diminution de la consommation en oxygène conduite par les CI, III et IV (Chen et al., 2005). 
Récemment, des expériences menant à la perte de la protéine OPA1 dans les cellules Bêta 
du pancréas ont montré qu’elle provoquait une diminution de l’activité du complexe IV 
menant à une défaut de la production d’ATP (Zhang et al., 2011).  
 
Perturber la fusion mitochondriale altèrerait donc le métabolisme énergétique. 
Réciproquement, il a été proposé que les mitochondries filamenteuses seraient plus 
énergétiques (Skulachev, 2001). En accord avec cette hypothèse, une élongation 
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mitochondriale est observée dans les levures cultivées en milieu respiratoire c’est-à-dire qui 
favorise l’activité de la chaîne respiratoire (Jakobs et al., 2003). Lorsque l’on force la 
phosphorylation oxydative dans des cellules HeLa en les cultivant en présence de galactose, 
on augmente à la fois l’expression des complexes de la chaîne respiratoire et l’élongation 
des mitochondries (Rossignol et al., 2004). Récemment, l‘existence d’un processus 
d’hyperfilamentation mitochondriale en réponse à différents stress (SIMH) a été mis en 
évidence par l’équipe de JC Martinou (Tondera et al., 2009). La SIMH, qui dépend d’OPA1 et 
de MFN1, confèrerait une résistance accrue aux cellules face à un stress grâce à une 
élévation de la production en ATP. Cette élongation permettrait dans le cas d’un stress 
nutritionnel, d’augmenter la production d’ATP mitochondrial et ainsi de sauver des 
mitochondries de la mitophagie (Gomes et al., 2011). L’hyperfilamentation mitochondriale 
stimulerait la synthèse en ATP en augmentant la surface des crêtes et l’oligomérisation de 
l’ATPase. Là encore, cette élongation mitochondriale requiert la machinerie de fusion et 
nécessite de plus l’inactivation de DRP1.  
 
I-2-4-4- Contrôle qualité 
 
L’autophagie joue un rôle d’entretien de la cellule en maintenant un « contrôle 
qualité » par le renouvellement des organelles et en dégradant les agrégats protéiques. Elle 
permet la survie et l’adaptation de la cellule face à un stress (Mizushima, 2007). Chez les 
mammifères, les mitochondries endommagées sont dégradées selon le processus 
d’autophagie spécifique, la mitophagie (Kim et al., 2007).  
La fission des mitochondries est un élément clef du mécanisme d’autophagie. Elle 
permet d’isoler une partie endommagée du mitochondriome afin de la conduire à la 
dégradation. Lorsque la fission engendre une mitochondrie dépolarisée, celle-ci, qui est 
incapable de fusionner et qui présente une réduction de la quantité de la protéine OPA1,  est 
alors engagée dans un processus de mitophagie (Twig et al., 2008). La surexpression 
d’OPA1 qui élève la capacité des mitochondries à fusionner, ainsi que l’inactivation de FIS1 
et de DRP1 qui inhibe la fission, réduisent les niveaux de mitophagie. De plus, 
l’ubiquitinylation des mitofusines par la voie PINK1/Parkine mènerait à leur dégradation, 
rendant les mitochondries incompétentes pour fusionner, ce qui provoquerait la mitophagie 
(Tanaka et al., 2010).  
 
La fusion jouerait également un rôle important dans le contrôle qualité des 
mitochondries, en permettant le mélange du contenu d’une mitochondrie intacte avec une 
mitochondrie faiblement endommagée. Ainsi, cette coopération entre les mitochondries 
permettrait de complémenter les déficiences fonctionnelles de certaines d’entre elles en 
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restaurant des éléments manquants ou peu fonctionnels par échange de leur membrane et 
de leur contenu.  
 
I-2-4-5- La gestion du calcium 
 
Certains travaux ont montré que la dynamique mitochondriale influence l’homéostasie 
calcique.  
Ainsi, la surexpression de la protéine de fission hFIS1 dans des cellules HeLa allonge 
le temps nécessaire pour atteindre une concentration calcique mitochondriale comparable à 
celle des contrôles par l’entrée du calcium via la membrane plasmique. Le retard occasionné 
n’est pas dû à une diminution du potentiel de membrane mitochondrial qui aurait entraîné 
une diminution de la captation de calcium, mais plutôt à un problème d’éloignement des sites 
d’entrée du calcium extracellulaire. En effet, la surexpression de hFIS1 provoque un 
regroupement des mitochondries au niveau périnucléaire qui deviennent trop éloignées de la 
membrane plasmique pour permettre une captation calcique rapide (Frieden et al., 2004). 
De même, la surexpression de DRP1 dans des cellules HeLa ne perturbe pas le 
potentiel de membrane mitochondrial mais réduit la captation calcique mitochondriale à partir 
du réticulum endoplasmique (RE) et ce, en diminuant l’efficacité de diffusion du calcium 
intra-mitochondrial (Szabadkai et al., 2004). Cette diminution est liée à la fragmentation du 
réseau mitochondrial, au sein duquel la propagation calcique se fait de façon efficace 
(Szabadkai et al., 2004).  
L’équipe de L. Scorrano a montré qu’un enrichissement en MFN2 aux sites de 
contact entre le réticulum endoplasmique et les mitochondries permet la stabilité de 
microdomaines impliquant les deux organelles (de Brito and Scorrano, 2008). Leurs travaux 
montrent que dans des MEF invalidées pour MFN2, le réticulum endoplasmique est éloigné 
des mitochondries, réduisant ainsi leurs points de contact et d’échanges calciques. MFN2 
serait également impliquée indirectement dans la formation de microdomaines entre le 
réticulum endoplasmique et la membrane plasmique. En effet, MFN2 serait importante pour 
la formation des complexes de la protéine STIM1 localisée au réticulum endoplasmique et 
nécessaire à l’activation du canal CRAC à partir duquel le calcium extracellulaire rentre dans 
la cellule (Singaravelu et al., 2011). Ainsi, les mitochondries contrôleraient l’activité du canal 
CRAC grâce à MFN2 qui stabilise les microdomaines réticulum-membrane plasmique (Hoth 
et al., 2000; Hoth et al., 1997; Parekh, 2003, 2008).  
 
Si la dynamique mitochondriale influence l’homéostasie calcique, l’inverse est 
également vrai. Ainsi l’augmentation de la concentration en calcium cytosolique, via les 
stocks calciques du réticulum endoplasmique, provoque une fragmentation des 
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mitochondries (Hom et al., 2007). Cette fragmentation requiert la captation du calcium par la 
mitochondrie et les acteurs de fission DRP1 et FIS1. À des concentrations calciques 
cytosoliques physiologiques, la PKA inhibe l’activité de DRP1 par phosphorylation sur la 
sérine 637 (Chang and Blackstone, 2007a). À l’inverse, de fortes concentrations calciques 
sur de longues durées activent la calcineurine qui déphosphoryle DRP1 sur cette même 
sérine et mène à une fragmentation générale des mitochondries (Cereghetti et al., 2008). 
Ces effets opposés de la calcineurine et de la PKA permettent une adaptation de la 
morphologie des mitochondries en fonction de la durée et de la force de la vague calcique.  
 
La morphologie mitochondriale est également sous le contrôle du calcium par le biais 
de son action sur la mobilité mitochondriale. Miro, une protéine de transport des 
mitochondries sur les microtubules, influence la morphologie mitochondriale de manière 
‘DRP1-dépendante’ (Saotome et al., 2008). Lorsque cette protéine est surexprimée dans les 
cellules de la lignée H9c2, les mitochondries s’allongent par inhibition de la fission 
dépendante de DRP1. Cette protéine motrice est elle-même sous l’influence du calcium. En 
effet, à de faibles concentrations calciques, les protéines Miro facilitent le transport des 
mitochondries et inhibent la fission. Au contraire, à de fortes concentrations calciques, la 
liaison du calcium à Miro inhibe la mobilité des mitochondries et les fissionne via DRP1. Ce 
qui permettrait le positionnement des organelles à proximité des sources calciques et 
augmenterait ainsi le tampon calcique et la production d’ATP à des sites en forte activité 
(Brough et al., 2005; Hoth et al., 2000; Jouaville et al., 1995; Malli et al., 2003; Park et al., 
2001; Quintana et al., 2006; Rintoul et al., 2003; Yi et al., 2004). 
 
I-2-5- Les maladies associées 
 
L’importance fonctionnelle de la dynamique mitochondriale est mise en évidence par 
son implication dans des maladies neurodégénératives. De façon surprenante, alors que la 
dynamique mitochondriale est à l’œuvre dans tous les types cellulaires, à l’heure actuelle les 
seules pathologies liées à des mutations d’acteurs qui contrôlent ce processus provoquent 
des atteintes neuronales.  
Ainsi, des mutations des deux protéines fusogènes MFN2 et OPA1 provoquent 
respectivement la maladie de Charcot Marie Tooth de type 2A (CMT2A) et l’Atrophie Optique 
Dominante de type 1 (ADOA-1). Une forme 4A de la maladie de Charcot Marie Tooth est, 
elle, due à une mutation d’un acteur de la fission : GDAP1 (Baxter et al., 2002; Cuesta et al., 
2002; Pedrola et al., 2005). Signalons que des mutations de GDAP1 ont également été 
retrouvées chez des patients atteints de CMT2A (Cassereau et al., 2009). 
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Une mutation de la protéine DRP1 est responsable d’une neuropathie associée à de 
multiples autres syndromes (concentrations élevées en lactate dans le sang et dans le 
liquide céphalo-rachidien, problèmes de développement cérébral, atrophie du nerf optique) 
chez une petite fille décédée 37 jours après sa naissance (Waterham et al., 2007).  
Les maladies de la CMT2-A et l’ADOA-1 étant à ce jour les mieux caractérisées, nous 
les présentons plus en détail.  
 
La maladie de Charcot-Marie-Tooth de type de 2A (CMT2A) fait partie du groupe des 
neuropathies héréditaires motrices et sensitives les plus courantes (1 personne sur 2500). 
La CMT2A est une forme axonale à transmission autosomique dominante des CMT (Cartoni 
and Martinou, 2009; Zuchner et al., 2004) due majoritairement à une soixantaine de 
mutations du gène codant pour la MFN2. Une famille possédant une mutation de KIF1B, un 
moteur des microtubules, est également atteinte de CMT2A (Zhao et al., 2001) et ce, par 
une altération du transport des vésicules synaptiques et des mitochondries. Néanmoins, la 
majeure partie des cas est due à une mutation du gène MFN2. Cette maladie conduit à une 
atteinte progressive des nerfs périphériques et s’accompagne d’une amyotrophie distale 
généralement des membres inférieurs. La transmission autosomique dominante suggère que 
les mutations du gène MFN2 entraînent soit un effet d’haploinsuffisance, soit de dominance 
négativité. Le travail de Verhoeven sur plus de 300 malades atteints de la CMT2A, montre 
que la plupart des mutations du gène MFN2 sont des mutations faux-sens. Une trentaine de 
mutations du gène MFN2 ont été répertoriées et sont principalement situées à proximité ou 
dans le domaine GTPase et les domaines coiled-coil (Verhoeven et al., 2006). La 
surexpression des différents mutants du gène MFN2 dans des MEF entraîne pour la majeure 
partie des mutations, l’abolition de la fusion et l’agrégation des mitochondries au niveau 
périnucléaire (Baloh et al., 2007; Detmer and Chan, 2007).  
 
L’Atrophie Optique Autosomique Dominante (ADOA) est une maladie caractérisée 
par la dégénérescence spécifique des cellules ganglionnaires de la rétine entraînant la perte 
des axones qui constituent le nerf optique (Carelli et al., 2009). Les symptômes de la 
maladie apparaissent généralement précocément durant les premières années d’existence 
des patients. L’ADOA présente une grande variabilité intra- et interfamiliale. Cependant, la 
vision de la plupart des patients se dégrade en fin de vie et près de la moitié deviennent 
aveugles (Cohn et al., 2008; Cohn et al., 2007; Kjer et al., 1996; Votruba et al., 1998). La 
plupart des patients (50-60%) possèdent une mutation du gène OPA1. Il existe cependant 
une atrophie optique accompagnée d’une cataracte prématurée héréditaire (ADOAC) dues à 
une mutation dans le gène OPA3 localisé sur le chromosome 19 qui code pour une protéine 
ubiquitaire dont la fonction n’est pas encore caractérisée (Reynier et al., 2004).  
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Plus de 200 mutations ont été identifiées à ce jour dans le gène OPA1 (eOPA1 
database). Elles sont, pour une grande majorité, situées dans le domaine GTPase (Exons8-
15) et dans la région centrale (Exons16-23), et correspondent à des substitutions de base 
(69%), des délétions (26%) ou des insertions (5%) (Ferre et al., 2005; Ferre et al., 2009). 
Une grande partie des mutations génère un codon stop précoce conduisant à une protéine 
tronquée et, par voie de conséquence, à un phénomène d’haploinsuffisance puisque seul 
l’allèle sauvage peut coder pour des protéines fonctionnelles (Pesch et al., 2001; Schimpf et 
al., 2006; Zanna et al., 2008). Cependant, 30% des patients possèdent une mutation faux-
sens localisée dans le domaine catalytique GTPase qui serait susceptible d’avoir un effet 
dominant négatif (Amati-Bonneau et al., 2008; Ferraris et al., 2008; Hudson et al., 2008; Yu-
Wai-Man et al., 2010). 
Alors que l’on pensait au moment de sa découverte que les mutations d’OPA1 
n’affectaient que les cellules ganglionnaires de la rétine, plus de 20% des cas ADOA-1 sont 
à l’heure actuelle des formes syndromiques (Amati-Bonneau et al., 2005; Amati-Bonneau et 
al., 2003; Liguori et al., 2008; Payne et al., 2004; Shimizu et al., 2003). Outre le nerf optique, 
certains patients sont atteints de pertes auditives, d’ataxie, de myopathie et de neuropathies 
périphériques (Mackey and Trounce, 2010; Schaaf et al., 2011; Spinazzi et al., 2008; 
Zeviani, 2008). Une mutation faux-sens dans le domaine GTPase d’OPA1 augmenterait par 
3 le risque de développer une forme syndromique. Alors que l’effet des mutations 
pathogènes sur le nombre de copies du génome mitochondrial reste controversé (Kim et al., 
2005; Zanna et al., 2008), les mutations d’OPA1 responsables de formes syndromiques de 
l’ADOA1 provoquent l’accumulation de délétions d’ADNmt au niveau des muscles 
squelettiques (Amati-Bonneau et al., 2008; Hudson et al., 2008; Lodi et al., 2011).  
Certaines mutations de la protéine OPA1 provoquent chez des patients atteints 
d’ADOA-1 un défaut de synthèse de la phosphocréatine après un exercice et une réduction 
du niveau d’ATP in vivo (Lodi et al., 2004; Lodi et al., 2011). Certains patients présentent 
également une réduction de l’activité du complexe IV et une augmentation de celle du 
complexe V sans pour autant perturber la production en ATP (Chevrollier et al., 2008). 
D’autres études montrent dans des fibroblastes de patients une réduction de la production 
d’ATP conduite par le complexe I (Zanna et al., 2008). Cependant, des études effectuées sur 
des lymphocytes ou des biopsies musculaires de patients ne montrent aucun effet sur la 
phosphorylation oxydative (Mayorov et al., 2008; Spinazzi et al., 2008). L’altération de la 
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I-2-6- Modèles animaux de dysfonctions de la dynamique mitochondriale 
  
 La dernière décennie a vu l’apparition de modèles génétiques qui ont permis une 
approche plus intégrée de la dynamique mitochondriale et qui ont ainsi mis en évidence la 
nécessité de ce processus pour le développement et la vie des organismes mammifères. Il 
existe des modèles murins transgéniques pour l’acteur de fission DRP1 et pour les acteurs 
de fusion MFN1 et 2 et OPA1.  
 
L’équipe de K. Mihara a créé un modèle de souris transgénique pour le gène DRP1. 
Ce gène a été délété de l’exon 2 qui code une partie du site de liaison au GTP (Ishihara et 
al., 2009). Cette délétion est létale à l’état homozygote au stade embryonnaire entre les 
stades E10,5 et E12,5. Entre les stades E9,5 et 11,5, les embryons Drp1-/- sont plus petits, 
leur cœur est moins développé, le foie est atrophié et le tube neural est plus fin. Les lignées 
de cellules souches embryonnaires en dérivant présentent des mitochondries agrégées qui 
possèdent une morphologie tubulaire avec des crêtes mitochondriales qui semblent intactes. 
L’expression des Mitofusines est diminuée et le processing d’OPA1 est augmenté dans des 
lignées MEF Drp1-/-; ce qui pourrait traduire la mise en place d’un processus de 
compensation de la cellule par une diminution de l’activité de fusion mitochondriale. Les 
souris mutantes ne présentent pas d’augmentation de l’autophagie et le potentiel de 
membrane mitochondrial est comparable à celui des embryons sauvages. La respiration 
n’est pas affectée. L’ADN mitochondrial ne montre pas non plus de défaut. Par contre, les 
souris dépourvues de DRP1 présentent une élévation de l’apoptose dans le cerveau en 
formation mais pas dans les autres tissus. DRP1 semble indispensable au bon 
développement cérébral. En effet, outre l’accroissement du taux d’apoptose, les neurones 
Drp1-/- présentent une diminution du nombre de synapses et des neurites. Ce modèle murin 
a donc permis de mettre en évidence le rôle majeur de DRP1 dans le développement du 
tissu nerveux.  
Une autre souris invalidée pour le gène Drp1 au niveau du domaine GTPase, a été 
réalisée pour l’équipe de H. Sesaki (Wakabayashi et al., 2009). Comme la précédente, cette 
mutation est létale à l’état homozygote au stade embryonnaire E11,5. La mort est provoquée 
d’une part par un défaut de développement du placenta dont la mise en place nécessite 
DRP1, et d’autre part, par une insuffisance cardiaque. Les lignées MEF en découlant, 
présentent des défauts de division des mitochondries et des péroxysomes, et un réseau 
mitochondrial allongé et interconnecté. En revanche, les crêtes mitochondriales ont une 
organisation normale et la quantité d’ATP est identique aux contrôles. Les quantités des 
Mitofusines 1 et 2 sont réduites de 50% alors que celles d’OPA1 et de FIS1 sont inchangées. 
Une augmentation de l’apoptose se produit dans les tubes neuraux aux stades E9,5 et 10,5 
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dans les embryons Drp1-/-, mais pas, en revanche, dans les MEF Drp1-/-. Pour approfondir 
la compréhension du rôle de DRP1 dans le cerveau, cette équipe a ensuite produit une 
lignée de souris invalidée pour le gène DRP1 spécifiquement dans les neurones. Ces souris 
meurent quelques heures après la naissance et présentent une réduction du volume du 
cervelet qui serait due à une diminution de la prolifération des cellules de Purkinje et non pas 
une augmentation de l’apoptose. 
 
L’équipe de David C Chan (Chen et al., 2003) a obtenu des souris transgéniques 
dans lesquelles l’invalidation des gènes MFN1 et 2 est due à l’excision d’un exon intervenant 
dans le domaine GTPase, ce qui empêche la formation de protéines fonctionnelles (Chen et 
al., 2003; Chen et al., 2007). Leurs premières études montrent également que la perte totale 
de fonction d’acteurs de la dynamique mitochondriale provoque la mort des embryons au 
stade E11,5 de développement. MFN1 et 2 ont des rôles partiellement redondants au niveau 
du développement du placenta (Chen et al., 2003; Chen et al., 2007). En effet, lorsque 
l’invalidation des MFN1 et 2 est réalisée dans les seules cellules embryonnaires mais pas 
dans les cellules constituant le placenta, une fraction importante des souris Mfn2-/- meurent 
après la naissance et les souris Mfn1-/- sont viables (Chen et al., 2007). 
Afin de pouvoir étudier l’importance des Mitofusines sur le développement au-delà 
des stades embryonnaires létaux, les auteurs ont obtenu des souris transgéniques 
conditionnelles dans lesquelles l’invalidation des gènes MFN1 et 2 seulement dans 
l’embryon est obtenue au stade E7. Les souris conditionnelles MFN1 ne présentent pas de 
défaut particulier. En revanche, les souris conditionnelles MFN2 présentent des altérations 
dans le développement et le maintien de la structure cérébelleuse. Le volume global du 
cervelet est réduit à partir du stade post-natal P7, la structure lobée étant maintenue ainsi 
que l’organisation des différentes couches. Ainsi, l’altération engendrée par la perte de la 
protéine MFN2 ne provoque pas un défaut des mécanismes de mise en place du cervelet, 
mais induit la mort principalement des cellules de Purkinje. 
Les cellules de Purkinje du cervelet requièrent MFN2 pour l’extension des dendrites, 
la mise en place de nouvelles épines dendritiques et leur survie. Les mitochondries de ces 
cellules cérébelleuses des souris dépourvues de la protéine MFN2 s’agrègent dans la région 
périnucléaire. D’autre part, la chaîne de transport des électrons est perturbée en raison 
d’une diminution de l’activité du complexe IV. Une petite proportion des mitochondries des 
muscles des souris MFN2-/- présentent des mutations de l’ADN mitochondrial. Cette perte de 
l’ADN mitochondrial est étendue à toutes les mitochondries dans des souris doubles 
mutantes MFN1-/-, MFN2-/- dont les muscles montrent à la fois une augmentation du nombre 
de mutations et du nombre de délétions par paire de bases d’ADNmt (Chen et al., 2010).  
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Deux modèles murins d’haploinsuffisance de la pathologie ADOA-1 présentent une 
dégénérescence des cellules ganglionnaires de la rétine retrouvée chez les patients mais à 
des stades plus précoces. En effet, les souris développent au cours de leur vie des 
altérations des cellules ganglionnaires de la rétine. L’équipe de Wissinger a obtenu une 
souris mutante au niveau d’un site d’épissage (c.1065+5G>A) du gène Opa1, mutation 
existant chez des patients (Alavi et al., 2007). Cette mutation provoque un saut de l’exon 10 
durant la transcription qui génère une délétion de 27 acides aminés dans le domaine 
GTPase et mène à l’instabilité de la protéine mutante ne laissant que 50% de la protéine 
sauvage. Les souris homozygotes pour cette mutation montrent un retard de développement 
à E8,5 et les embryons meurent avant d’atteindre le stade embryonnaire E12,5. À 8 mois, les 
souris hétérozygotes OPA1+/- présentent des mitochondries fragmentées et des crêtes 
mitochondriales déstructurées dans les axones des nerfs optiques. Les souris hétérozygotes 
présentent une dégénérescence des cellules ganglionnaires de la rétine qui débute à 13 
mois et qui est massive à 17 mois. Des défauts électrophysiologiques visualisés par l’étude 
des potentiels visuels évoqués ne sont détectés qu’à partir de 20 mois. Les cellules 
ganglionnaires de la rétine dégénèrent à partir du soma et la dégénérescence s’étend à 
l’axone.   
Le second modèle d’haploinsuffisance de la pathologie ADOA-1 est une souris 
transgénique possédant une mutation non sens (Q285X) qui provoque la troncation de la 
partie de la protéine située au début du domaine GTPase et codée par l’exon 8 (Davies et 
al., 2007). Cette mutation entraine également l’instabilité de la protéine. Les embryons 
homozygotes présentent au stade E9,5 un retard de croissance et meurent au stade E13,5. 
En revanche, les souris hétérozygotes sont viables et fertiles. Les explants de muscles des 
souris Opa1+/- montrent une augmentation des mitochondries fragmentées. La 
dégénérescence des cellules ganglionnaires de la rétine débute tardivement au stade adulte 
vers 9 mois et atteint son maximum à 24 mois. À ce stade, le nombre d’autophagosomes est 
augmenté dans les souris mutées alors qu’il diminue avec l’âge dans les souris contrôles en 
accord avec la bibliographie (Del Roso et al., 2003). L’autophagie pourrait donc être une 
cause éventuelle de la dégénérescence des cellules ganglionnaires de la rétine. 
L’autophagie est un processus particulièrement important pour les cellules quiescentes 
comme les neurones (Hara et al., 2006). L’étude de coupes organotypiques de rétine révèle 
une atrophie de l’arborescence dendritique dès 10 mois des cellules ganglionnaires de la 
rétine de souris hétérozygotes mutantes alors que les effets cliniques ne se déclarent qu’à 
partir du 12e mois. La dendropathie touche spécifiquement les neurones ON de la sublamina 
b qui connectent directement le thalamus et ne touche pas les neurones OFF de la 
sublamina a connectés au cortex. La sublamina b de la couche interne plexiforme demande 
plus d’énergie et fonctionne via des synapses glutamatergiques des neurones bipolaires. 
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Illustration 14: Les neurones, cellules hautement asymétriques et polarisées  
A: Illustrations de différents de types de neurones: a) reproduction d’e dessine de neurones de 
cortex cérébral par R. y Cajal, 1906; b) image de neurone cortical murin en culture primaire 
observée en microscopie de fluorescence après transfection de la GFP (Miquel et al., non publié; c)  
image de neurones corticaux murins en culture primaire après immunodétection de la protéine Map2 
(rouge) et des mitochondries (vert) (Bertholet etal., non publié). 
B: Synapse chimique: représentation schématique de la fonction des compartiments neuronaux 
dans la transmission de l’information par les neurotransmetteurs (tiré de documents de cours El 
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Alors que la sublamina a est en contact avec les cellules amacrines GABAergiques et les 
cellules bipolaires glutamatergiques. Les synapses GABAergiques sont moins demandeuses 
en énergie et agissent à une différence de potentiel proche de l’équilibre du chlore (Mattson 
and Magnus, 2006). Ce qui expliquerait que les neurones de la sublamina b soient plus 
touchés étant plus sensibles à un défaut énergétique. 
 
Des modèles invertébrés d’inactivation d’OPA1 ont également été développés. Les 
mutations de la protéine eat-3 , homologue d’OPA1 chez Caenorhabditis elegans, 
provoquent une fragmentation des mitochondries et une hypersensibilité au stress oxydant 
sans augmentation de la mort cellulaire (Kanazawa et al., 2008). Chez la drosophile, la 
mutation d’OPA1 à l’état homozygote est létale au stade embryonnaire. Les mutants ont des 
yeux rugueux ou luisants dans des clones somatiques. Les yeux rugueux sont dus à une 
augmentation de l’apoptose, alors que les yeux luisants sont dus à une perte beaucoup plus 
tardive des cellules de cônes et de pigments sous l’action d’un stress oxydant (Yarosh et al., 
2008). Des mutations du gène OPA1 à l’état hétérozygote chez la drosophile, provoquent : i) 
une augmentation de la production des EAOs, une sensibilité au stress oxydant, des défauts 
dans l’activité des complexes de la chaîne respiratoire, ii) une morphologie mitochondriale 
aberrante dans le cœur et le muscle squelettique, iii) des dysfonctions de la vision 
restaurées par des traitements antioxydants et un raccourcissement de la durée de vie des 
mouches (Shahrestani et al., 2009; Tang et al., 2009).  
 
Ces différents modèles transgéniques ont permis de mettre en évidence l’aspect 
essentiel des fonctions des acteurs qui contrôlent la dynamique mitochondriale au cours du 
développement et ont confirmé l’importance de ce processus au sein des neurones.  
  
II. LES NEURONES : SYNAPSES ET MALADIES NEURODEGENERATIVES 
 
Les neurones, structures hautement spécialisées sont des cellules excitables 
composant l’unité fonctionnelle de base du tissu nerveux. Leur propriété d’excitabilité 
membranaire leur confère la capacité de répondre à des stimulations électriques et de 
propager une information électrique (voir illustration 14). 
 
Les synapses sont des petites structures de moins de 1µm de diamètre, au nombre 
de 1015 dans le cerveau humain adulte, qui jouent un rôle crucial dans la communication 
entre les neurones. On ne parlera ici que des synapses chimiques qui utilisent des 
neurotransmetteurs (Illustrations 15). Les contacts synaptiques sans continuité physique 
sont le résultat de l’apposition d’une terminaison pré-synaptique du neurone en amont et 
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Densité  
post-synaptique 
Illustration 15: La synapse  
A: Représentation schématique d’une synapse. Le neurotransmetteur (NT, rouge) est stocké dans 
des vésicules synaptiques localisées à proximité de la membrane synaptique. Les NT sont libérés 
dans la fente synaptique à la suite d’une dépolarisation et viennent se fixer à leurs récepteurs 
transmembranaires localisés dans la membrane post-synaptique. Cette liaison active les 
récepteurs qui assurent alors la transmission du message (tiré de Molinari & Munnich, 2003). 
B: Représentation schématique de la structure d’une synapse asymétrique (tirés de 
www.synapse.bu.edu) 
C, D: Images en microscopie électronique de synapses de système nerveux central de rat (Vergé 
et al., non publié).  
C, La flèche rouge représente une synapse axo-dendritique asymétrique (type I de Gray) dans 
l’hippocampe, avec une densité post-synaptique prononcée (*), et des vésicules sphériques (S).  
D, La flèche rouge représente une synapse symétrique (type II de Gray) dans l’hippocampe, avec 
une très fine densité post-synaptique (*), et des vésicules ovoïdes et irrégulières (O). 
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d’un élément post-synaptique situé au niveau du compartiment dendritique du neurone cible. 
La terminaison ou élément pré-synaptique contient des organites de petite taille appelés 
vésicules synaptiques qui sont remplies de molécules signal ou neurotransmetteurs. Les 
neurotransmetteurs sont sécrétés dans l’espace extracellulaire ou fente synaptique après 
une entrée massive de calcium intracellulaire par l’ouverture de canaux calciques voltage-
dépendants du fait de la propagation d’un courant électrique le long de l’axone. Les 
neurotransmetteurs diffusent dans la fente synaptique et se fixent sur des récepteurs 
spécifiques de la membrane du neurone post-synaptique. La liaison de neurotransmetteurs à 
un récepteur provoque l’ouverture de canaux ioniques qui modifie la capacité des ions à 
entrer dans le neurone post-synaptique. Ceci entraîne la création de potentiels post-
synaptiques traduisant un message électrique d’un neurone à l’autre. Les 
neurotransmetteurs doivent ensuite disparaître de l’espace inter-synaptique pour permettre 
l’arrêt du signal, soit par dégradation locale ou recapture des neurotransmetteurs par des 
transporteurs membranaires.  
C’est donc le passage d’un signal électrique d’un neurone à un autre par le biais 
d’une communication chimique que l’on nomme la transmission synaptique. Elle est assurée 
principalement par (1) les synapses glutamatergiques, dites asymétriques du fait de 
l’existence d’une zone dense aux électrons en microscopie électronique  plus élevée en 
post-synaptique (PSD), qui ont pour neurotransmetteur le glutamate (Illustration 15 C) et (2) 
des synapses GABAergiques dites symétriques associées au neurotransmetteur GABA 
(Illustration 15 D).  
Outre celui des cellules gliales dans la régulation de la transmission, nous passerons 
sous silence le rôle et le mode de fonctionnement des neurotransmetteurs dits modulateurs, 
ainsi que la signalisation peptidergique et cannabinoïde.  
En revanche, nous reviendrons brièvement sur un autre mode de communication 
« trans-synaptique » faisant communiquer de façon « rétrograde » les éléments du 
compartiment post-synaptique et ceux du compartiment pré-synaptique. 
 
II-1- Transmission glutamatergique (Illustration 16 A) 
 
Le glutamate est le neurotransmetteur excitateur majoritaire du SNC, présent dans 
plus de la moitié des synapses cérébrales. Le glutamate appartient à la classe des acides 
aminés et est synthétisé à partir de la glutamine gliale par la glutaminase, une enzyme 
mitochondriale et par la transamination de l’alpha-cétoglutarate, un intermédiaire 
biochimique du cycle de Krebs. Une fois synthétisé dans la mitochondrie, le glutamate est 
stocké dans les vésicules synaptiques par l’intermédiaire de transporteurs membranaires 
(vGLUT1, 2 ou 3). Les deux principaux types de récepteurs du glutamate se répartissent en 
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Illustration 16: Synapses glutamatergique (A) et GABAergique (B) (Gielen et al., 
2010). 
Pour plus de détails, voir le texte 
A 
B 
  91 
récepteurs ionotropiques, dont l’ouverture induit une dépolarisation membranaire à l’origine 
de potentiels post-synaptiques excitateurs, et de récepteurs métabotropiques intervenant 
dans la modulation de la transmission synaptique de type glutamatergique. La recapture du 
glutamate est réalisée par les transporteurs EAAT (Excitatory Amino Acid Transporter). 
 
II-1-1- Les récepteurs métabotropiques du glutamate  
 
Les récepteurs métabotropiques du glutamate (mGluR) sont des protéines 
transmembranaires, à sept segments hydrophobes, couplées aux protéines G 
hétérotrimériques (RCPG). Les mGluR sont classés en trois groupes en fonction de leur 
identité de séquence, de leurs caractéristiques pharmacologiques et de la voie de 
transduction à laquelle ils sont couplés. Le groupe 1, essentiellement localisé au niveau 
post-synaptique (mGluR1/5) active la phospholipase C via des protéines G de type Gq. Le 
groupe 2 (mGluR2/3) et le groupe 3 (mGluR4, mGluR6-8) pré-synaptiques, sont couplés 
négativement à l'adénylate cyclase via une protéine G de type Gi/Go et modulent la 
libération des neurotransmetteurs. Fonctionnellement, les mGluR, post-synaptiques ou pré-
synaptiques, participent à physiologie neuronale et à la régulation de la transmission 
synaptique par le biais de divers effecteurs comme la protéine kinase C (PKC), les 
récepteurs à l'inositol tri-phosphate ou des canaux ioniques membranaires (Coutinho and 
Knopfel, 2002; Paoletti, 2011).  
 
II-1-2- Les récepteurs ionotropiques du glutamate  
 
Les récepteurs ionotropiques du glutamate (iGluR) forment une famille de récepteurs 
canaux transmembranaires classés en fonction de leurs caractéristiques pharmacologiques 
et structurales. Il existe 3 familles de récepteurs nommés en fonction de leurs agonistes 
sélectifs de synthèse, le récepteur N-méthyl-D-aspartate, NMDA, le récepteur alpha-amino-
3-hydroxy-5méthyl-4-isoxazolepropionate, AMPA, et le récepteur kaïnate. Ces récepteurs 
canaux sont composés de l’association tétramérique de sous-unités protéiques dont le grand 
répertoire offre un grand nombre d’isoformes de récepteurs. Ces canaux permettent 
principalement le passage de cations de façon non sélective, principalement de cations 
sodiques et potassiques et de faibles quantités d’ions calcium (Burnashev, 1996; Magleby, 
2004). Malgré leur diversité phylogénétique, toutes les sous-unités des iGluR partagent une 
structure commune. Chaque sous-unité possède un site de fixation pour l'agoniste, une 
partie du pore, et un domaine C-terminal cytosolique qui permet des interactions avec des 
protéines partenaires. On retrouve ces récepteurs canaux principalement au niveau de 
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l’élément post-synaptique ancrés dans la PSD, l’échafaudage mutiprotéique étant couplé au 
cytosquelette. 
 
-Les récepteurs NMDA (NMDAR) :  
Les NMDAR sont constitués des sous-unités GluN1, GluN2 et, de découverte plus 
récente, GluN3 (anciennement NR1, NR2A à D et NR3A/B) qui s’assemblent généralement 
de manière hétérotétramérique. Les GluN1 sont codés par un seul gène qui génère huit 
variants d’épissage ; les 4 GluN2 sont codés par 4 gènes distincts et les GluN3 par deux 
gènes différents. La grande variété de sous-unités et de combinaisons d’assemblage génère 
une multiplicité de récepteurs NMDA fonctionnellement différents (Paoletti, 2011). Bien 
qu’ubiquitaires, la localisation cérébrale des NMDAR varie selon le stade de développement. 
De façon générale, ils sont localisés principalement au niveau post-synaptique ancré à la 
PSD mais on les retrouve aussi au niveau peri-synaptique, en extra-synaptique et dans des 
sites pré-synaptiques où ils influencent la libération des neurotransmetteurs (Bidoret et al., 
2009; Brickley et al., 2003; Harris and Pettit, 2007; Petralia et al., 2010; Thomas et al., 2006). 
Les NMDAR sont présents sur les neurones mais également sur les cellules gliales dont les 
prolongements des oligodendrocytes responsables de la myélinisation. Qu'ils soient pré- ou 
post-synaptiques, les récepteurs NMDA participent à l'intégration du signal excitateur. Le 
fonctionnement du récepteur NMDA nécessite que les 4 sites agonistes situés sur les sous-
unités GluN2/NR2 soient occupés par le glutamate. Son activation requiert également la 
présence du co-agoniste glycine (ou D-serine) dont le site de fixation est localisé sur la sous-
unité GluN1/NR1. Les NMDAR montrent des cinétiques d’activation et de déactivation 
particulièrement lentes par rapport aux autres récepteurs du glutamate de type kaïnate et 
AMPAR. Au potentiel de repos du neurone, la liaison du glutamate sur le récepteur de type 
NMDA ne suffit pas pour permettre l'entrée d'ion par le canal. Une dépolarisation de la 
membrane plasmique aux alentours de -40 mV, induite notamment par les récepteurs 
AMPA, permet la levée du blocage voltage-dépendant du canal par l'ion magnésium (Nowak 
et al., 1984). Cette propriété place les récepteurs NMDAR au centre de la potentialisation à 
long terme (Harris et al., 1984).  
 
-Les récepteurs AMPA (AMPAR):  
Les sous-unités des récepteurs AMPAR (classiquement dénommées de GluR1 à 4, 
modifiées en GluA1 à 4) sont codées par quatre gènes et forment des homomères ou des 
hétéromères (Santos et al., 2009). Les AMPAR, qui possèdent des cinétiques d’activation et 
de déactivation rapides, sont les acteurs majeurs de la transmission synaptique rapide. De 
plus, dans des conditions physiologiques, les AMPAR sont des entités mobiles qui se 
déplacent constamment entre les synapses et les différents stocks pour permettre un 
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nombre constant d’AMPAR aux synapses (Choquet and Triller, 2003; Triller and Choquet, 
2008). Les AMPAR sont recrutés au cours de l’activité synaptique, à partir d’un stock 
vésiculaire intracellulaire par exocytose ou par diffusion latérale de sites extra-synaptiques. 
Le nombre de récepteurs de type AMPA présents dans la densité post-synaptique détermine 
en partie le poids de la transmission synaptique. L'insertion des AMPAR dans la PSD est un 
des mécanismes de la potentialisation à long terme (Shi et al., 1999). Les AMPAR ne sont 
pas seulement post-synaptiques, ces récepteurs régulent la libération de neurotransmetteurs 
au niveau des terminaisons GABAergiques (Bureau and Mulle, 1998). Ainsi, comme les 
récepteurs de type NMDA, la distribution subcellulaire et les interactions protéiques des 
récepteurs de type AMPA sont des éléments essentiels pour la régulation fine de la 
transmission synaptique par le glutamate. Enfin, il faut noter que les AMPAR sont le plus 
souvent fonctionnellement associés à des Transmembrane AMPA receptor Regulatory 
Proteins (TARP) qui se comportent comme des sous-unités auxiliaires jouant un rôle 
important dans la régulation et l’adressage de ces récepteurs. Les récepteurs ionotropiques 
du glutamate ayant des structures proches, il est de plus en plus probable que de telles 
protéines auxiliaires modulent le fonctionnement de la plupart d’entre eux, rendant ainsi 
encore plus complexes leurs mécanismes de régulation (Jackson and Nicoll, 2011). 
 
-Les récepteurs de type kaïnate :  
Les récepteurs kaïnate sont des homomères ou des hétéromères composés des 
sous-unités GluR5 à 7 et de KA1/KA2. Ces récepteurs permettent le passage des ions 
sodium et potassium et pour certains des ions calcium. Ils sont distribués dans tout le 
cerveau et jouent essentiellement le rôle de modulateurs de la transmission synaptique et de 
l’excitabilité neuronale. Cette classe de récepteur intervient dans la régulation de l’activité 
des réseaux synaptiques en facilitant la dépolarisation des éléments post-synaptiques, la 
modulation de la transmission excitatrice et inhibitrice en facilitant la libération des 
neurotransmetteurs, l’affinement de la force synaptique au cours du développement et la 
potentialisation de l’excitabilité neuronale. Ils influencent aussi l’équilibre entre l’excitation et 
l’inhibition dans les réseaux neuronaux (Contractor et al., 2011; Contractor et al., 2001; Mulle 
et al., 2000; Rodriguez-Moreno et al., 1997; Schmitz et al., 2000).  
 
II-2- Transmission GABAergique (Illustration 16 B) 
 
Le GABA ou acide gamma-aminobutyrique est le neurotransmetteur inhibiteur 
majoritaire du SNC. Le GABA serait impliqué dans au moins 30% des synapses du cerveau. 
Le GABA est synthétisé dans le cytoplasme à partir du glutamate par décarboxylation grâce 
aux enzymes GAD-65 et 67 (Glutamate-décarboxylase). La GAD-65 possède une 
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localisation principalement axonale notamment au niveau des terminaisons nerveuses, 
contrairement à GAD-67 dont la distribution est plus large. Une fois synthétisé, le GABA est 
stocké dans les vésicules pré-synaptiques par l’intermédiaire du transporteur VGAT (McIntire 
et al., 1997). Deux classes de récepteurs permettent la transduction du signal GABA : les 
récepteurs métabotropiques GABA-B et les récepteurs ionotropiques GABA-A qui sont 
perméables aux ions chlores. Une troisième classe de récepteurs GABA, insensibles au 
baclofen et à la bicuculline, pourrait constituer une population minoritaire, GABAC, 
apparemment restreinte à une sous-population de neurones rétiniens (Bormann, 2000). Le 
GABA est recapté par les transporteurs GAT1 à GAT4, neuronaux, mais également gliaux. 
Une précision intéressante au regard de notre étude est que la signalisation GABA 
dans le néocortex représente une forme précoce de communication neurale, qui précède et 
promeut la formation des synapses glutamatergiques (Ben-Ari and Spitzer, 2004; Hennou et 
al., 2002; Tyzio et al., 1999). 
 
II-2-1- Les récepteurs métabotropiques GABA-B 
 
Les récepteurs GABA-B sont localisés au niveau des éléments pré- et post-
synaptiques. Les récepteurs post-synaptiques sont couplés majoritairement à des canaux 
potassiques qui favorisent l’efflux d’ions potassium et entraînent une hyperpolarisation des 
neurones post-synaptiques (McCormick, 1989). La population pré-synaptique est 
préférentiellement associée à des canaux calciques et bloque l’entrée du calcium via 
l’activation de l’adénylate cyclase et régule l’exocytose des neurotransmetteurs (Strock and 
Diverse-Pierluissi, 2004). 
 
II-2-2- Les récepteurs ionotropiques GABA-A 
 
Les récepteurs ionotropiques GABA-A sont des canaux perméables aux ions chlores. 
Les récepteurs GABA-A sont des canaux chloriques hétéropentamériques composés de 19 
classes de sous-unités, chacune encodée par un gène propre, groupées en 8 sous-classes 
en fonction de l’identité de séquence : α1-6, β1-3, γ1-3, δ, ε, θ, π, ρ1-3 ; dont les différentes 
combinaisons, auxquelles s’ajoutent les variants d’épissage, génèrent des sous-types de 
récepteurs fonctionnellement distincts (Luscher et al., 2011; Michels and Moss, 2007). Les 
récepteurs GABA-A sont principalement composés de 2 sous-unités alpha, 2 sous-unités 
beta et la sous-unité gamma2. Dans le cerveau mature, les GABA-A sont principalement 
localisés au niveau post-synaptique et au niveau extra-synaptique. Les récepteurs sont 
ancrés au niveau post-synaptique entre autres grâce à une protéine d’échafaudage, la 
Géphyrine  (Tretter et al., 2008). Il est à noter que la régulation de la transmission synaptique 
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Illustration 17: Synaptogenèse et maturation neuronale (tiré de Bourgeois et al., 
2005). 
 Représentation schématique des synapses immatures et matures.  
A: La protosynapse est une des formes intermédiaires, immatures et labiles, de la synapse. Au 
début de la synaptogenèse, les filopodiums axonaux et dendritiques, très riches en 
cytosquelette d’actine, sont très mobiles et explorent, palpent leur environnement tissulaire 
jusqu’à la rencontre d’un partenaire neuronal cytocompatible. Lorsque cela arrive, la 
protosynapse se stabilise et s’agrandit en 45 à 60 minutes, par assemblage de nombreuses 
molécules d’adhérence intercellulaire, de récepteurs ionotropiques et métabotropiques, de 
multiples canaux ioniques, et par échanges de facteurs trophiques diffusibles.  
B: La synapse mature est formée de deux domaines neuronaux pré- et postsynaptiques 
séparés par l’espace extracellulaire de la fente synaptique. Dans chaque domaine, de grands 
assemblages protéiques fonctionnent comme des commutateurs moléculaires, basculant la 
transmission synaptique vers divers niveaux d’efficacité [29].  
Les mêmes mécanismes moléculaires sont à l’oeuvre dans les synapses matures et 
immatures, mais, dans ces dernières, le cytosquelette en plein développement est beaucoup 
plus modulable, jusque dans les arbres axonaux et dendritiques. Les interactions entre les 
états fonctionnels des synapses et les niveaux d’activation des gènes se font par de multiples 
cascades de signaux importés de et exportés vers le génome (doubles flèches). 
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inhibitrice fait appel au contrôle de l’adressage et du transport entre domaines membranaires 
des GABA-A-R par plusieurs voies de signalisation, que nous ne pouvons évoquer ici. 
Une précision notable illustrant un fonctionnement différentiel de ces récepteurs 
réside dans le fait qu’au stade embryonnaire, le GABA a une fonction dépolarisante 
excitatrice qui se fait par des efflux des ions chlore au travers des canaux ionotropiques 
GABA-A (Ben-Ari and Spitzer, 2004; Hennou et al., 2002; Tyzio et al., 1999). Au cours de la 
période post-natale, l’augmentation d’expression du transporteur chloride KCC2 conduit à la 
sortie des ions chlore intracellulaire et le GABA assume son rôle classique de 
neurotransmetteur inhibiteur (Ben-Ari and Spitzer, 2004; Rivera et al., 1999) 
 
II-3- Synaptogenèse et maturation neuronale (Illustration 17) 
 
La synaptogenèse consiste en une série d’étapes comprenant la stabilisation des 
contacts initiaux axodendritiques, le recrutement de précurseurs protéiques pré- et post-
synaptiques, la maturation des synapses et la régulation de leur nombre en fonction de 
l’activité.  
Les synapses sont formées au niveau du filopode dendritique et des tubes 
dendritiques (Illustration 17A), plus tard elles se localisent au niveau des épines dendritiques 
(Fiala et al., 1998; Okabe et al., 2001; Ziv and Smith, 1996). Après un assemblage initial 
rapide, le développement d’une synapse mature s’accompagne d’une modification de leur 
ultrastructure et de l’acquisition de propriétés électrophysiologiques (Chavis and Westbrook, 
2001; Liu et al., 1999; Mohrmann et al., 2003).  
Les synapses s’assemblent sur une période prolongée de développement cérébral 
(McAllister, 2007). En effet, un neurone possède simultanément des synapses âgées de 
quelques heures, de quelques jours et de quelques mois.  
La formation des synapses nécessite la synthèse et le transport des molécules qui 
constitueront les éléments pré- et post-synaptiques, aux sites de contact entre les axones et 
les dendrites. Une fois que les axones et les dendrites trouvent leurs cibles, les molécules 
d’adhérence trans-synaptiques se lient entre elles de part et d’autre de la fente synaptique 
(Illustration 17B). Ces molécules comportent des membres des immunoglobulines comme 
les NCAM, les nectines, les neuroligines, les SynCAM, les pentraxines neuronales et les 
éphrines (Akins and Biederer, 2006; Scheiffele, 2003; Waites et al., 2005). En ce qui 
concerne les synapses glutamatergiques, les protéines membranaires des vésicules 
synaptiques influencent leur propre localisation au niveau de l’élément pré-synaptique 
(Sudhof, 2004). Au niveau de l’élément post-synaptique, les récepteurs et les canaux 
ioniques sont attachés à la densité post-synaptique (PSD) par des interactions avec des 
protéines d’échafaudage qui jouent un rôle dans le trafic des récepteurs, dans la 
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Illustration 18: Liens entre compartiments pré et post-synaptiques (Tiré de Dean & 
Dresbach, 2006). 
Ce schéma illustre les interactions moléculaires trans-synaptiques impliquant les neuroligin-β-
neurexin et démontre la continuité entre les éléments pré-synaptiques, incluant les vésicules de 
neurotransmetteurs, et les éléments post-synaptiques, incluant les récepteurs ionotropiques de 
type glutamatergique 
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transmission synaptique et sa plasticité (Kennedy, 2000; Kim and Sheng, 2004; Montgomery 
and Madison, 2004).  
De manière générale pour tous les types de synapses, les neurotransmetteurs et 
l’activité synaptique régulent les étapes de formation de la synapse, la plasticité et le 
développement des axones et des dendrites (Bonhoeffer and Yuste, 2002; Carroll et al., 
1999; Hua et al., 2005; Malinow and Malenka, 2002; Ruthazer et al., 2003; Shi et al., 1999; 
Tashiro et al., 2003; Wong and Wong, 2001; Zheng et al., 1994).  
De façon générale, comme le rappelait JP Bourgeois, l’ensemble des ajustements 
morpho-fonctionnels des contacts synaptiques induits par l’environnement s’inscrit dans une 
fenêtre de variabilité contrôlée par les réseaux de gènes sélectionnés pendant le 
développement cérébral. Ce phénomène d’épigenèse synaptique revêt une importance 
particulière lors de périodes cruciales du développement (Bourgeois, 2005). 
 
II-4- Interactions entre compartiments pré et post-synaptiques (Illustration 18) 
 
Ainsi que nous venons de le décrire, la structure des deux compartiments pré et post-
synaptiques s’appuie sur l’existence de protéines d’échafaudage entourant les protéines 
structurales, aux côtés des molécules auxiliaires précédemment évoquées de type 
« Transmembrane AMPA receptor Regulatory Proteins » comme la stargazine.  
Comme le montre l’illustration 18, des connexions moléculaires relient non seulement 
les éléments de chaque compartiment, mais également les compartiments entre eux grâce 
en particulier aux molécules de type beta-neurexin et neuroligine dont les domaines extra-
cellulaires se situent dans l’espace inter-synaptique où ils peuvent être en contact. Comme 
le rappellent Dean & Dresbach, ces phénomènes sont généralisés aux synapses entre 
neurones dissociés en culture (Dean and Dresbach, 2006), ce qui nous permettra en temps 
utiles d’éclairer nos résultats. En effet, les variations d’expression de ces molécules 
d’adhérence synaptique de type beta-neurexin et neuroligine peuvent entraîner des 
modifications de fréquence et/ou d’amplitude des courants post-synaptiques (Chih et al., 
2005; Levinson and El-Husseini, 2005).  
Une conséquence, récemment mise en évidence, de cette organisation est la 
modulation rétrograde du fonctionnement pré-synaptique par des changements moléculaires 
au niveau post-synaptique. Ainsi, la probabilité de libération du glutamate est modifiée par 
une voie de signalisation faisant intervenir le « couple » PSD95 et neuroligine (Futai et al., 
2007), couple par ailleurs impliqué dans la régulation de l’équilibre entre synapses 
excitatrices et inhibitrices (Prange et al., 2004). Un autre élément post-synaptique 
fondamental des synapses excitatrices susceptible de déclencher un signal influençant la 
maturation pré-synaptique est constitué par les récepteurs AMPA. Ainsi, les AMPAR, outre 
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Illustration 19: La potentialisation et la dépression à long terme (tiré de Kauer & 
Malenka, 2007) 
Schéma simplifié des mécanismes d’induction et d’expression des formes de plasticité synaptique à 
long terme observés chez le rongeur.  
a - L’induction de la LTP dépendante des récepteurs NMDA nécessite l’activation post-synaptique 
des récepteurs NMDA et de la CaMKII. L’insertion de récepteurs AMPA à la membrane post-
synaptique est un des mécanismes majeurs de l’expression de cette forme de LTP.  
b - La LTP pré-synaptique est présente aux synapses FM/CA3 et dans le cervelet. L’entrée pré-
synaptique de Ca2+ active des cascades de signalisation intracellulaires qui aboutissent à une 
augmentation durable de la libération des neurotransmetteurs.  
c - La LTD dépendante des récepteurs NMDA est déclenchée par l’entrée post-synaptique de Ca2+ 
via les récepteurs NMDA. Son expression est principalement soutenue par l’internalisation des 
récepteurs AMPA et une «downregulation» des récepteurs NMDA.  
d - La LTD dépendante des récepteurs métabotropiques au glutamate est présente dans 
l’hippocampe et le cervelet. L’activation des récepteurs post)synaptiques mGluR1/5 provoque 
l’internalisation des récepteurs AMPA et semble nécessiter unes synthèse protéique.  
e - La LTD dépendante des cannabinoïdes endogènes est de découverte plus récente. L’activation 
des récepteurs mGluR1/5 post-synaptiques et/ou une augmentation du Ca2+ intracellulaire active la 
synthèse d’endocannabinoïdes. Une fois libérés ils vont agir de façon rétrograde sur leurs 
récepteurs pré-synaptiques CB1, une activation prolongée qui va diminuer la libération des 
neurotransmetteurs. 
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leur rôle de régulation de la transmission synaptique via l’organisation de l’élément post-
synaptique, ont un pouvoir de signalisation rétrograde trans-synaptique influençant 
l’efficacité de la transmission au niveau pré-synaptique (Tracy et al., 2011).  
 
II-5- Plasticité synaptique : potentialisation et dépression à long terme  
 
Les synapses sont capables de s’adapter à l'activité synaptique. En d’autres termes, 
plus la synapse est sollicitée, plus elle sera soumise à des modifications morphologiques et 
de composition protéique. Ce processus de plasticité synaptique module la force d’une 
connexion synaptique. La plupart des études sur la plasticité synaptique portent sur la 
potentialisation à long terme (LTP) et la dépression à long terme (LTD) (Illustration 19). Ces 
processus existent à la fois pour les synapses excitatrices et pour les synapses inhibitrices. 
La LTP permettrait le stockage des informations alors que la LTD serait une sorte de 
mécanisme d’oubli (Dudek and Bear, 1992). 
Il existe différents types de LTP.  
La « LTP-dépendant des récepteurs NMDA » (Illustration 19a), d'abord observée 
dans l'hippocampe, est la forme la plus étudiée des potentialisations dans le cerveau des 
mammifères (Kauer and Malenka, 2007; Malenka and Bear, 2004). Elle nécessite l'activation 
des NMDAR par le glutamate pré-synaptique (libéré lorsque l’ion magnésium est 
désolidarisé du récepteur). Ceci permet l’entrée du calcium au niveau des épines 
dendritiques (élément post-synaptique). L'augmentation de la concentration calcique est un 
facteur crucial pour la LTP car elle active les cascades de signalisation intracellulaire qui 
comprennent plusieurs protéines kinases. Le principal mécanisme qui permet d’accroître la 
force synaptique est une élévation du nombre de récepteurs AMPA dans la membrane 
plasmique post-synaptique (Malenka and Nicoll, 1999). En quelques heures, le maintien de 
la LTP s’accompagne d’une synthèse protéique (Lynch, 2004) et d’un élargissement des 
épines dendritiques (Matsuzaki et al., 2004; Yuste and Bonhoeffer, 2001). Une modification 
du trafic ou du nombre de NMDAR au niveau des synapses pourrait également modifier le 
seuil d'induction de la LTP dépendante des NMDAR. 
 
La LTP intervient aussi au niveau pré-synaptique (Malenka and Bear, 2004; Nicoll 
and Schmitz, 2005). Cette forme de LTP ne nécessite pas les NMDAR (Illustration 19b). Les 
facteurs post-synaptiques ne seraient eux non plus pas nécessaires, bien que ceci reste 
controversé (Contractor et al., 2002; Yeckel et al., 1999). La LTP pré-synaptique semble être 
initiée par une hausse de calcium intracellulaire due à une forte activité des terminaisons 
pré-synaptiques. L’élévation intracellulaire de cet ion active l’adénylate cyclase qui produit de 
l'AMP cyclique, mène à l'activation de la protéine kinase A (PKA) 
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(Malenka and Bear, 2004; Nicoll and Schmitz, 2005), et conduit finalement à une 
augmentation de la quantité de glutamate libéré. 
 
La dépression à long terme « LTD-dépendant des NMDAR » (Illustration 19c), est 
due à l'élimination des AMPAR synaptiques par endocytose (Carroll et al., 2001). Les 
NMDAR sont également diminués mais par des mécanismes distincts  (Morishita et al., 
2005; Selig et al., 1995).  
Il existe également une « LTD-dépendante des récepteurs métabotropiques du 
glutamate » (Illustration 19d). L'activation des récepteurs métabotropiques du glutamate 
(mGluR) peut aussi conduire à une LTD post-synaptique.  
Il existe d’autre part, une LTD dépendante de la voie endocannabinoïde (Illustration 
19e). L’activation des synapses glutamatergiques et GABAergiques peut entraîner un influx 
calcique bref mais intense au niveau post-synaptique qui induirait la synthèse des 
endocannabinoïdes. Ce sont des molécules lipophiles qui voyagent par voie rétrograde à 
travers la synapse pour se lier aux récepteurs CB1 pré-synaptiques et transitoirement 
diminuent la libération des neurotransmetteurs (Wilson and Nicoll, 2002). 
 
En plus des mécanismes de LTP et de LTD, qui sont généralement localisés au 
niveau des synapses, la force synaptique peut être modifiée par des périodes prolongées 
d’activité synaptique. Plus précisément, des baisses prolongées d'activité augmenteraient la 
force synaptique. Inversement, les augmentations prolongées de l'activité synaptique 
l’abaissent (Turrigiano and Nelson, 2004). Ceci serait dû à des réponses homéostatiques qui 
maintiennent l'activité des cellules individuelles pour compenser les différences relatives des 
forces synaptiques, causée par la LTP et LTD.  
 
II-6- Maladies neurodégénératives  
 
La dernière décennie de recherche a révélé l’implication de perturbations de la qualité 
des contrôles cellulaires (stress du RE, défaut du protéasome et d’autophagie, agrégation de 
protéines), du stress oxydant, de la neuro-inflammation de la perturbation du trafic cellulaire, 
mais également des dysfonctions mitochondriales dans l’étiologie des maladies 
neurodégénératives. Plus de 100 gènes sont impliqués dans des maladies 
neurodégénératives  (AD, Parkinson, ALS, CMT, ADOA-1, Huntington, ataxies 
spinocérébelleuses, hereditary spactic parapesis). Une proportion non négligeable, 23%, des 
gènes pouvant causer des formes génétiques de maladies neurodégénératives, codent des 
protéines mitochondriales alors qu’ils ne représentent que 8% des gènes nucléaires
  106 
  107 
(Schon and Przedborski, 2011). Les mitochondries constituent donc un élément majeur dans 
l’étiologie des maladies neurodégénératives. Plus particulièrement, des travaux ont révélé 
l’impact de la dynamique mitochondriale dans les processus neurodégénératifs.   
 
Les maladies neurodégénératives sont principalement dues au vieillissement. Des 
pathologies comme la maladie d’Alzheimer, la maladie de Parkinson ou la sclérose latérale 
amyotrophique sont pour la plupart des cas, des maladies sporadiques. Il y a cependant 
pour toutes ces maladies, une proportion faible mais réelle de cas génétiques.  
La maladie d’Alzheimer et la maladie de Parkinson étant les maladies les plus 
répandues et qui présentent de forts impacts sur les fonctions et la dynamique 
mitochondriales, nous avons choisi de les décrire. De plus, nous trouvions intéressant de 
décrire la maladie de Huntington. En effet, cette pathologie qui cause également des 
troubles mitochondriaux, fait partie des maladies neurodégénératives purement génétiques. 
 
II-6-1- Maladie d’Alzheimer 
 
La maladie d’Alzheimer est la forme la plus connue des démences. Souvent 
diagnostiquée à 65 ans par des déficits mnésiques, elle peut apparaître plus tôt. Cette 
pathologie se caractérise entre autres par une dégénérescence neuronale dans le cortex 
cérébral se traduisant notamment par une atrophie des lobes pariétaux, temporaux, du 
cortex frontal et du gyrus cingulaire. À l’échelle cellulaire, la maladie d’Alzheimer se 
caractérise par une accumulation progressive de plaques séniles majoritairement au niveau 
extracellulaire (accumulation du peptide ß-amyloïde) et des enchevêtrements 
neurofibrillaires (agrégats de la protéine Tau associés aux microtubules). 
Le stress oxydant est impliqué dans les phases précoces de la maladie (Bogdanovic 
et al., 2001; Gibson et al., 1998; Pratico et al., 2001). De plus, les patients atteints de la 
maladie d’Alzheimer présentent un métabolisme énergétique diminué dans les lobes 
frontaux et pariétaux et une réduction de la quantité de certaines enzymes mitochondriales 
(Blass, 2001; Castellani et al., 2002).  
Le peptide ß-amyloïde est un des facteurs responsables de la maladie d’Alzheimer. 
Son précurseur APP (Amyloid Precursor Protein) subit un premier clivage erroné par la 
ß-sécrétase. Le peptide intermédiaire en découlant, est à son tour clivé par la γ-sécrétase 
(Thinakaran and Koo, 2008). Les plaques amyloïdes provenant de l’agrégation du peptide ß-
amyloïde sont probablement neurotoxiques et se situent majoritairement dans le milieu 
extracellulaire. Cependant, une faible fraction du peptide ß-amyloïde s’accumule dans les 
différents compartiments de la cellule (Greenfield et al., 1999; Manczak et al., 2006). Or les 
formes solubles de ce peptide, sont censées être plus neurotoxiques que les plaques. Ce
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peptide est notamment retrouvé au niveau des crêtes mitochondriales par translocation du 
peptide via le complexe d’import TOM de la mitochondrie (Hansson Petersen et al., 2008; 
Manczak et al., 2006). Une partie de la γ-sécrétase est également associée à la 
mitochondrie (Hansson et al., 2004).  
Les mitochondries ont depuis longtemps été impliquées dans l’apparition des formes 
sporadiques de la maladie d’Alzheimer en raison d’une diminution de la production de l’ATP 
mitochondrial, d’une production trop importante des EAOs et de l’incidence de la mort par 
apoptose mitochondriale (Zhu et al., 2004). De plus, le peptide ß-amyloïde provoque, par 
encombrement du système d’import des mitochondries, des dysfonctions mitochondriales 
notamment par diminution de la respiration mitochondriale et de la quantité de la pyruvate 
déshydrogénase (Yao et al., 2009). Ce peptide induit également un stress oxydatif en se 
liant directement au cytochrome c et à l’α-cétoglutarate déshydrogénase, une enzyme du 
cycle de Krebs (Crouch et al., 2005; Devi et al., 2006; Lustbader et al., 2004; Reddy et al., 
2004; Rui et al., 2006; Yao et al., 2009). Des mutations particulières de l’ADNmt ont été 
retrouvées dans des cerveaux de patients atteints de la maladie d’Alzheimer et présentent 
près de 70% d’hétéroplasmie (Coskun et al., 2004; Wallace, 1997). De plus, ces patients 
présentent une réduction de la quantité d’ADNmt. 
 
II-6-2- Maladie de Parkinson 
 
La maladie de Parkinson est une maladie neurodégénérative qui atteint 
spécifiquement les neurones dopaminergiques de la substance noire par le développement 
d’agrégats cytoplasmiques appelés corps de Lewy. Cette pathologie est diagnostiquée chez 
des patients de près de 60 ans qui présentent une hypertonie musculaire, un tremblement au 
repos des extrémités et d’une akinésie (rareté et lenteur des mouvements). La plupart des 
cas de Parkinson sont liés au vieillissement et présentent une altération des fonctions 
mitochondriales notamment de la phosphorylation oxydative (Parker et al., 1989; Shoffner et 
al., 1991). En effet, le cerveau de certains patients (post mortem) montre une activité réduite 
du complexe I de la chaîne respiratoire (Schapira et al., 1990) et leur substance noire 
présente une accumulation de grandes délétions de l’ADNmt (Bender et al., 2006; 
Kraytsberg et al., 2006). D’autre part, le MPTP (1-methyl-4-phenyl1,2,3,6-tetrahydropyridine), 
utilisé pour développer des modèles de la maladie de Parkinson, et la roténone, retrouvée 
dans les pesticides, sont des molécules pharmacologiques qui inhibent le complexe I de la 
chaîne respiratoire et permettent d’engendrer des formes de parkinsonisme.  
Une faible proportion de la maladie provient de problèmes génétiques. Ces formes 
héréditaires correspondent à des mutations des gènes codant les protéines PINK1 (PTEN 
Putative Kinase 1), la Parkine, DJ-1, l’α-synucléine ou LRRK2 (Leucine Rich Kinase 2) 
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(Nuytemans et al., 2010; Winklhofer and Haass, 2010). Ces protéines influencent toutes le 
fonctionnement mitochondrial par le biais d’un stress oxydant.  
Certaines formes génétiques de la maladie de Parkinson perturbent le « contrôle 
qualité » des mitochondries, comme en témoigne les mutations de la Parkine, une ubiquitine 
ligase E3 cytosolique. Pour exercer sa fonction, la Parkine a besoin de PINK1, une sérine / 
thréonine kinase mitochondriale retrouvée dans les membranes interne et externe des 
mitochondries (Jin et al., 2010; Silvestri et al., 2005; Zhou et al., 2008). PINK1 est traduite 
sous la forme d’une isoforme longue ciblée à la membrane interne au sein de laquelle elle 
est clivée en forme courte à la membrane externe par la protéine PARL (Presenilin-
Associated Rhomboïd-Like) (Deas et al., 2011; Jin et al., 2010; Meissner et al., 2011). Les 
deux formes de PINK1 interagissent avec les adaptateurs Miro et Milton ou encore avec la 
mitofiline protéine qui intervient dans la structuration des crêtes mitochondriales (Weihofen et 
al., 2009). La perte de la protéine PINK1 entraîne des dysfonctions mitochondriales avec une 
perte du potentiel de membrane mitochondrial, une réduction de la synthèse d’ATP et de la 
respiration (Gegg et al., 2009; Liu et al., 2009a; Wood-Kaczmar et al., 2008). 
 
II-6-3- Maladie de Huntington 
 
La maladie de Huntington ou Chorée de Huntington est une maladie 
neurodégénérative autosomale dominante se caractérisant par des mouvements 
involontaires de danse, de la rigidité, de la perte de poids, de la démence et des troubles 
psychiatriques. Les symptômes proviennent d’une dégénérescence spécifique des neurones 
GABAergiques à longues projections dans le striatum qui contrôlent le mouvement, la 
mémoire et les émotions. La perte précoce neuronale et les dysfonctions apparaissent non 
seulement au niveau du striatum mais aussi dans le cortex des patients atteints de la 
maladie de Huntington (Bossy-Wetzel et al., 2008; Rosas et al., 2002). Le 
dysfonctionnement neuronal proviendrait de la formation d’agrégats de la protéine 
Huntingtine s’accompagnant de corps d’inclusion (Davies et al., 1997; DiFiglia et al., 1997; 
Sapp et al., 1999). La maladie de Huntington résulte d’une augmentation anormale du 
nombre de motifs répétés, CAG CAG, qui code une queue N-terminale poly-glutamine de la 
protéine Huntingtine. L’augmentation de cette extension détermine directement la 
pénétrance de la maladie. En effet, une modification de moins de 35 poly-glutamine n’altère 
pas la fonction de la protéine, entre 36 et 39 glutamines résulte en une pénétrance 
incomplète de la maladie, et plus de 40 glutamines conduit à une pleine pénétrance (Myers, 
2004). La queue poly-glutamique s’étend au cours de la vie dans le striatum par l’action de 
l’enzyme OGG1 qui est induite lors d’un stress oxydant (Kovtun et al., 2007).  
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Les dysfonctions mitochondriales jouent un rôle important dans la pathogénicité de la 
maladie de Huntington (Lin and Beal, 2006). En effet, les patients présentent une diminution 
du métabolisme du glucose et une augmentation du lactate dans les régions du cerveau 
affectées par la maladie de Huntington et une réduction des activités des complexes II, III et 
IV de la chaîne respiratoire (Jenkins et al., 2005) (Gu et al., 1996). De même, les cellules 
striatales de souris porteuses d’une mutation de la Huntingtine montrent des défauts de 
respiration mitochondriale et de synthèse d’ATP (Milakovic and Johnson, 2005).  
Les mitochondries des patients atteints de la maladie de Huntington accumulent des 
délétions de l’ADNmt et présentent des changements morphologiques des mitochondries au 
cours de la progression de la maladie (Panov et al., 2002; Squitieri et al., 2006) (Banoei et 
al., 2007; Horton et al., 1995). 
 
III- MITOCHONDRIES ET NEURONES 
 
III-1- Production d’ATP et gestion du calcium 
 
Le SNC qui ne représente que 2% du poids corporel est l’organe le plus 
consommateur d'énergie ; il consomme près de 20% de l’oxygène corporel (Silver and 
Erecinska, 1998). Les neurones nécessitent de grandes quantités d’ATP pour le maintien 
des gradients ioniques ainsi que pour le processus de neurotransmission. En effet, le 
transport actif des flux ioniques de part et d’autres de la membrane plasmique grâce à 
l’activité de la Na+-K+-ATPase et de la Ca2+-ATPase, compte pour environ 60 à 80% de la 
consommation en ATP du SNC. 20% de l’ATP produit, sert à la neurotransmission qui inclut 
la synthèse, l’emballement des neurotransmetteurs dans les vésicules et le transport de ces 
vésicules jusqu’aux terminaisons pré-synaptiques (Ames, 2000; Erecinska et al., 1996; Kann 
and Kovacs, 2007).  
 
La majeure partie de la production d’ATP dans les neurones est d’origine 
mitochondriale (Ames, 2000; Erecinska et al., 1996; Fiskum et al., 1999; Mayevsky and 
Chance, 1975; Nicholls and Budd, 2000). La physiologie neuronale dépend donc étroitement 
de l’intégrité des mitochondries.  
 
Outre son rôle de production d’énergie, la mitochondrie intervient dans la régulation 
du calcium cytosolique lors d’une activité neuronale par le biais de son rôle de tampon 
calcique. En effet, l’activation neuronale qui se traduit entre autres par une augmentation 
transitoire du calcium cytosolique, provoque des augmentations toutes aussi transitoires de 
la concentration du calcium mitochondrial qui induisent des dépolarisations mitochondriales 
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Illustration 20: Les transports antérograde et rétrograde des mitochondries dans  
les neurones (Mattson et al., 2008) 
Les microtubules servent de route le long de laquelle les mitochondries se déplacent soit vers la 
terminaison pré-synaptique (transport antérograde) ou vers le corps cellulaire (transport 
rétrograde). Les protéines motrices dépendent de l'ATP  et qui se déplacent mitochondries le long 
des microtubules sont composées des kinésines (antérograde) et de la dynéine (rétrograde). Les 
mitochondries s’ssocient avec le moteurs par des protéines adaptatrices spécifiques (AP). Les 
kinésines s’associent à Milton, à la syntabuline et Miro. La Dynactine est un protéine adaptatrice 
de la dynéine. Au sein de l'axone, du cône de croissance et des terminaison pré-synaptiques, les 
mitochondries peuvent être ancrées et déplacées le long des filaments d'actine par un moteur de 
type myosine 
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et stimulent la phosphorylation oxydative (Bindokas et al., 1996; Duchen, 1992; Kann et al., 
2003; Lewis and Schuette, 1975; Mironov and Richter, 2001; Peng and Greenamyre, 1998; 
Shuttleworth et al., 2003). De plus, lors de l’activité neuronale, le calcium permettrait une 
adaptation neuro-métabolique en stimulant les enzymes du cycle de Krebs (Hansford and 
Zorov, 1998; McCormack et al., 1990).  
 
 
III-2- Mobilité et distribution mitochondriales dans les neurones 
 
Dans les neurones, les mitochondries sont mobilisées, relocalisées ou immobilisées à 
différents sites, comme les cônes de croissance, les éléments pré- et post-synaptiques, les 
nœuds de Ranvier, au cours du développement et en fonction de l’activité neuronale 
(Hollenbeck, 2005). Les sites à coloniser sont souvent éloignés du site de biogenèse 
mitochondriale qui est majoritairement le soma, même si une biogenèse mitochondriale a 
récemment été décrite au niveau des zones distales des axones (Amiri and Hollenbeck, 
2008). Les mitochondries endommagées retournent, elles, au niveau du soma pour y être 
recyclées par mitophagie. La mobilité des mitochondries met en jeu la coopération des 
différents cytosquelettes. Le transport « longue distance » des mitochondries est pris en 
charge par les microtubules et leurs moteurs protéiques, alors que le cytosquelette d’actine 
est impliqué dans l’ancrage des mitochondries ou dans des mouvements de courte distance 
notamment au niveau des dendrites (Chada and Hollenbeck, 2004; Hirokawa and Takemura, 
2005; Morris and Hollenbeck, 1995). Les filaments intermédiaires comme les neurofilaments 
ancrent les mitochondries sous la dépendance du potentiel de membrane mitochondrial 
(Wagner et al., 2003). 
 
III-2-1- Transport antérograde (Illustration 20) 
 
Le transport antérograde des mitochondries sur le cytosquelette de microtubules est 
très dynamique (1µm/s) (Misgeld et al., 2007). Ce type de transport, qui achemine des 
cargos du soma à la périphérie (extrémité « plus » des microtubules), fait intervenir les 
kinésines KIF5 et KIF1B (Hirokawa and Takemura, 2005). KIF1B est plutôt exprimée dans le 
cerveau ; KIF5 A et C sont des moteurs spécifiques des neurones (Cai et al., 2005; Nangaku 
et al., 1994).  
Chez la drosophile, la GTPase Miro, une protéine ancrée à la membrane externe 
mitochondriale s’associe à la protéine Milton. Ceci permet l’association de la mitochondrie à 
Milton qui intervient comme protéine adaptatrice et régulatrice du transport mitochondrial en 
liant les kinésines (Glater et al., 2006; Guo et al., 2005; MacAskill and Kittler, 2009; 
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Saotome et al., 2008; Stowers et al., 2002). La perte de Miro provoque une réduction des 
mitochondries en mouvement dans des cultures primaires de neurones (Guo et al., 2005; 
MacAskill and Kittler, 2009; Saotome et al., 2008).  
Les orthologues mammifères MIRO 1 et 2 s’associent avec les orthologues de Milton 
TRACK1 et 2 (MacAskill and Kittler, 2009; Smith et al., 2006). Les TRACKs transportent non 
seulement les mitochondries mais aussi les endosomes/lysosomes. La protéine Miro permet 
le transport des mitochondries le long des microtubules dans des cultures primaires de 
neurones hippocampiques grâce à son interaction avec le moteur des microtubules KIF5 
(MacAskill and Kittler, 2009).  
La syntabuline, FEZ1 et RanBP2 ont été également impliquées dans le transport 
antérograde des mitochondries. FEZ1, une protéine adaptatrice des kinésines, est impliquée 
dans le transport des mitochondries vers les neurites en croissance dans les neurones 
hippocampiques (Fujita et al., 2007; Ikuta et al., 2007). RanBP2 comme la syntabuline 
interagissent avec les moteurs des microtubules KIF5 dans le cerveau et la rétine, renforçant 
leur implication dans le transport mitochondrial (Cai et al., 2005; Cai et al., 2001).  
 
III-2-2- Transport rétrograde (Illustration 20) 
 
Le transport rétrograde des mitochondries, de l’extrémité « plus » vers l’extrémité 
« moins » des microtubules, c’est-à-dire de la périphérie au soma, est un peu plus rapide 
comparé au transport antérograde. En effet, la vitesse est à peu près à 1,5 µm/s (Misgeld et 
al., 2007). Ce transport est effectué par un complexe multiprotéique incluant la dynéine et la 
dynactine, complexe capable d’interagir avec la kinésine 1. Des mutations de ces protéines 
entraînent des défauts dans le transport rétrograde et la distribution des mitochondries au 
niveau des axones (LaMonte et al., 2002; Martin et al., 1999; Pilling et al., 2006; Waterman-
Storer et al., 1997). Le complexe dynéine/dynactine est également important pour le 
transport rétrograde rapide des mitochondries (Pilling et al., 2006). Ce complexe joue un rôle 
dans la distribution et la morphologie des mitochondries notamment par le recrutement de 
DRP1 à la membrane mitochondriale par la dynéine dans les cellules HeLa (Varadi et al., 
2004). Nous pourrions spéculer que lors du transport rétrograde mitochondrial dans les 
neurones, le complexe dynéine/Dynactine puisse recruter DRP1 pour fissionner les 
mitochondries avant leur transport. 
 
III-2-3- Immobilisation des mitochondries 
 
Durant le développement et la différenciation neuronales, le réseau mitochondrial 
subit lui-même une réorganisation. Au cours de la croissance neuritique, les mitochondries 
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sont notamment recrutées au niveau du cône de croissance et fortement concentrées dans 
les lamellipodes. Le recrutement mitochondrial est réalisé par l’intermédiaire du NGF et de la 
voie de signalisation dépendante du récepteur NGF TrkA qui active la voie PI3 kinase 
(Hollenbeck, 1993; Morris and Hollenbeck, 1995). L’accumulation des mitochondries est 
provoquée notamment par une augmentation du nombre de mitochondries en mouvement. 
Les mitochondries nouvellement localisées sont ensuite retenues par le cystosquelette 
d’actine qui inhibe le transport antérograde (Chada and Hollenbeck, 2003, 2004; Morris and 
Hollenbeck, 1995). Une fois les mitochondries recrutées par le NGF au niveau des 
protrusions dendritiques, les mitochondries sont immobilisées à l’aide de l’effecteur actine 
WAVE1 et sont ancrées au cytosquelette d’actine (Chada and Hollenbeck, 2003, 2004; Sung 
et al., 2008). Les mitochondries recrutées au cône de croissance ont un potentiel de 
membrane mitochondrial plus élevé (Amiri and Hollenbeck, 2008). Les mitochondries non 
fonctionnelles reprennent le transport rétrograde (Miller and Sheetz, 2004).  
 
III-2-4- Régulation de la mobilité des mitochondries  
 
Au cours de l’activité neuronale, les mitochondries sont déplacées et immobilisées à 
des sites fortement demandeurs en énergie et qui nécessitent une régulation fine du calcium 
comme c’est le cas pour les synapses. Cette mobilité est entre autres régulée par le 
métabolisme énergétique, les concentrations calciques intracellulaires et le NO. 
 
Le trafic mitochondrial est intimement lié au métabolisme énergétique neuronal. En 
effet, la mobilité mitochondriale augmente dans les dendrites où l’on voit une augmentation 
de la concentration en ATP alors que de fortes concentrations en ADP immobilisent les 
mitochondries. Ce qui suggère que la concentration en ADP (qui veut dire une forte 
consommation d’ATP) rend compte de l’activité locale et du besoin de recruter des 
mitochondries à des sites actifs, comme au niveau des synapses (Mironov, 2007).  
Les niveaux de monoxyde d’azote (NO) peuvent aussi réguler le transport 
mitochondrial par la modulation de la production d’ATP en diminuant le potentiel de 
membrane mitochondrial (Rintoul et al., 2006).  
La concentration calcique est également un régulateur de la mobilité et du 
recrutement des mitochondries. Une élévation du calcium cytosolique stoppe le mouvement 
mitochondrial (Rizzuto and Pozzan, 2006). L’augmentation du calcium dendritique suite à 
l’ouverture des récepteurs NMDA, conduit à l’immobilisation des mitochondries à proximité 
des épines à forte activité électrique (Li et al., 2004; MacAskill and Kittler, 2009). De même 
au niveau de l’axone, l’ouverture des canaux potentiel-dépendants responsables de la 
propagation des potentiels d’action, inhibe la mobilité des mitochondries et permet par 
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la suite, leur recrutement au niveau des sites pré-synaptiques (Chang and Reynolds, 2006b; 
Wang and Schwarz, 2009). Il a été proposé que la liaison du calcium sur la protéine Miro, 
inhibe son interaction avec les kinésines. Ce qui stopperait les mitochondries qui se 
décrocheraient des moteurs inactivés (MacAskill and Kittler, 2009). Un second modèle 
propose que Miro et les kinésines sont liées à de fortes concentrations en calcium, ce qui 
empêcherait la liaison des mitochondries aux microtubules (Wang and Schwarz, 2009). 
 
III-3- Dynamique mitochondriale dans les neurones 
 
III-3-1- Distribution et dynamique mitochondriales 
 
Outre son rôle dans le contrôle de la forme des mitochondries, la dynamique 
mitochondriale influence la distribution et le transport de l’organelle dans les neurones. 
 
Les modèles animaux de la CMT2A hétérozygotes mutantes pour le gène Mfn2, 
présentent une agrégation des mitochondries périnucléaires au niveau des cellules de 
Purkinje (Chen et al., 2007). La perte de la protéine de fusion MFN2 provoque une 
agrégation et une immobilisation des mitochondries au niveau du corps cellulaire de 
neurones de ganglions dorsaux en culture (Baloh et al., 2007; Detmer and Chan, 2007). De 
plus, dans des souris surexprimant une forme mutée de MFN2 dans les neurones moteurs 
périphériques, les mitochondries s’agrègent cette fois-ci au niveau des axones (Detmer et 
al., 2008). Ce type d’agrégation est aussi observé au niveau des parties distales des axones 
observés dans des biopsies de nerfs de patients atteints de CMT2A (Vallat et al., 2008;  
Verhoeven et al., 2006). D’autre part, des souris dépourvues de MFN2, présentent un défaut 
des transports antérograde et rétrograde touchant spécifiquement les mitochondries (Misko 
et al., 2010). Ainsi, l’ensemble de ces travaux met en évidence le rôle des MFN1 et 2 dans le 
transport des mitochondries par interaction directe avec les protéines de transport Miro et 
Milton qui relient les mitochondries aux moteurs des microtubules.  
 
Des mutations de la protéine de fission DRP1 chez la drosophile provoquent un 
défaut de distribution des mitochondries, absentes des synapses de la jonction 
neuromusculaire chez les mutants à l’état hétérozygote (Verstreken et al., 2005). Les 
mitochondries sont également absentes des synapses de neurones hippocampiques 
exprimant un dominant négatif de DRP1, en culture primaire (Li et al., 2004). À l’inverse, la 
surexpression de la forme sauvage de DRP1 accroît le nombre de mitochondries aux épines 
dendritiques dans ce même modèle (Li et al., 2004).  
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Des mutations de la protéine OPA1 peuvent également entraîner des perturbations 
de la distribution des mitochondries. En effet, leur distribution est anormale dans des 
myotubes et des fibroblastes de patients atteints de l’ADOA-1 (Spinazzi et al., 2008). On 
observe aussi des défauts de distribution dans des cellules ganglionnaires de la rétine de 
rats dont la quantité d’OPA1 est diminuée par interférence ARN (Kamei et al., 2005; Lenaers 
et al., 2009).  
 
 
III-3-2- Maladies neurodégénératives et dynamique mitochondriale 
 
Ces dernières années ont démontré l’importance des mitochondries dans l’étiologie 
des maladies neurodégénératives. Des travaux plus récents sont venus compléter ce 
tableau en mettant en évidence le rôle de la dynamique mitochondriale dans ce type de 
pathologies. 
 
Dynamique mitochondriale et maladie d’Alzheimer 
Récemment, des études ont montré une atteinte de la dynamique mitochondriale 
chez des patients affectés par la maladie d’Alzheimer (Wang et al., 2008). En effet, les 
mitochondries sont agrégées au niveau périnucléaire dans des neurones pyramidaux (Wang 
et al., 2009). De plus, les quantités de protéines DRP1, MFN et OPA1 sont diminuées dans 
des hippocampes de ces patients, contrairement à FIS1 qui tend à augmenter. Bien que la 
quantité protéique totale de DRP1 diminue, sa localisation mitochondriale et son niveau de 
phosphorylation sur la serine 616, qui tous deux activent la fission, augmentent (Taguchi et 
al., 2007; Wang et al., 2009). De même, la S-nitrosylation spécifique de DRP1 sur la cystéine 
644 est également accrue (Cho et al., 2009), provoquant l’augmentation de son activité 
GTPase. Toutefois, des études montrent également une élévation de la nitrosylation de 
DRP1 sans que le résidu ait été identifié et qui n’augmente pas l’activité GTPase (Bossy et 
al., 2010). Dans ce dernier cas, on peut imaginer que les nitrosylations mises en évidence 
sont aspécifiques. Par ailleurs, une étude récente montre une interaction directe du peptide 
ß-amyloïde avec DRP1 chez les patients. qui pourrait entraîner les dysfonctions 
mitochondriales observées et conduire à la perte synaptique (Manczak et al., 2011). À 
l’échelle cellulaire, la surexpression du peptide ß-amyloïde entraîne une augmentation plus 
importante du niveau des EAOs, dans des lignées de neuroblastomes humains surexprimant 
la protéine DRP1, et s’accompagne d’une diminution du potentiel de membrane 
mitochondrial (Wang et al., 2009). À l’inverse, la surexpression de la dynamine OPA1 
diminue le taux des EAOs en présence du peptide neurotoxique dans cette même lignée 
cellulaire.  
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Dynamique mitochondriale et maladie de Parkinson     
De nombreuses études montrent une perturbation de la dynamique mitochondriale 
dans la maladie de Parkinson. Les protéines PINK1, Parkine, l’α-synucléine et DJ-1 sont 
mutées dans les formes génétiques de Parkinson et ont un impact sur la dynamique 
mitochondriale. 
 
Des mutations de PINK1 et de la Parkine provoquent une perturbation de la 
mitophagie (Youle and Narendra, 2011), ce qui a mis en évidence l’importance de ces deux 
protéines sur le contrôle qualité des mitochondries. PINK1, située à la membrane externe 
mitochondriale, recrute la Parkine lorsque le potentiel de membrane mitochondrial diminue, 
ce qui conduit à la fragmentation des mitochondries de manière « DRP1-dépendante » 
(Deng et al., 2008; Jin et al., 2010; Narendra et al., 2010; Vives-Bauza et al., 2011). La 
Parkine amplifie la fission mitochondriale par l’ubiquitinylation des mitofusines qui sont alors 
dégradées par le protéasome (Gegg and Schapira, 2011; Rakovic et al., 2011). 
L’ubiquitinylation du canal VDAC (Voltage-Dependent Anion Channel) par la Parkine permet 
le recrutement de LC3 (protein-1 Light chain-3) pour construire un autophagosome autour de 
la mitochondrie endommagée en coopération avec les adaptateurs HDAC6 et causant la 
mitophagie des mitochondries endommagées (Vives-Bauza et al., 2011). Cependant, des 
controverses subsistent quant à l’action du duo PINK1/Parkine sur la morphologie des 
mitochondries (Wang et al., 2011). Dans certains cas, la perte de PINK1 entraîne la 
fragmentation mitochondriale alors que dans d’autres, c’est l’élongation qui est majoritaire 
(Liu et al., 2011; Wang et al., 2011; Yang et al., 2008; Yu et al., 2011).  
 
La protéine DJ-1, une protéine multifonctionnelle, protège les cellules d’un stress 
oxydant et est capable d’interagir directement avec le complexe I de la chaîne respiratoire 
(Canet-Aviles et al., 2004; Hayashi et al., 2009). De plus, elle interagit avec PINK1 et la 
Parkine et permet de moduler la dynamique mitochondriale de manière EAOs dépendante 
(Hayashi et al., 2009; Irrcher et al., 2010). 
 
L’α-synucléine qui est le composant majeur des corps de Lewy retrouvés dans la 
membrane plasmique, provoque la fragmentation des mitochondries lorsqu’elle est 
surexprimée (Kamp et al., 2010; Nakamura et al., 2011). À l’inverse, une diminution de la 
quantité de cette protéine chez C.elegans conduit à l’élongation des mitochondries (Kamp et 
al., 2010). Les mutations de l’α-synucléine amplifient le renouvellement des mitochondries 
car la fragmentation, qui mène à de petites mitochondries, facilite la mitophagie (Choubey et 
al., 2011; Twig et al., 2008).  
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Ainsi, une perturbation du contrôle qualité mené par les protéines PINK1 et la Parkin qui 
modulent la dynamique mitochondriale, peut induire des altérations du processus 
d’autophagie et, par voie de conséquence, entraîner la maladie de Parkinson.  
 
Dynamique mitochondriale et maladie de Huntington 
La dynamique mitochondriale est également altérée chez des patients atteints par la 
maladie de Huntington. En effet, les cerveaux de ces patients présentent des niveaux 
protéiques augmentés pour DRP1 et FIS1 et au contraire diminués pour les Mitofusines 
(Bossy-Wetzel et al., 2008; Kim et al., 2010; Shirendeb et al., 2011). L’expression de la 
protéine Huntingtine mutante dans des neurones corticaux de rat en culture primaire, 
provoque la fragmentation des mitochondries par une interaction directe avec DRP1 
accompagnée d’un accroissement de l’autophagie qui aboutit finalement à la mort neuronale 
(Song et al., 2011).  
 
III-2-5- Dynamique mitochondriale et transmission synaptique  
 
Alors que le rôle des mitochondries dans la transmission synaptique est connu depuis 
de nombreuses années (voir chapitre III-1), l’impact de la dynamique mitochondriale sur ce 
processus commence à peine à émerger. De plus, les recherches dans ce domaine se sont 
essentiellement restreintes à l’étude de l’influence de la protéine DRP1 sur la transmission 
synaptique dans des neurones en culture primaire.  
 
 L’équipe de Morgan Sheng a étudié l’influence la dynamique mitochondriale sur la 
morphologie des épines dendritiques. Pour cela, la protéine DRP1 sauvage et le mutant 
dominant négatif catalytiquement inactif (DRP1 K38A) ont été surexprimés dans des 
neurones hippocampiques en culture primaire (Li et al., 2004). 
La surexpression de DRP1, sous forme sauvage ou mutée, n’altère pas 
l’arborescence dendritique des neurones. Cependant, alors que la surexpression du 
dominant négatif de DRP1 provoque une réduction du nombre d’épines dendritiques et une 
diminution du nombre de mitochondries au niveau dendritique, la surexpression de la forme 
sauvage de la dynamine provoque une augmentation des épines dendritiques et du nombre 
d’organelles à proximité des synapses. Ainsi, la protéine de fission DRP1 permettrait une 
relocalisation des mitochondries vers les futures synapses, nécessaire pour une production 
locale d’ATP. En accord avec cette hypothèse, la stimulation énergétique par la créatine des 
mitochondries déjà présentes, conduit également à une augmentation du nombre de 
synapses.  
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Les mitochondries s’accumuleraient donc à proximité des synapses en cours de 
développement grâce à un processus de fission « DRP1-dépendant ». Le facteur anti-
apoptotique Bcl-xl, dont la surexpression augmente le nombre de synapses dans des 
neurones hippocampiques en culture primaire, agirait de la même façon en se complexant à 
DRP1 et en stimulant son activité GTPase (Hickman et al., 2008; Li et al., 2008).  
Enfin la mutation de DRP1 chez la drosophile provoque une agrégation des 
mitochondries au niveau du soma dans des neurones périphériques et une diminution du 
nombre de mitochondries à la synapse (Verstreken et al., 2005). Le peu de mitochondries 
résidant à proximité des boutons synaptiques de la plaque motrice, sont courtes. Ces 
mitochondries présentent une altération de leur rôle de tampon du calcium. En dépit d’une 
réduction du nombre de mitochondries au niveau des synapses et d’une concentration 
calcique intracellulaire augmentée, on ne note aucune altération des propriétés basales de 
libération des neurotransmetteurs à des concentrations physiologiques de calcium. En 
revanche, lors de stimulations synaptiques répétées, le pool des vésicules de réserve 
contenant des neurotransmetteurs n’est pas mobilisé, par manque en ATP.  
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PROBLÉMATIQUE 
 
Afin de mieux comprendre les mécanismes physiopathologiques à l'origine de 
l'ADOA-1, notre équipe a étudié les effets de l'expression de mutants pathogènes de la 
protéine sur la morphologie des mitochondries et la sensibilité à l'apoptose de fibroblastes de 
peau de patients atteints de cette maladie (Olichon et al., 2007). Quels que soient la 
mutation et les mécanismes engendrés, haplo-insuffisance ou « dominance négativité », 
l'expression de ces mutants sensibilise les cellules à l'apoptose. Ainsi, les neurones 
ganglionnaires de la rétine de patients atteints d'ADOA-1 pourraient dégénérer par apoptose 
comme cela a été proposé pour la neuropathie optique de Leber (Carelli et al., 2004). La 
mort cellulaire induite par l'inactivation d’OPA1 pourrait être la conséquence du rôle primaire 
de cette protéine dans la dynamique de la membrane interne ou dans l’apoptose. 
Cependant, les données récentes sur l’influence de la dynamique mitochondriale sur 
l’énergétique, la production d’EAOs, l’homéostasie calcique et le transport de l’organelle 
nous ont conduits à envisager d’autres pistes d’études. En effet, dans les pathologies 
neurodégénératives liées à l’âge, pour lesquelles l’implication des mitochondries est 
largement documentée, des dysfonctions au niveau ces différents processus ont été mises 
en évidence (Chang and Reynolds, 2006a; Hollenbeck and Saxton, 2005; Kwong et al., 
2006; Lin and Beal, 2006). Nous avons donc exploré certaines de ces pistes en élargissant 
notre problématique à l’étude de l’influence de la dynamique mitochondriale sur les neurones 
dans des contextes physiologiques et physiopathologiques. 
 
Mon projet de thèse s’est donc inscrit dans un objectif global visant à déterminer si la 
dynamique mitochondriale pouvait intervenir dans la maturation et le fonctionnement 
neuronal et contribuer par ses dérégulations, à l’étiologie des pathologies 
neurodégénératives. Pour répondre à ces interrogations nous avons choisi de travailler sur 
un modèle de neurones corticaux en culture primaire capables de progresser d’un état 
immature à un état mature ex vivo (Chang and Reynolds, 2006a). Compte tenu de notre 
expertise et de l’articulation de ce projet avec les autres projets de l’équipe, notre intérêt 
s’est particulièrement porté sur la protéine « fusogène » OPA1 et les conséquences de sa 
perte de fonction. 
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Figure 1: Caractérisation des cellules embryonnaires corticales de rat en culture 
primaire  
A: La viabilité des cellules corticales a été estimée en présence de Bleu Trypan, qui 
pénètre dans les cellules mortes. Les cellules vivantes et mortes ont été décomptées au 
microscope optique (n=300) tous les deux jours en culture.  
B: Aux mêmes stades, le pourcentage de neurones et de cellules gliales présentes 
dans la culture corticale est estimé par comptage (n=300) au microscope à fluorescence 
des cellules marquées par des anticorps dirigés respectivement contre la protéine 
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RÉSULTATS 
 
I- Mise en place d’un modèle cellulaire neuronal pour l’étude d’OPA1 
 
En dépit de la présence d’OPA1 dans tous les types cellulaires, la perte de fonction 
de cette dynamine engendre principalement des atteintes neurologiques. Afin de 
comprendre l’influence spécifique d’OPA1 sur les neurones, mon équipe a choisi de mettre 
en place au laboratoire un modèle de culture neuronale.  
 
Notre choix s’est porté sur une culture primaire de neurones corticaux 
embryonnaires, largement décrit et utilisé dans la littérature (Brewer et al., 1993) (Chang and 
Reynolds, 2006a; Hall et al., 2007). Lors de la mise en culture, les neurones corticaux 
prélevés au stade embryonnaire E17, sont capables de maturation ex vivo, comme en 
témoignent la croissance neuritique et la mise en place de la synaptogenèse (Chang and 
Reynolds, 2006a). De plus, après une quinzaine de jours, ces neurones développent un 
fonctionnement électrique proche de celui que montrent les neurones in vivo (Hall et al., 
2007). Ce modèle a été préféré à un modèle de culture primaire de cellules ganglionnaires 
de la rétine compte tenu de sa facilité de mise en oeuvre mais surtout de la possibilité de 
réaliser sur ce modèle des approches biochimiques nécessitant de grandes quantité de 
matériel. La découverte de formes syndromiques de l’ADOA-1, dont les atteintes ne sont pas 
restreintes aux cellules ganglionnaires de la rétine, a conforté notre choix. De plus, ce 
modèle présentant des caractéristiques communes à tous les neurones pouvait être utilisé 
pour étudier l’impact de l’inactivation d’autres acteurs de la dynamique mitochondriale, 
comme MFN2 et DRP1, qui présentent également un tropisme fort pour les neurones. 
 
Notre modèle de culture primaire de neurones a été établi à partir de cortex prélevés 
sur des embryons de rats au stade E17 (Chang and Reynolds, 2006a). Après prélèvement 
des embryons sur femelles anesthésiées, les cortex ont été disséqués puis dissociés 
mécaniquement. Les cellules ont été mises en culture (Jour 0, J0) à des densités allant de 
45 000 à 70 000 cellules/cm2 dans le milieu Neurobasal pendant douze jours (Jour 12, J12). 
L’ensemencement de 60 000 cellules/cm2 ayant donné les meilleurs résultats en termes de 
maturation des neurones et de visualisation des mitochondries, cette condition a été utilisée 
pour toutes les expériences. 
Nous avons dans un premier temps validé notre modèle cellulaire, en terme de 
viabilité et de composition. L’évolution de la viabilité des cultures corticales primaires au 
cours du temps a été suivie par coloration au Bleu Trypan des cellules mortes, perméables à 
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Figure 1: Caractérisation des cellules embryonnaires corticales de rat en culture 
primaire  
 
C: Le processus de maturation dendritique a été suivi par immunodétection de la protéine 
associée aux microtubules, Map2, tous les deux jours en culture. Barre d’échelle 20µM. 
D: le processus de synaptogenèse a été suivi par immunodétection de la synaptophysine 
(vert), un constituant des vésicules pré-synaptiques, tous les deux jours en culture. Le noyau 
est visualisé par coloration au Hoechst (bleu). Barre d’échelle 10µM. 
 
J2 J6 J4 
J12 J10 J8 
D 
C  
J2 J4 J6 
J8 J10 J12 
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ce colorant. La proportion de cellules vivantes reste élevée jusqu’au douzième jour de 
culture pour lequel elle est de 85% (Fig.1A).  
Au stade auquel sont prélevés les cortex embryonnaires de rat, le tissu nerveux est 
pour plus de 95% constitué de neurones. En culture, ces neurones sont post-mitotiques 
contrairement à la faible proportion de cellules gliales présentes qui sont prolifératives. Ainsi, 
au cours du temps, les cellules gliales se divisent et peuvent devenir majoritaires. Pour 
évaluer la part respective de chacune de ces populations, nous avons réalisé des 
expériences d’immunofluorescence indirecte avec des anticorps dirigés soit contre la 
protéine NeuN, spécifique des neurones, soit contre S100ß, protéine présente dans les 
astrocytes et la microglie. Les proportions de neurones et de cellules gliales ont été estimées 
par comptage sous microscope à fluorescence (Fig.1B). Les cellules gliales ne sont 
détectées qu’à partir du sixième jour de culture, pour lequel elles représentent environ 7% de 
la population totale. Au cours des douze jours de culture, cette proportion augmente, mais ne 
dépasse pas 25%.  
 
 Afin de suivre la mise en place et la maturation d’un réseau neuronal en culture, nous 
avons ensuite analysé la croissance neuritique et la mise en place de la synaptogenèse aux 
jours J2, 4, 6, 8, 10 et 12 (Fig.1C et D respectivement). Les immunofluorescences indirectes 
ont été réalisées à l’aide d’anticorps dirigés contre ß3tubuline (marqueur neuronal) ou MAP2 
(marqueur dendritique) pour suivre la croissance neuritique. À J2, le marquage neuronal 
ß3tubuline révèle des neurones individualisés sans connexions apparentes. Par contre, 
chacun des neurones étend des cônes de croissance vers leurs congénères. Les neurones 
donnent également naissance à des prolongements dendritiques visualisés par 
l’immunofluorescence MAP2. Dès J4, les neurones sont connectés et à partir de J6, le 
réseau neuronal se déploie considérablement et continue de s’étoffer jusqu’à J12. 
L’immunofluorescence indirecte de cellules corticales fixées aux différents jours de cinétique, 
à l’aide d’un anticorps dirigé contre la synaptophysine, un constituant des vésicules pré-
synaptiques, révèle un marquage sous forme ponctiforme caractéristique. La synaptophysine 
est détectée à partir du 4e jour de culture et son intensité augmente au cours du temps 
(Fig1D). Ces résultats ont été confirmés par Western blot (Fig.3). La synaptophysine qui 
n’est pas détectée au jour de la mise en culture, est faiblement accumulée au 4ème jour de 
culture, puis sa quantité augmente progressivement jusqu’à J12.  
 
Nous avons donc introduit au laboratoire un modèle de culture primaire de cellules 
corticales qui est, jusqu’au 12e jour de culture, essentiellement composé de neurones et dont 
la viabilité est excellente. Au cours de la culture, les neurones sont capables de progresser 
d’un état immature à un état mature. 
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Figure 2: Morphologie mitochondriale dans les cellules corticales embryonnaires 
en culture primaire.  
A: La morphologie des mitochondries des neurones corticaux a été suivie au cours du 
temps en microscopie fluorescence après immuno-détection de sous-unités des 
complexes de la chaîne respiratoire (anticorps OXPHOS). Barre d’échelle: 10µM.  
B : L’analyse morphométrique réalisée à l’aide du logiciel ImageJ montre la moyenne 
+/- SEM du rapport du nombre de mitochondries longues sur petites, à chaque stade 
(200 neurones par stade, n=3, test de significativité statistique ANOVA: *p<0.05, 
**p<0.01).  
C: La morphologie des mitochondries des astrocytes corticaux (vert, cellules S100ß 
positives) est observée en microscopie à fluorescence (x100) après immuno-marquage 
OXPHOS (rouge).  
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II- Caractérisation du modèle 
 
Après avoir validé notre modèle cellulaire neuronal, nous avons souhaité caractériser 
son mitochondriome. 
 
I-2- Caractérisation de la morphologie des mitochondries au cours de la 
maturation neuronale 
 
I-2-1- Morphologie des mitochondries 
 
Pour analyser la morphologie des mitochondries des neurones corticaux, nous avons 
réalisé des expériences d’immunofluorescence indirecte à l’aide d’un mélange anticorps 
dirigés contre une sous-unité de chacun des cinq complexes de la chaîne respiratoire 
(anticorps OXPHOS). Les neurones ont été repérés par immuno-marquage avec un 
anticorps dirigé contre la protéine neuronale MAP2. L’évolution de la morphologie 
mitochondriale a été suivie au cours de la mise en culture en fixant les cellules corticales à 
J2, J4, J6 J8, J10 et J12 (Fig.2A). Une analyse morphométrique a été réalisée, après prise 
d’images en microscopie confocale, avec le logiciel ImageJ au niveau des régions 
proximales des neurites c’est-à-dire proches du soma (Fig.2B). En effet, les neurones 
corticaux étant de nature et de morphologie très diverses, nous avons choisi de caractériser 
les mitochondries dans une région où la morphologie neuronale paraît globalement 
commune à tous les neurones. De plus, les mitochondries formant au niveau du soma un 
réseau très dense, il est impossible de réaliser la mesure de ces organelles dans ce 
compartiment. 
 
Les neurones présentent, au niveau du soma et des neurites et quel que soit le 
temps passé en culture, un mitochondriome formé de filaments (Fig.2A). Leur taille moyenne 
est estimée à 1,1 µm. À J6, la figure 2B montre une augmentation d’un facteur 3 du degré de 
« filamentation » des mitochondries dans les neurones, représentée par le rapport entre le 
nombre de mitochondries dites longues (2 à 10 µm) et le nombre de mitochondries dites 
courtes (0,3 à 2 µm). Au delà, les mitochondries, tout en restant filamenteuses voient leur 
taille revenir à des valeurs similaires à celles observées à J2.  
 
Les cellules gliales, repérées par immuno-marquage avec l’anticorps dirigé contre la 
protéine S100β, qui commencent à être détectées à partir de J6, présentent un réseau 
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Figure 3: Expression des acteurs de la dynamique mitochondriale dans les 
cellules corticales  
L’expression des acteurs de la dynamique mitochondriale (OPA1, DRP1, MFN1 et 
MFN2) au cours de la maturation des cellules corticales a été suivie par Western blot, 
illustré ici par un blot représentatif de 6 expériences. Des protéines cytosoliques 
(actine) ou mitochondriales (HSP60) ont été utilisées comme témoins de charge. La 
GFAP permet de détecter les astrocytes et la synaptophysine le début de la maturation 
synaptique.  
L’agrandissement de gauche illustre la répartition des différentes isoformes d’OPA1, de 
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mitochondrial excessivement filamenteux jusqu’au douzième jour de mise en culture 
(Fig.2C).  
 
Nous avons donc mis en évidence l’existence d’une hyperfilamention transitoire des 
mitochondries au cours de la maturation des neurones en culture. 
 
I-2-2- Expression des acteurs de la dynamique mitochondriale 
 
Afin de déterminer si les changements de morphologie des mitochondries observées 
au cours de la maturation des neurones ex vivo sont corrélés à des modifications 
d’expression des acteurs contrôlant la dynamique mitochondriale, nous avons suivi leur 
expression par Western blot grâce à des anticorps dirigés contre OPA1, MFN1 et 2 et DRP1.  
 
Comme dans les cellules HeLa, 5 isoformes (a-e) de la protéine OPA1 présentes 
dans des proportions variables sont détectées dans les neurones corticaux dissociés (J0); 
les formes b et d étant les plus abondantes (Fig.3). Le profil d’expression de la protéine 
OPA1 varie au cours du temps : les bandes b et d, exprimées de manière équivalente à J0, 
voient leur rapport se modifier au profit de la forme b de J2 à J12 (Fig.4A). Le profil de DRP1 
évolue également au cours du temps : à J0, la protéine est présente sous deux isoformes, 
alors qu’à partir de J2 l’isoforme de plus faible poids moléculaire disparaît et la quantité 
d’isoforme de plus haut poids moléculaire augmente (Fig.3 et Fig.4B). Enfin, contrairement à 
MFN2, dont le profil d’expression reste identique au cours du temps, la quantité de MFN1, 
constante jusqu’à J4, diminue à partir de J6 (Fig.3 et Fig.4C).  
 
Bien que les cellules gliales soient peu nombreuses jusqu’à J12 (Fig.1B) et que les 
changements d’expression de OPA1, DRP1 et MFN1 soient observés avant que le 
marquage GFAP spécifique des astrocytes ne soit détecté en Western blot (Fig.3), la culture 
primaire de neurones corticaux embryonnaires reste une culture mixte. De ce fait, pour 
s’assurer de la part respective des neurones et des cellules gliales dans les modifications 
des profils d’expression observés, nous avons réalisé des Western blots à partir d’extraits 
protéiques de cellules corticales traitées le lendemain de l’ensemencement par l’arabinoside 
C (AraC) et collectées à J8. L’AraC est une drogue toxique pour les cellules en prolifération, 
c’est-à-dire ici les cellules gliales (Fig.5A). Dans la population cellulaire traitée par l’AraC, 
dans laquelle aucun marquage GFAP n’est détecté par Western blot après 8 jours de 
culture, nous retrouvons des profils d’expression d’OPA1, de DRP1 semblables à ceux de 
cellules non traitées. Ceci révèle la contribution majeure des neurones aux changements 
d’expression des acteurs de la dynamique observés en culture mixte. MFN1, contrairement à 
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Figure 4: Expression des acteurs de la dynamique mitochondriale dans les 
cellules corticales  
A: Evolution du rapport de densité entre les isoformes b et d d’OPA1 au cours de la 
maturation ex vivo, histogrammes des moyennes +/- SEM à gauche, droite de 
régression linéaire à droite.  
B: Histogrammes de l’évolution de l’expression de la forme longue de DRP1 au cours 
de la maturation des cellules corticales ex vivo, représentant les moyennes +/- SEM (n = 
3) des valeurs de chaque stade normalisées à celles de la forme longue à J0. 
C: Histogrammes de l’évolution de l’expression de MFN1 au cours de la maturation des 
cellules corticales ex vivo, représentant les moyennes +/- SEM (n = 3) des valeurs de 
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MFN2, n’est pas détectée dans les cellules traitées par l’AraC. Pour compléter nos résultats, 
nous avons également réalisé des cultures primaires d’astrocytes corticaux à partir 
d’embryon de rat E20 (Bayol-Denizot et al., 2000). Après 10 jours de culture, les astrocytes 
expriment l’ensemble des isoformes d’OPA1, les deux mitofusines mais seulement l’isoforme 
de DRP1 de faible poids moléculaire. L’absence de la MFN1 dans la culture corticale traitée 
à l’AraC et la présence de la MFN1 dans les astrocytes, suggère que la faible quantité de la 
MFN1 après J6 dans les cellules corticales serait due à la présence des cellules gliales 
(Fig.5A). 
 
Afin de déterminer si les observations que nous avons réalisées ex vivo reflètent des 
phénomènes se produisant in vivo, nous avons étudié le profil protéique des acteurs de la 
dynamique mitochondriale dans le cortex de rat à différents stades de développement 
(Fig.5B). Au stade embryonnaire E17, nous retrouvons un profil d’expression des différents 
acteurs, similaire à celui du jour J0 indiquant que le processus de dissociation cellulaire n’a 
pas eu d’influence. Au stade embryonnaire E20, au stade post-natal P1 et au stade adulte 
(A), le rapport isoforme b / isoforme d d’OPA1 s’établit au profit de l’isoforme b et seule 
l’isoforme de haut poids moléculaire de DRP1 est détectée. MFN1 toujours présente au 
stade embryonnaire E20, diminue à partir du stade P1 jusqu’au stade adulte.  
 
Nous avons donc mis en évidence l’existence de modifications du profil d’expression 
de différents acteurs de la dynamique mitochondriale au cours de la maturation des 
neurones ex vivo rappelant les changements observés au cours du développement. 
 
I-3- Caractérisation de l’activité mitochondriale au cours de la maturation des 
neurones. 
 
I-3-1- Évolution du potentiel de membrane mitochondrial 
 
Des données récentes montrent que l’élongation des mitochondries permet une 
augmentation de leur potentiel énergétique (Gomes et al., 2011). Ainsi, l’augmentation de 
filamentation des mitochondries dans les neurones corticaux mise en évidence à J6, pourrait 
s’accompagner d’une activité plus importante de la chaîne respiratoire.  
Pour étudier cette hypothèse nous avons utilisé comme indicateur d’activité 
respiratoire le potentiel de membrane mitochondrial, qui a été mesuré en utilisant la sonde 
ratiométrique fluorescente JC-1 (5,5’,6,6’-tetrachloro-1,1’,3,3’-tetraethyl benzimidazolyl 
carbocyanine iodide). Ce cationique lipophile, qui s’accumule dans les mitochondries en 
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Figure 5: Expression des acteurs de la dynamique mitochondriale dans les 
cellules corticales et chez l’animal  
A: L’expression de OPA1, DRP1, MFN1, MFN2, de l’actine et de l’ATP synthase a été 
suivie en Western blot (illustré par un blot représentatif de 3 expériences) sur protéines 
extraites d’astrocytes (Astro), de cellules corticales dissociées (J0) ou de cellules 
corticales traitées (+AraC) ou non (-AraC) par l’arabinoside qui élimine les cellules 
gliales.  
B: L’expression de OPA1, DRP1, MFN1, MFN2, de la synaptophysine, de l’actine et de 
HSP60 a été suivie en Western blot (illustré par un blot représentatif de 3 expériences) 
sur des protéines extraites de cortex prélevés sur des embryons de rat aux stades 17 
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fonction du potentiel de membrane, est monomérique et fluoresce dans le vert quand il est 
présent à une faible concentration et s’agrège et fluoresce dans le rouge à de fortes 
concentrations (Smiley 1991). Les mitochondries ayant un potentiel membranaire élevé, 
concentrent donc le JC-1 sous forme d’agrégats rouges.  
Les quantités de fluorescence rouge (535/590 nm) et verte (485/530 nm) de cellules 
corticales cultivées pendant 4, 6 et 8 jours puis incubées pendant 20 minutes en présence 
de JC-1 ont été mesurées par fluorométrie. Une pré-incubation des cellules à J6 pendant 1 
heure avec du DinitroPhenol (DNP), un agent découplant de la chaîne respiratoire agissant 
comme un transporteur de protons, provoque une diminution du rapport de la fluorescence 
rouge (potentiel de membrane) sur la fluorescence verte (masse mitochondriale), validant 
ainsi notre test (Fig.6A). Des études préliminaires (n=2) montrent une augmentation à J6 
d’un facteur de 1,5 par rapport à J4 du rapport fluorescence rouge sur fluorescence verte, et 
donc du potentiel de membrane mitochondrial (Fig.6B). Le potentiel de membrane 
mitochondrial revient à J8 à une valeur comparable à celle de J4. 
 
Nos expériences suggèrent une augmentation transitoire du potentiel de membrane 
mitochondrial à J6. L’activité de la chaîne respiratoire mitochondriale pourrait donc 
transitoirement augmenter au cours de la maturation neuronale ex vivo.  
 
I-3-2- Evolution des EAOs 
 
Même dans des conditions physiologiques, une part de l’oxygène (2 à 6%) n’est pas 
totalement réduite par la chaîne respiratoire (Turrens, 2003). Cet oxygène non réduit subit 
une réduction monoélectrique au niveau des complexes I et III de la chaîne respiratoire. Ce 
qui aboutit à une fuite d’électrons lors du transit dans la chaîne respiratoire à l’origine de la 
production d’espèces actives de l’oxygène (EAOs). Ainsi, dans des conditions 
physiologiques, plus la chaîne respiratoire est active, plus la production des EAOs est 
importante. L’évaluation de la quantité des EAOs pourrait donc conforter nos observations 
préalables indiquant une augmentation du potentiel de membrane mitochondrial, ie de 
l’activité de la chaîne respiratoire, au 6e jour de la mise en culture des neurones corticaux. 
Pour détecter les EAOs, nous avons utilisé la sonde H2-DCFDA (2’,7’ –dichlorofluorescéine 
diacétate). Cette sonde perméante, une fois clivée dans le cytosol par des estérases, va 
réagir avec les EAOs pour donner une forme fluorescente de la molécule qui émet à 527 nm 
(vert) après excitation à 493 nm. La sonde H2-DCFDA est sensible aux peroxydes 
d’hydrogène et à ses dérivés radicalaires. 
Après 2 à 12 jours de mise en culture, les cellules corticales ont été incubées  30 
minutes avec la sonde H2-DCFDA et la fluorescence émise a été quantifiée par 
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Figure 6: Evolution du potentiel de membrane mitochondrial autour du pic de 
filamentation.  
A: Histogramme de la moyenne +/- SEM du rapport de l’émission de fluorescence 
rouge/vert de la sonde JC-1 reflétant le potentiel de membrane mitochondrial après 
traitement au DNP (2,4 dinitrophénol), un agent découplant de la chaîne respiratoire. 
B: Histogramme de la moyenne +/- SEM du rapport de l’émission de fluorescence 
rouge/vert de la sonde JC-1 reflétant le potentiel de membrane mitochondrial, pour 10 
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spectrofluorométrie. Une préincubation des cellules à J2 pendant 1h avec de l’Antimycine, 
un inhibiteur du complexe III de la chaîne respiratoire et connu pour induire un stress 
oxydatif mitochondrial, provoque une augmentation du taux d’oxydation de la sonde 
témoignant de la validité de notre test (Fig.7A). Une élévation significative du taux 
d’oxydation de la sonde est observée à J6, traduisant un accroissement transitoire de près 
de 35% du niveau des EAOs (Fig.7B). Au delà, la quantité de fluorescence retourne à un 
niveau voisin de celle observée à J2. L’augmentation transitoire à J6 du niveau des EAOs a 
lieu au même moment que l’élévation transitoire du potentiel de membrane mitochondrial 
suggérant qu’elle résulte d’une augmentation du fonctionnement de la chaîne respiratoire.  
 
Une incubation de 6h avec 2 types d’anti-oxydants, le Glutathion et le Trolox 
(analogue de la vitamine E), diminue significativement le taux d’oxydation de la sonde sans 
toutefois l’inhiber totalement (Fig.8A et B). L’analyse morphologique par ImageJ des 
mitochondries, après un traitement des neurones à J6 pendant 6h au Trolox qui induit 50% 
de diminution du taux d’oxydation de la sonde (Fig9A), ne révèle aucun effet sur la taille des 
mitochondries (Fig.9B).  
 
Le caractère transitoire de l’augmentation des EAOs au cours de la maturation 
neuronale, suggère qu’il pourrait s’agir d’une voie de signalisation cellulaire. Actuellement, 
un des acteurs privilégiés reliant la maturation neuronale à la régulation du niveau des 
EAOs, est le facteur de transcription NRF2 (Kosaka et al., 2010; Zhao et al., 2009a). Nous 
avons donc analysé la localisation intracellulaire de NRF2 à J4, J6 et J8 par 
immunocytochimie. Une translocation nucléaire reflète l’activation de sa voie de 
signalisation.  
À J4, 10% des neurones présentent une translocation nucléaire du facteur NRF2, 
phénomène qui double à J6 et revient à 10% à partir de J8. De nouveau, on assiste à un 
phénomène transitoire avec un accroissement du nombre de cellules présentant une 
translocation nucléaire de NRF2 à J6 (Fig.10A et B).  
 
Nous avons mis en évidence une augmentation transitoire de la quantité des EAOs 
au cours de la maturation neuronale ex vivo. Cette augmentation est corrélée à une 
augmentation transitoire du taux de translocation nucléaire du facteur de transcription NFR2, 
suggérant la mise en place d’une signalisation NRF2 dépendante au cours de la maturation 
des neurones ex vivo. La diminution du taux d’EAOs par un traitement avec un anti-oxydant 
est sans effet sur la morphologie des mitochondries, plaçant potentiellement l’augmentation 
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Figure 7: Mesure de la quantité d’EAOs.  
A. Les cellules corticales sont pré-traitées par le véhicule (gris) ou par 50nM 
d’Antimycine (blanc, AM) pendant 1H et sont ensuite incubées en présence de H2-
DCFDA et la fluorescence émise a été quantifiée par spectrofluorométrie. Les résultats 
représentent la moyenne +/-SEM de trois expériences indépendantes.   
Test t de Student, * : p<0,05; ** : p<0,01; *** p<0,001.  
B. Les cellules corticales ont été incubées en présence de H2-DCFDA et la 
fluorescence émise a été quantifiée par spectrofluorométrie. Les résultats représentent 
la moyenne +/- SEM d’une expérience de 5 échantillons dépendants représentative 
d’une série de 5 expériences indépendantes. Test ANOVA-Tukey* : p<0,05; ** : 
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B  
Figure 8: Modulation de la quantité d’EAOs.  
A: Les cellules corticales sont pré-traitées à J6 par le véhicule (gris) ou par 1mM de 
glutathion pendant 2H (blanc, GE), ou 100µM de Trolox (B) pendant 6H , 
et sont ensuite incubées en présence de H2-DCFDA et la fluorescence émise a été 
quantifiée par spectrofluorométrie. Les résultats représentent la moyenne +/-SEM de 
trois expériences indépendantes.   
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Figure 9: Impact de l’antioxydant Trolox à J6 sur la quantité d’EAOs et sur la longueur des 
mitochondries.  
A: Le graphe montre la moyenne +/-SEM des valeurs après traitement de 6H avec le Trolox 
(100µM), normalisées à celles obtenues pour le véhicule, pour 6 expériences indépendantes.  
Test t de Student, *** : p<0,001.  
B: Après immunodétection des mitochondries par le cocktail d’anticorps OXPHOS, dans les 
conditions véhicule ou Trolox, l’analyse morphométrique a été réalisée à l’aide du logiciel ImageJ.  
L’histogramme montre les moyennes +/- SEM du rapport du nombre de mitochondries longues sur 


































Figure 10: Evolution du pourcentage de translocation nucléaire de NRF2 au cours de la 
maturation neuronale 
A: La translocation de NRF2 dans le noyau (Hoechst, bleu) est visualisée par immunofluorescence 
grâce à l’anticorps anti-NRF2 (Vert).  
B: Le graphe représente la moyenne +/-SEM du pourcentage de neurones dans lesquels le facteur 
de transcription NRF2 est transloqué dans le noyau, à J4, J6 et J8, pour 4 expériences 
indépendantes. Test T de Student;  ** : p<0,01; *** : p<0,001). 150 cellules ont été comptées par 
condition et par expérience. 
B 
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transitoire des EAOs après le changement de morphologie des mitochondries au cours de la 
maturation des neurones.  
 
III- Influence d’OPA1 sur la morphologie et le fonctionnement des mitochondries dans 
les neurones, impact sur la maturation neuronale 
 
 Nous avons montré l’existence de changements de morphologie des mitochondries 
associés à des modifications d’expression des acteurs de la dynamique mitochondriale au 
cours de la maturation des neurones corticaux ex vivo. Pour déterminer si la dynamique 
mitochondriale peut influencer la maturation des neurones, nous avons ciblé un des acteurs 
qui contrôlent ce processus, la protéine fusogène OPA1, objet d’étude du laboratoire. Nous 
avons choisi de diminuer l’expression d’OPA1. En effet, les mécanismes pathogènes 
majoritairement mis en jeux lors de l’ADOA-1, pathologie liée aux mutations de la dynamine, 
sont des processus d’haploinsuffisance.  
 
III-1- Mise en place de la stratégie d’extinction d’OPA1 
 
 Pour inhiber l’expression d’OPA1 dans les neurones corticaux en culture primaire, 
nous avons utilisé une stratégie d’interférence à l’ARN. Des siARN ciblant la séquence des 8 
variants d’épissage d’OPA1 (siOPA1), ou un siARN contrôle ciblant l’ARN de la luciférase 
(siLUC), ont été introduits par nucléofection dans les cellules corticales fraîchement 
dissociées (J0). Les neurones transfectés ont été cultivés de 3 à 12 jours. La quantité 
d’OPA1 dans les cellules a été détectée par Western blot avec des anticorps dirigés contre 
la dynamine. Dans le premier cas, des quantifications ont été réalisées à l’aide du logiciel 
Image J en utilisant comme standard de normalisation la protéine mitochondriale HSP60 ou 
l’actine. 
 Les premières expériences ont été réalisées en utilisant un mélange de 4 siARN 
OPA1 différents (siOPA1 pool) (Fig.11A). Dès 72h après transfection, la quantité d’OPA1 
détectée par Western blot est diminuée de 40% par rapport aux cellules contrôles 
transfectées par le siLUC. 6 jours après transfection, la quantité de protéine OPA1 est 
réduite de 80% (Fig.11B). 
 Pour limiter d’éventuels effets non spécifiques des siARN, nous avons ensuite testé 
séparément les 4 siOPA1 présents dans le pool (si1-4) afin d’en sélectionner un. Parmi les 4 
siARN du pool, les si2 et si4 sont les plus efficaces avec 64 % d’extinction après 6 jours de 
transfection (Fig11B). Une analyse cinétique de l’effet du si2 montre que l’extinction de la 
protéine OPA1 est effective jusqu’à 12 jours après la transfection (Fig.11C). 
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Figure 11 : Evolution de l’expression d’OPA1 dans les neurones en culture après 
traitement par différents siARN à J0 
La transfection des siARN OPA1 ou luciférine dans des cellules corticales en suspension 
est réalisée à J0 par électroporation et l’expression de OPA1 (toutes isoformes) et de 
l’actine ou HSP60  a été suivie par Western blot complétée d’une quantification par ImageJ.  
A: Effet du ‘pool’, ensemble de 4 siOPA1, et du siLuc contrôle sur la quantité d’OPA1 à J3. 
Quantification par normalisation à la quantité d’actine. 
B: Effet du ‘pool’, ensemble de 4 siOPA1, de chaque siOPA1 individuellement et du siLuc 
contrôle à J6. Quantification par normalisation à la quantité d’actine. 
C: Evolution de l’effet du siOPA1 numéro 2 sur la quantité d’OPA1 de J6 à J12. 
Quantification par normalisation à la quantité d’actine. 
D: Evolution de l’effet du siOPA1 numéro 2 sur la quantité d’OPA1 de J6. Histogramme des 
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Dans la suite du travail, nous avons utilisé le si2, dont nous avons analysé les effets à 6 
jours de transfection. La figure 11D représente une analyse statistique de l’effet du siOPA1 
sur la quantité de protéine OPA1 qui apparaît réduite de 61% +/- 8 par rapport aux cellules 
contrôles transfectées par le siLUC. 
 
 Nous disposons donc d’une stratégie efficace de diminution de l’expression d’OPA1, 
dont nous avons étudié les différentes conséquences, 6 jours après transfection, au moment 
où ont lieu le pic de filamentation mitochondriale, l’élévation du potentiel de membrane 
mitochondrial, l’augmentation de la quantité d’EAOs et de translocation nucléaire de NRF2. 
De façon intéressante, le taux moyen d’extinction d’OPA1 obtenu, se rapproche des taux 
d’OPA1 mesurés dans des fibroblastes de patients atteints d’ADOA-1 ou dans des modèles 
de souris de cette rétinopathie (Davies et al., 2007; Olichon et al., 2007).  
 
 III-2- Extinction d’OPA1 et morphologie mitochondriale 
 
  Notre équipe a montré qu’une diminution de l’expression d’OPA1 provoque la 
fragmentation des mitochondries et la mort par apoptose de cellules HeLa (Olichon et al., 
2003). Nous avons donc examiné les effets d’une diminution de la quantité d’OPA1 sur la 
morphologie du réseau mitochondrial et la viabilité des neurones corticaux.  
 
  La morphologie des mitochondries des cellules corticales transfectées par des siARN 
OPA1 ou LUC a été examinée après 6 jours de culture par microscopie à fluorescence à 
l’aide de l’anticorps OXPHOS (Fig.12A) ou de la protéine mitochondriale fluorescente 
MitoDsRed co-transfectée avec les siARN (Fig.12B). Les neurones et leur différents 
compartiments, dendrites ou axones, ont été visualisés par immunocytochimie 
respectivement grâce à l’anticorps anti-MAP2 ou anti-TAU (Fig.12B). La présence ou 
l’absence de la protéine OPA1 dans les neurones, a été visualisée à l’aide d’un anticorps 
dirigé contre la dynamine (Olichon et al., 2003). 
  Les neurones traités par le siLUC possèdent en grande majorité (89% +/-5) un 
réseau mitochondrial filamenteux contrairement aux cellules traitées par le siOPA1 qui 
présentent des mitochondries fragmentées (72% +/- 9) (Fig.12A panel de droite). Des 
exemples représentatifs de cellules marquées par l’anticorps OPA1 (a) et présentant un 
réseau mitochondrial filamenteux visualisé grâce à l’anticorps OXPHOS (a’) ou de cellules 
dont le marquage OPA1 est négatif (b) et qui arborent un réseau mitochondrial fragmenté 
(b’) sont présentés en figure 12B panel de gauche. Les mitochondries fragmentées, 
visualisées par la MitoDsRed, sont distribuées de façon homogène dans les différents
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Figure 12 : Effet de l’extinction d’OPA1 sur la morphologie, la distribution des 
mitochondries et la mort neuronale à J6.  
A: Les mitochondries ont été visualisées par microscopie à fluorescence grâce à des 
anticorps dirigés contre l’ATP synthase (rouge, a’, a ’’, b’ et b’’) et contre la dynamine 
OPA1  (vert, a et b)). Les pourcentages de cellules ayant un réseau mitochondrial 
fragmenté (blanc) ou filamenteux (gris) ont été déterminés après comptage sous 
microscope (n=3).  
a’’ et b’’ sont des agrandissements des carrés visualisés en a’ et b’. * = cellule OPA1+ à 
mitochondries filamenteuses autour de cellules OPA1- à mitochondries fragmentées. 
B: Les mitochondries sont visualisées en microscopie de fluorescence après transfection 
d’un plasmide codant la protéine mitochondriale fluorescente MitoDsRed. Panneau de 
gauche, situation contrôle siLuc, mitochondries filamenteuses; panneau de droite; siOPA1, 
mitochondries fragmentées. 
C: Histogramme des moyennes +/- SEM des pourcentages de noyaux apoptotiques dans 
les conditions siLuc et siOPA1 à J6. 
 A a a’ 
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compartiments neuronaux (dendrites, axones et soma) dans les cellules traitées par le 
siOPA1, comme montré ici pour les dendrites avec l’anticorps anti-MAP2. 
  L’analyse du nombre de noyaux apoptotiques, ie présentant une chromatine 
condensée et fragmentée, montre que le pourcentage d’apoptose spontanée n’est pas plus 
important dans les cellules transfectées par le siOPA1 que dans les cellules contrôles 
(Fig.12C). Sa valeur plutôt élevée pourrait être imputable au processus de nucléofection, 
dommageable pour les cellules.  
 
  Comme attendu, l’extinction de la protéine OPA1 provoque la fragmentation des 
mitochondries dans les neurones, sans affecter de façon drastique leur distribution. Dans les 
cultures corticales primaires de neurones, la perte d’OPA1 ne provoque pas d’apoptose 
spontanée. 
 
 III-3- Extinction d’OPA1 et fonctions mitochondriales 
 
 Notre équipe a montré que l’extinction d’OPA1 provoque dans les cellules HeLa une 
réduction du potentiel de membrane mitochondrial (Olichon 2003). De la même façon nous 
avons établi dans ce travail, qu’une diminution de l’expression de la dynamine dans les 
neurones s’accompagne d’une diminution significative de 27% du potentiel de membrane 
mitochondrial (Fig.13A).  Pour cela des cultures corticales ont été transfectées à J0 par des 
siARN OPA1 ou LUC, puis incubées avec la sonde JC-1 pendant 20 minutes. Le rapport 
quantité de fluorescence rouge sur quantité de fluorescence verte a ensuite été mesuré 
après 6 jours de culture par spectrofluorométrie. 
 
 Comme démontré dans des fibroblastes déplétés en OPA1 (Chen et al., 2005), un 
défaut de respiration mitochondriale pourrait expliquer la diminution du potentiel de 
membrane mitochondrial observée dans les neurones. Ce défaut de respiration pourrait être 
le résultat d’une diminution de quantité et/ou d’activité de la chaîne respiratoire. Ainsi, nous 
avons évalué la quantité des cinq complexes composant la chaîne respiratoire. Pour cela, 
des cultures corticales ont été transfectées à J0 par des siARN OPA1 ou LUC, puis les 
protéines totales ont été extraites à J6 et analysées par SDS-PAGE et Western blot à l’aide 
de l’anticorps OXPHOS. L’analyse densitométrique, réalisée à l’aide du logiciel Image J, 
montre que l’extinction d’OPA1 provoque une diminution de la quantité de certaines sous-
unités des complexes I, III et IV respectivement de 35% (+/- 4%), 32% (+/- 9%) et 50% (+/- 
6%) (Fig.13B). Aucune différence n’est notée pour les complexes II et V.  
 
 La perte d’OPA1 influence donc de manière spécifique la quantité des complexes I, III 
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Figure 13: Influence de l’extinction d’OPA1 sur le potentiel de membrane 
mitochondrial et l’expression des complexes respiratoires dans les cellules 
corticales.  
Après transfection des siARN OPA1 ou LUC dans des cellules corticales à J0, les 
différentes mesures sont effectuées à J6.  
A: Histogramme de la moyenne +/- SEM du rapport de l’émission de fluorescence 
rouge/vert de la sonde JC-1 reflétant le potentiel de membrane mitochondrial, normalisé 
à la valeur contrôle (5 expériences indépendantes, Test t de Student, *** : p<0,001).  
  
B: L’expression de sous-unités des complexes respiratoires (CI à CV) été suivie par 
Western blot. La protéine mitochondriale HSP60 a été utilisée comme témoin de 
charge. Le graphe représente les moyennes +/-SEM des valeurs issues de la 
quantification par ImageJ des Western blots, normalisées à la valeur contrôle (n=7, Test 
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et IV de la chaîne respiratoire et pourrait altérer le fonctionnement des mitochondries, mis en 
évidence ici par une diminution du potentiel de membrane mitochondrial. 
    
 III-4- Extinction d’OPA1 et état redox 
 
  La diminution du potentiel de membrane mitochondrial pourrait refléter un 
ralentissement global de l’activité de la chaîne respiratoire, qui par voie de conséquence 
produirait moins d’EAOs. Au contraire, une perturbation du fonctionnement des complexes 
respiratoires, en particulier celui du I et du III pourrait, en provoquant une fuite d’électrons 
plus importante, mener à une production accrue des EAOs (Droge, 2002). En conséquence 
une réponse antioxydante pourrait être mise en place pour piéger, efficacement ou non, 
l’excès d’EAOs. Dans tous les cas, l’homéostasie redox de la cellule, qui résulte de la 
balance entre les systèmes producteurs des EAOs et les systèmes antioxydants, serait 
modifiée. Nous avons donc analysé l’impact d’une diminution de l’expression d’OPA1 sur ces 
différents processus. 
  
  Dans un premier temps, nous avons analysé l’effet de la perte d’OPA1 sur la quantité 
des EAOs par spectrofluorométrie à l’aide de la sonde H2-DCFDA, dans des neurones 
corticaux transfectés à J0 par des siOPA1 ou siLUC. Après 6 jours de mise en culture, le 
niveau des EAOs diminue significativement de 22% (+/-7%) dans les neurones transfectés 
par le siOPA1 comparativement aux neurones traités par le siLUC (Fig.14A).  
 
  Une manière indirecte d’évaluer la production des EAOs mitochondriales est de 
mesurer l’activité enzymatique d’une protéine intervenant dans le cycle de Krebs et sensible 
à l’anion superoxyde du fait de son centre Fer-S : l’aconitase. Cette enzyme permet de 
réaliser l'isomérisation stéréospécifique du citrate en isocitrate. Le test que nous avons 
utilisé pour évaluer l’activité de l’aconitase, est basé sur la mesure de la formation de 
coenzymes réduits NADPH résultant de la transformation de l’isocitrate en α-cétoglutarate 
par spectrofluorométrie à 340nm. L’activité de l’aconitase est diminuée de 33% (+/-11%) 
dans les neurones 6 jours après la transfection par le siOPA1 comparativement aux 
neurones traités par le siLUC (Fig.14B, panel de gauche). La quantité d’aconitase, estimée 
par Western blot à l’aide d’un anticorps dirigé contre l’enzyme reste elle identique (Fig.14B, 
panel de droite). 
  La diminution de l’activité aconitase suggère une production accrue d’EAOs 
mitochondriales. Or le niveau global des EAOs est diminué. Ceci pourrait indiquer que la 
cellule a mis en place une stratégie de défenses anti-oxydantes pour maintenir un niveau 
correct en EAOs. Les enzymes des détoxification/dégradation des EAOs, qui font partie de la  
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Figure 14: Influence de l’extinction d’OPA1 sur les enzymes antioxydantes et sur 
la quantité d’EAOs.  
Après transfection des siARN OPA1 (blanc) ou LUC (gris) dans des cellules corticales 
à J0, les différentes mesures sont effectuées à J6.  
A: Le graphe représente la moyenne +/- SEM de la concentration en EAOs (n=7); Test 
de Student,  * : p<0,05. 
B: Le graphe de gauche représente la moyenne +/- SEM de la quantité de protéique 
aconitase (n=6)  et le graphe de droite l’activité enzymatique de l’aconitase (n=5); Test 
de Student,  * : p<0,05. 
C: L’expression des enzymes antioxydantes SOD1, SOD2 et catalase a été suivie par 
Western blot. Les protéines cytosolique (Actine) et mitochondriale (HSP60) ont été 
utilisées comme témoin de charge. L’histogramme de droite représente la moyenne +/- 
SEM des valeurs issues de la quantification par ImageJ des Western blots (n=5, Test 
de Student). 
D. Histogramme des moyennes +/- SEM de l’activité enzymatique de la catalase 
normalisée au contrôle (n=5; * :Test t de Student, p<0,05).  
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machinerie antioxydante de la cellule, comprennent entre autres les SuperOxyde 
Dismutases (SOD1 et 2) et la catalase qui sont, lors d’un déséquilibre redox, sujettes à des 
régulations transcriptionnelles et traductionnelles. Nous avons dans un premier temps évalué 
la quantité de la protéine SOD1 (isoforme cytosolique ou présente dans l’espace 
intermembranaire mitochondrial dépendante du cuivre et du zinc), SOD2 (isoforme 
mitochondriale dépendante du manganèse) et catalase dans des neurones corticaux 
transfectés par des siOPA1 ou siLUC par Western blot à l’aide d’anticorps dirigés contre ces 
enzymes. Des quantifications ont été réalisées à l’aide du logiciel Image J en utilisant 
comme standard de normalisation la protéine mitochondriale HSP60 ou l’actine. 6 jours 
après transfection, la quantité de SOD1 ne montre aucune différence dans les deux 
conditions, alors qu’une augmentation non significative des quantités de catalase sont 
notées dans les neurones transfectés par les siOPA1 (Fig 14C). Nous avons ensuite 
souhaité évaluer l’activité de ces enzymes. L’activité catalase a été mesurée en dosant 
l’oxygène dégagé par la conversion de l’H2O2 en H2O et en O2 (Fig.14D). Les neurones, en 
absence d’OPA1, ont une activité de la catalase augmentée d’un facteur 2 comparativement 
aux neurones à J6 traités par les siLUC. Malheureusement, nous n’avons pas été en mesure 
de quantifier les activités SOD. Ces enzymes intervenant dans la même voie de 
détoxification des EAOs, nous pouvons proposer que la détoxification enzymatique des 
EAOs est active. Ainsi, en dépit d’une production élevée des EAOs, les enzymes SOD2 et 
catalase tamponneraient les EAOs délétères pour la cellule. Ce qui irait dans le sens d’une 
mise en route d’une détoxification locale à la mitochondrie et par voie de conséquence, à 
une modification de l’état redox.  
 
  Nous avons donc souhaité évaluer l’état redox des neurones dont la quantité en 
OPA1 est diminuée en déterminant le niveau d’oxydation du glutathion. La régénération de la 
forme réduite du glutathion (GSH), dont 15 % de la quantité totale est importée du cytosol 
vers la mitochondrie, est en effet au centre de la régulation du potentiel redox par l’organelle 
(Aon et al., 2007). L’état redox dans les neurones transfectés par les siOPA1 a été évalué, 
en collaboration avec Anne Galinier (Galinier et al., 2006), en déterminant la quantité de 
glutathion réduit et de glutathion oxydé par HPLC (Fig.15). Après 6 jours de transfection, le 
ratio GSH/GSSG est augmenté d’un facteur 2,2 dans les neurones siOPA1 par rapport aux 
conditions siLUC, traduisant un déséquilibre de l’état redox.  
 
  L’ensemble de ces résultats montre que la perte d’OPA1 perturbe l’équilibre redox de 
la cellule. Cette perturbation pourrait être liée à une altération du fonctionnement de la 
chaîne respiratoire entraînant une production accrue d’EAOs mitochondriales, comme en 
témoignent respectivement la diminution du potentiel de membrane mitochondrial et la 
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Figure 15: Influence de l’extinction de la protéine OPA1 sur l’état redox des 
neurones corticaux.  
Après transfection des siARN OPA1 (blanc) ou LUC(gris) dans des cellules corticales 
à J0, les différentes mesures sont effectuées à J6.  
Le graphe représente la moyenne +/- SEM du rapport du GSH/GSSG dans les 
conditions de traitement par siLUC (gris) et de siOPA1 (blanc) de 4 expériences 
indépendantes.  
Test t de Student,  * : p<0,05.  
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diminution de l’activité aconitase. La cellule lutterait contre un déséquilibre oxydatif en 
augmentant les quantités et les activités de la SOD2 et de la catalase et tamponnerait 
efficacement une production nocive d’EAOs comme en témoigne l’augmentation du ratio 
GSH/GSSG et la diminution du niveau global des EAOs.  
 
 III-5- Extinction d’OPA1 et maturation des neurones 
 
Les mitochondries, de par leur rôle énergétique, sont importantes au cours de la 
maturation neuronale pour la polarisation et la croissance axonale, pour le développement 
des dendrites et la mise en place et la plasticité des synapses (Mattson et al., 2008). D’autre 
part, il a été montré que la signalisation redox influence la maturation des neurones 
(Suzukawa et al., 2000). Une diminution d’OPA1, en entraînant une perturbation du 
fonctionnement mitochondrial mais également de l’état redox, pourrait donc altérer le 
processus de maturation neuronale.  
 Afin de répondre à cette question, nous avons en première approche, caractérisé 
l’impact de l’extinction d’OPA1 sur l’arborisation dendritique. L’effet de la perte d’OPA1 sur 
les prolongements neuronaux a été étudié par immunocytochimie à l’aide d’un anticorps anti-
MAP2 qui permet de visualiser les dendrites et d’un anticorps anti ß3Tubuline qui met en 
évidence l’ensemble des neurites. Des études morphométriques avec le logiciel NeuronJ ont 
permis de classer les prolongements primaires qui partent directement du soma et 
secondaires qui naissent d’un embranchement en fonction de leur taille et de leur nombre 
d’embranchements (Fig.16A). Cette étude n’a révélé aucune différence au niveau de la 
longueur des neurites primaires et secondaires et du nombre d’embranchements primaires 
et secondaires dans les neurones transfectés par les siOPA1 comparativement aux 
neurones traités par les siLUC, 6 jours après transfection.  
Nous nous sommes intéressés ensuite à l’impact d’OPA1 sur la synaptogenèse. La 
quantité de protéines synaptiques a été examinée par Western blot à l’aide d’anticorps 
spécifiques d’éléments pré-synaptiques (synaptophysine et synapsine) et post-synaptiques 
(PSD95) sur des cellules corticales transfectées par des siOPA1 ou siLUC après 6 jours de 
culture (Fig16B). La quantification des Westerns blots, grâce au logiciel ImageJ, indique une 
diminution de la quantité des trois marqueurs normalisés à la quantité d’actine : 33,5% (+/-
9%) pour la synaptophysine, 46% (+/-7%) pour la synapsine et 57% (+/-3%) pour PSD95 
dans les cellules nucleofectées par un siOPA1 par rapport aux cellules contrôles.  
 
La perte d’OPA1 ne perturbe donc pas l’arborisation dendritique globale des 
neurones, mais provoque une diminution de la quantité des marqueurs protéiques 
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< 17 µm 
17 – 34 µm 
34 - 51 µm 
> 51 µm 
  12%         +/- 5,6  
  47,7%      +/- 14,9 
  28,3%    +/- 10,4 
  12%         +/- 10 
  12%          +/- 8 
  36%          +/- 10,6 
  35,5%       +/- 11,3 




< 17 µm 
17 – 34 µm 
34 - 51 µm 
> 51 µm 
  44%         +/- 10,4    
  43%         +/- 5 
  12%         +/- 5,5 
  1%           +/- 1 
  36,7%       +/- 15,8 
  49,7%       +/- 10,4 
  10,7%       +/- 7,3 






5 et 7 
>8 
  13,7%      +/- 8,7 
  53,3%      +/- 4,4 
  33%         +/- 6,4 
  1%            +/- 1 
  66%          +/- 14,2 





3 et 5 
>6 
 
  14,7%      +/- 9 
  61,3%      +/- 9,6 
  24%         +/- 14,1 
  21%          +/-  5,7 
  56,7%       +/- 12,2 













Figure 16: Effets de l’extinction d’OPA1 sur l’arborisation des neurones 
corticaux et l’expression des protéines synaptiques.  
Après transfection des siARN OPA1 (blanc) ou luciférine (gris) dans des cellules 
corticales à J0, les différentes mesures sont effectuées à J6.  
A: Pourcentages de répartition de la population dendritique en fonction de la taille des 
dendrites primaires et secondaires et du nombre d’embranchements primaires et 
secondaires, dans les conditions siLuc et siOPA.  
B: L’expression de protéines pré-synaptiques (synpatophysine, synapsine) et post-
synaptique (PSD95) ont été suivies par Western blot dans les conditions siLuc et 
siOPA. La protéine cytosolique Actine a été utilisée comme témoin de charge. Le 
graphe représente les moyennes +/- SEM des valeurs issues de la quantification par 
ImageJ des Western blots, normalisées à celles du contrôle; Test t de Student;  * : 
p<0,05; ** : p<0,01; *** : p<0,001. 
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représentatifs des éléments pré- et post-synaptiques, suggérant une diminution du nombre 
de synapses. 
 
IV- Influence d’OPA1 sur la transmission synaptique 
 
Nous avons montré que l’extinction d’OPA1 provoque une diminution de la quantité 
de protéines essentielles des compartiments pré- et post-synaptiques au cours de la 
maturation des neurones. Cela pourrait indiquer un défaut de mise en place des synapses 
et, partant, une altération de la transmission synaptique. Nous avons donc étudié l’impact de 
l’inactivation d’OPA1 sur la transmission synaptique par électrophysiologie et ce, en 
collaboration avec une spécialiste du domaine, Pascale Chavis (INMED, Luminy).  
 
IV-1- Système expérimental 
 
IV-1-1- Culture primaire de neurones corticaux murins post-nataux 
 
Afin d’anticiper de futures études sur des lignées transgéniques murines, nous avons 
choisi de poursuivre nos recherches sur un modèle de neurones corticaux de souris en 
culture primaire. Les cultures ont été réalisées à partir de cortex de souriceaux post-nataux 
P0 dissociés enzymatiquement et mécaniquement. Etant donné le stade de développement 
auquel les cortex sont prélevés, la culture est composée en proportions égales de neurones 
et de cellules gliales (Sinagra et al., 2005). 
La diminution de la protéine OPA1 par interférence ARN a été réalisée avec le 
siARN2 sélectionné pour les neurones de rat, qui s’hybride parfaitement avec les ARN 
messagers OPA1 de souris. 
Pour ne pas interférer avec la maturation neuronale dès la mise en culture, nous 
avons utilisé la technique de transfection chimique pour introduire les siARN dans les 
neurones après 5 jours de culture. Or, cette technique ne permet que 5 à 10 % d’efficacité. 
Pour pouvoir procéder aux enregistrements électrophysiologiques, il était donc indispensable 
de repérer les neurones transfectés dans lesquels l’expression d’OPA1 est inhibée. Pour 
cela, nous avons procédé à une co-transfection des siARN avec un plasmide « traceur » qui 
code pour la protéine CD4, localisée à la surface membranaire et qui n’est pas exprimée de 
manière endogène par les neurones. Etant donné le rapport utilisé (150 picomoles siARN 
pour 500 nanomoles de vecteur pour 600 000 cellules), calqué sur la méthode de traceur 
classique pour les co-transfections de plasmide, les neurones qui exprimeront cette protéine 
devraient avoir également été transfectés par le siARN. La liaison d’anticorps couplés à des 
billes de polystyrène à la protéine CD4, a permis de sélectionner les neurones transfectés 
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Figure 17: Caractéristiques des neurones co-transfectés avec le traceur CD4 et les 
siOPA1 ou siLUC. 
Avant chaque enregistrement, les neurones sont incubés 10 minutes en présence 
d’anticorps qui reconnaissent la protéine CD4 exprimée à la membrane plasmique. Ces 
anticorps sont couplés à des billes. Le nombre de billes au niveau du soma est corrélé à 
l’extinction de la protéine OPA1 visualisée par immunofluorescence. 
A: Images d’immunofluorescence indirecte d’OPA1 dans les neurones visualisés par 
l’immunodétection de la ß3tubuline. Les billes sont révélées par la liaison de l’anticorps 
secondaire anti-souris. 
B: Le graphe représente le pourcentage de neurones dans lesquels l’expression d’OPA1 
est inhibée en fonction du nombre de billes à J9 (140 neurones). L’encart représente un 
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par le traceur. Pour déterminer si, dans les neurones possédant le traceur, la quantité de 
protéine OPA1 était diminuée, nous avons réalisé une immuno-détection avec l’anticorps 
anti-OPA1 et analysé l’état du réseau mitochondrial et le niveau d’expression d’OPA1 en 
fonction du nombre de billes fixées sur le soma (Fig.17A). Une corrélation entre le nombre 
de billes et le niveau d’extinction d’OPA1 a ainsi été établie. À partir de 4 billes, 70% des 
neurones transfectés ne contiennent plus la protéine OPA1 (Fig.17B), ce qui confirme que le 
traceur est introduit en quantité proportionnelle aux siARN. Ainsi, nous avons retenu le 
critère du nombre de billes supérieur ou égal à 5, pour procéder à l’enregistrement des 
propriétés électrophysiologiques des neurones qui en sont porteurs. 
Nous avons analysé les conséquences sur la transmission synaptique entre les jours 
8 et 10 de mise en culture des neurones, intervalle au cours duquel ces derniers sont en 
pleine maturation neuronale.  
 
IV-1-2- Patch-clamp : enregistrement ‘cellule entière’ 
 
La technique d’électrophysiologie permet d’enregistrer les courants électriques 
membranaires générés lors de la transmission synaptique, puis de déterminer quels 
compartiments pré- et post-synaptiques et/ou quels acteurs protéiques (récepteurs, 
transporteurs, …) peuvent être à l’origine d’éventuelles modifications du signal. La technique 
électrophysiologique de patch-clamp en configuration « cellule entière » est la technique de 
choix pour l’étude macroscopique des courants membranaires. Cette technique consiste à 
mettre en continuité électrique une micropipette de verre, remplie d'une solution ionique de 
composition définie avec l’intérieur de la cellule enregistrée comme illustré en figure 18. 
Nous avons utilisé cette technique afin d’enregistrer les courants post-synaptiques, 
excitateurs et inhibiteurs, en condition de potentiel (‘voltage’) imposé. 
 
Deux types de courants ont été étudiés : les courants spontanés et les courants 
miniatures. Chacun des courants a été mesuré au niveau du soma du neurone.  
 Les courants spontanés proviennent de la libération de neurotransmetteurs induite 
par les potentiels d’actions (PA) pré-synaptiques (Fig 19). 
Les courants miniatures proviennent de la libération aléatoire de neurotransmetteurs 
dans la fente synaptique sans induction préalable par des potentiels d’actions. Pour les 
mesurer, on réalise un traitement à la tétrodotoxine (TTX) qui permet l’inhibition des courants 
sodiques responsables de la genèse des PA (Fig 19). 
 
Dans nos conditions, les courants spontanés et miniatures sont enregistrés grâce à 
un amplificateur de type AxoPatch et les analyses sont effectuées par l’intermédiaire du 
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Figure 18 : Schéma explicatif de la technique d’enregistrement électrophysiologique sur 
cellule entière 
A: Schéma du dispositif expérimental reliant la cellule enregistrée via une électrode à un 
amplificateur puis à un ordinateur. Une électrode de référence permet de mesurer les 
différences de potentiel avec   le milieu externe. 
B: Représentation en microscopie à transmission (Contraste de phase) de neurones en 
culture, l’un d’eux étant en contact direct avec une électrode.  
C: Schéma de l’évolution entre la configuration « cellule attachée » où l’électrode est apposée 
à la cellule et, après succion (au sens propre), la configuration « cellule entière » où l’intérieur 
de l’électrode est en contact avec l’intérieur de la cellule. 
D: Schéma représentatif d’un neurone enregistré représentant les connexions synaptiques 
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Analyse des tracés par le logiciel AxoGraph. 
Paramètres étudiés : Fréquence d’apparition des événements et Amplitude des évènements. 
Courant ionique NMDA : inhibition AMPA et GABA (CNQX et Bicuculline) 
Courant ionique AMPA : inhibition NMDA et GABA (APV et Bicuculline) 
Courant ionique GABA : inhibition NMDA et AMPA (APV et CNQX) 
Courants spontanés : 
Courants miniatures : 
Conditions identiques + Tétrodotoxine (TTX) 
Tracés types  Enregistrements analysés par AxoGraph  
AMPA au cours de la maturation  
GABA-A   
 




Fig 19: Illustration des courants enregistrés. 
A:  Illustration des tracés types de courants excitateurs et inhibiteur (sur la partie de gauche), 
utilisés par le logiciel Axograph pour repérer les caractéristiques de ces courants dans les 
tracés bruts (représentés sur la partie droite) pour les AMPA en fonction du temps en culture 
et  pour les GABA à J9. 
B: Description des conditions expérimentales permettant l’enregistrement des courants 




  166 
 
Exemple des courants  AMPA 
Fig 20: Illustration de l’analyse par Axograph des courants enregistrés. 
A:  Exemple des courants AMPA enregistrés pendant 210 secondes. 
B:  L’analyse des courants par Axograph est basée sur l’utilisation d’un patron (template), 
configuré pour repérer les courants d’un type donné, illustré ici par le patron AMPA, sur un 
agrandissement du tracé premier.  A partir d’un point donné (illustré ici en vert), le tracé des 
courants est analysé pendant un temps donné (indiqué par un trait rouge parallèle à 
l’abscisse) pour déterminer l’amplitude de chaque événement ainsi que l’intervalle de temps 






Chaque évènement identifié 
comme ‘courant AMPA’ est repéré 
par un point vert initial et souligné 
d’un trait rouge. L’amplitude de 
chaque événement est mesurée 
ainsi que l’intervalle de temps 





‘courant AMPA’                  
(template) utilisé 
par le logiciel 
AxoGraph. 
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logiciel AxoGraph. L’analyse par le logiciel AxoGraph permet de détecter les courants 
électriques (évènement) provenant de l’ouverture des canaux ioniques, d’évaluer l’intervalle 
de temps entre chaque évènement ainsi que leur amplitude, comme l’illustre la figure 20. 
L’ouverture de canaux de type NMDA, AMPA et GABA (pour se limiter à ceux que nous 
avons enregistrés) déclenche un courant dont le tracé en fonction du temps répond à des 
critères de cinétique d’ouverture et de fermeture, et d’amplitude bien particuliers qui ont été 
modélisés sous forme de patron (template), illustré figure 20B pour le tracé type AMPA. Ce 
patron permet de déterminer l’occurrence de ces courants sur une période donnée ainsi que 
leur amplitude. 
Les résultats des analyses ont été représentés par un graphique de la distribution des 
fréquences cumulées de chacun des paramètres étudiés c’est-à-dire, ici, l’intervalle de 
temps entre deux évènements et l’amplitude des évènements. Cette représentation permet 
de mettre en évidence la distribution statistique des caractéristiques (fréquence ou 
amplitude) des courants enregistrés. En complément, un des critères utilisés est la moyenne 
de la fréquence d’apparition des courants ou de leur amplitude. De fait, le seul critère de 
moyenne, s’il peut être informatif en cas de variation importante entre deux situations 
expérimentales, ne permet pas de rendre compte de variations discrètes de distribution 
réservée à une sous-partie de l’échantillonnage. Un critère supplémentaire d’analyse que 
constitue le nombre total d’évènements est en cours d’analyse. Nous présenterons donc 
systématiquement les moyennes aux côtés des distributions cumulatives de fréquence. 
Nous nous sommes intéressés dans un premier temps à la transmission excitatrice 
glutamatergique traduite par les courants entrants des récepteurs canaux NMDA et AMPA 
et, dans, un second temps, à la transmission inhibitrice traduite par les courants GABA. 
 
IV-2- Etude de la transmission glutamatergique 
 
Dans le cadre de la transmission glutamatergique, afin d’analyser les seuls courants 
NMDA, des antagonistes pharmacologiques des récepteurs AMPA et GABA-A 
(respectivement CNQX et Biccuculine) sont perfusés par gravité directement dans la 
chambre d’enregistrement, permettant ainsi de n’enregistrer que les courants dus à 
l’ouverture des canaux NMDA. De même, pour une analyse précise des courants dus aux 
récepteurs AMPA, l’ajout d’AP-5 ou acide 2-amino-5-phosphonopentanoïque bloque 
l’ouverture du canal NMDA.  
  
IV-2-1 Etude des courants excitateurs miniatures (mCPSE) 
 
Les courants excitateurs miniatures ont été mesurés à J8 et J9 en présence de TTX. 
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Figure 21: Influence de l’extinction d’OPA1 sur les courants miniatures NMDA.  
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles à J5, les 
enregistrements ont été faits à J8 et J9 .  
A: Exemple de tracés de courants miniatures NMDA dans les conditions contrôle (noir) 
et siOPA1 (bleu). 
B et C: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences (+/- SEM) 
des intervalles entre événements (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude 
(graphe de droite) pour les conditions de traitement par siOPA1 (bleu) et contrôle 
(noir), à J8 (B) et à J9 (C).  
Un histogramme des moyennes (+/- SEM) est associé à chaque distribution.  
6 7 
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-Courants NMDA (Fig. 21) :  
À J8, la distribution des fréquences cumulées des intervalles entre les évènements 
NMDA en l’absence d’OPA1 (siOPA1, courbe bleue) diffère de celle des contrôles (siLUC, 
courbe noire) (Fig.21B). La courbe bleue est décalée vers la droite et vers le bas du 
graphique, ce qui traduit une élévation de la durée entre l’apparition de deux évènements. 
Comme la fréquence d’apparition des courants est l’inverse de l’intervalle de temps, la perte 
d’OPA1 provoque donc une diminution de fréquence des évènements NMDA miniatures. La 
moyenne de la fréquence des évènements dans les conditions siOPA1 est également 
diminuée mais de manière non significative par rapport aux contrôles (p=0,056). D’autre part, 
les courbes représentant la distribution des fréquences cumulées des amplitudes dans le cas 
des neurones traités par les siOPA1 ou les siLUC, sont, elles, parfaitement superposées. 
Dans ce cas, la moyenne de l’amplitude des courants ne diffère pas entre les deux 
conditions. 
Les résultats obtenus à J9 rappellent ceux de J8 (Fig.21C). Cependant, une 
variabilité importante entre les différentes cellules enregistrées nécessite d’augmenter le 
nombre d’expériences pour conclure définitivement quant à l’effet de la perte d’OPA1 sur la 
fréquence à ce stade de culture.  
 
-Courants AMPA (Fig. 22) : 
La fréquence des courants AMPA à J8 dans les neurones dépourvus d’OPA1 est 
également diminuée sans perturbation de leur amplitude (Fig.22B). En effet, la courbe bleue 
représentant la distribution des fréquences cumulées des intervalles entre deux évènements, 
se décale dans le cas des neurones traités par le siOPA1 vers la droite et vers le bas par 
rapport à la courbe noire contrôle. De plus, la fréquence moyenne des courants est réduite 
significativement d’un facteur 2 dans les conditions siOPA1 par rapport au contrôle. À 
nouveau, aucun effet n’est observé sur l’amplitude des courants ni au travers de la 
fréquence cumulée, ni sur le critère de la moyenne. 
Les résultats obtenus à J9 vont dans le même sens, mais, comme précédemment, 
une variabilité importante entre les cellules empêche de conclure définitivement (Fig.22C). 
 
La perte d’OPA1 provoque donc une réduction de la fréquence des évènements 
miniatures NMDA et AMPA à J8, et probablement à J9, sans en modifier l’amplitude. 
 
IV-2-2- Etude des courants excitateurs spontanés (spCPSE) 
 
Les courants spontanés excitateurs ont été enregistrés aux jours 8, 9 et 10 de 
culture. Leur analyse en terme d’amplitude est délicate, ceux-ci n’étant pas clairement
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Figure 22: Influence de l’extinction d’OPA1 sur les courants miniatures AMPA.  
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles à J5, les 
enregistrements ont été faits à J8 et J9.  
A: Exemple de tracés de courants miniatures AMPA dans les conditions contrôle (noir) 
et siOPA1 (bleu).. 
B et C: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences (+/- SEM) 
des intervalles entre événements (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude 
(graphe de droite) pour les conditions de traitement par siOPA1 (bleu) et contrôle 
(noir), à J8 (B) et à J9 (C).  
Un histogramme des moyennes (+/- SEM) est associé à chaque distribution.  
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individualisés et apparaissant pour la plupart en bouffées (« bursts »). Le critère de la 
fréquence demeure accessible au logiciel. 
 
-Courants NMDA (Fig. 23) :  
À J8, la courbe de la distribution des fréquences cumulées de l’intervalle de temps 
entre les spCPSE NMDA dans le cas des neurones transfectés par le siOPA1 (courbe bleue) 
est décalée vers la droite et vers le bas par rapport aux neurones traités par le siLUC 
(courbe noire) (Fig.23B). Ce déplacement traduit une diminution de la fréquence des 
événements NMDA, qui est également illustrée par une réduction significative de 35% de 
leur valeur moyenne. L’amplitude des courants (fréquence cumulée et moyenne) est par 
contre identique quelles que soient les conditions.  
À J9, on observe de nouveau un décalage entre les distributions des fréquences 
cumulées de l’intervalle de temps entre les évènements NMDA (Fig.23C). De même, la 
moyenne des fréquences est diminuée significativement de 31% dans le cas des neurones 
dépourvus d’OPA1. En ce qui concerne l’amplitude, la distribution des fréquences cumulées 
est légèrement décalée vers la gauche et vers le haut dans les neurones traités par le 
siOPA1 par rapport aux neurones contrôles et leur valeur moyenne est, elle, réduite 
significativement de 26% par l’interférence siOPA1. Ceci traduit une diminution de 
l’amplitude des courants NMDA dans les neurones traités par le siOPA1 par rapport aux 
neurones traités par le siLUC. 
À J10, la fréquence et l’amplitude des évènements NMDA des neurones transfectées 
par le siOPA1 sont comparables à celles des contrôles, alors que le taux de la protéine 
OPA1 est toujours diminué (Fig.23D). En effet, la protéine OPA1 n’est pas détectée par 
immunofluorescence dans les neurones ayant au moins 5 billes sur leur soma. Les effets de 
la perte d’OPA1 sur les courants excitateurs NMDA spontanés sont donc transitoires. 
 
Parallèlement, pour tester un éventuel effet général de la transfection dans les 
neurones dépourvus de billes, i.e. les 90-95 % de neurones de la boîte de culture, nous 
avons comparé les réponses de ces neurones dans les conditions de transfection siOPA1 et 
siLUC. La figure 24 montre qu’il n’y a aucune différence entre les distributions cumulées des 
fréquences entre ces deux conditions à J8. Nos résultats préliminaires à J9 et J10 indiquent 
la même absence d’effet du milieu de transfection. Ces expériences contrôles, qui devront 
être étendues à l’enregistrement des courants miniatures, permettent de penser que l’effet 
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Figure 23: Influence de l’extinction d’OPA1 sur les courants spontanés NMDA.  
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles à J5, les enregistrements 
ont été faits à J8, J9 et J10.  
A: Exemple de tracés de courants NMDA (Courants Post-Synaptiques Excitateurs 
spontanés NMDA) dans les conditions contrôle siLUC (noir) et siOPA1 (bleu). 
B, C et D: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences des 
intervalles entre événements (+/- SEM) (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude (+/- 
SEM) (graphe de droite) pour les conditions de traitement par siOPA1 (bleu) et contrôle 
(noir), à J8 (B), J9 (C) et J10 (D).  
Un histogramme des moyennes (+/- SEM) des évènements est associé à chaque 
distribution.   









14 17 14 17 
J8 B  
*** 





11 10 11 10 
D  
  173 
Figure 24: Influence de la transfection sur la distribution cumulée des fréquences 
des courants spontanés NMDA dans les neurones sans traceur CD4 .  
 
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles à J5, les 
enregistrements ont été faits à J8 dans des neurones dépourvus de billes, c’est-à-dire 
faisant partie des 90-95% de neurones ayant été soumis au milieu de transfection 
siOPA1 ou siLUC mais dans lesquels l’expression d’OPA1 est normale. 
  
Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences des intervalles 
entre événements (+/- SEM) pour les conditions de traitement par siOPA1 (bleu) et 
contrôle (noir), à J8 
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Figure 25: Influence de l’extinction d’OPA1 sur les courants spontanés AMPA. 
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles à J5, les enregistrements 
ont été faits à J8 , J9 et J10.  
A: Exemple de tracé de courant AMPA (Courants Post-Synaptiques Excitateurs 
spontanés AMPA) dans les conditions contrôle siLUC (noir) et siOPA1 (bleu). 
B,C et D: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences des 
intervalles entre événements (+/- SEM) (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude 
(+/- SEM) (graphe de droite) pour les conditions de traitement par siOPA1 (bleu) et 
contrôle (noir), à J8 (B), J9 (C) et J10 (D).  
Un histogramme des moyennes (+/- SEM) des évènements est associé à chaque 
distribution.   
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-Courants AMPA (Fig. 25) :  
À J8, la fréquence des évènements AMPA tend à diminuer dans les conditions 
d’interférence OPA1 mais de manière non significative (Fig.25B). L’amplitude des 
évènements AMPA dans ces conditions est identique à celle des contrôles. 
À J9, la fréquence des courants AMPA diminue fortement, comme en témoigne le 
décalage des courbes de distribution de la fréquence cumulée de l’intervalle de temps, ainsi 
que la baisse significative de 60% de la fréquence moyenne, dans les conditions siOPA1 par 
rapport aux contrôles siLUC (Fig.25C). Aucun effet sur l’amplitude n’est à noter. 
À J10, la courbe de la distribution des fréquences cumulées de l’intervalle de temps 
entre deux évènements en l’absence d’OPA1 est de nouveau déplacée vers la droite et vers 
le bas, alors que la fréquence moyenne diminue peu et de manière non significative 
(Fig.25D). Ceci indique que l’effet de la perte d’OPA1 sur la fréquence des courants 
excitateurs AMPA diminue au cours du temps. Concernant l’amplitude, la courbe 
représentant la distribution des fréquences cumulées dans les conditions siOPA1, est 
décalée vers la gauche et vers le haut. La moyenne des amplitudes tend à diminuer mais le 
seuil de significativité statistique n’est pas atteint. La perte d’OPA1 provoque donc une 
diminution de la fréquence des évènements AMPA et semble aussi affecter leur amplitude.  
 
 La figure 26 illustre la comparaison entre les courbes obtenues à chaque stade, 
fréquences cumulées des intervalles entre évènements (IEI) et amplitude, dans les 
conditions contrôles. Cette comparaison permet d’apprécier l’évolution des courants au 
cours de la maturation des neurones et démontre que la fréquence et l’amplitude des 
courants NMDA et AMPA augmentent entre J8 et J10. De nouveau, quelle que soit la 
difficulté d’interprétation concernant les variations d’amplitude, on constate une 
augmentation nette de la fréquence des courants synaptiques glutamatergiques entre les 
jours 8 et 10 en culture qui pourrait être imputée à la maturation fonctionnelle des neurones 
qui se déroule entre ces stades. 
 
L’extinction d’OPA1 diminue de manière notable et transitoire la fréquence des 
évènements spontanés excitateurs NMDA au cours de la maturation électrique. Cet effet se 
produit vers le 8ème jour de culture, mais n’apparait plus après 10 jours. Une diminution de la 
fréquence des évènements spontanés excitateurs AMPA, suite à l’extinction d’OPA1, est 
également observée. En revanche, cet effet apparaît plus tardivement, au 9ème jour, et 
persiste au 10ème et au 11ème jours de culture (résultats préliminaires). Cette altération de la 
fréquence des courants traduit une perturbation au niveau de l’élément pré-synaptique et/ou 
au niveau du nombre de synapses. Il est intéressant de constater que ces effets 
interviennent de façon décalée pendant la maturation : les modulations des fréquences des 
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Figure 26: Influence de l’extinction d’OPA1 sur les courants spontanés excitateurs au 
cours du temps. 
Les fréquences et les amplitudes tendent à augmenter au cours de la maturation neuronale.  
A: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences des intervalles entre 
événements (+/- SEM) (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude des courants NMDA (+/- 
SEM) (graphe de droite) pour les conditions de traitement par siLUC (haut) et siOPA1 (bas) à J8 
(Noir), J9 (Gris) et J10 (Rose).  
B: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences des intervalles entre 
événements (+/- SEM) (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude des courants AMPA (+/- 
SEM) (graphe de droite) pour les conditions de traitement par siLUC (haut) et siOPA1 (bas) à J8 
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courants NMDA précèdent d’un jour celles des courants AMPA. De même, l’amplitude des 
évènements spontanés excitateurs NMDA semble être perturbée légèrement de manière 
transitoire à J9 alors que l’amplitude des courants AMPA n’est réduite qu’à J10. 
Néanmoins, un rappel s’impose ici pour permettre l’interprétation des effets sur 
l’amplitude des courants glutamatergiques. En effet, dans nos conditions, les courants 
spontanés ont tendance à se sommer (évènements en escalier) rendant ainsi difficile la 
mesure de l’amplitude d’un évènement seul. Le logiciel AxoGraph identifie chacun des 
évènements, et donc détermine la fréquence, mais la détermination de l’amplitude est sujette 
à caution. Les analyses des courants miniatures sont plus à même de montrer un éventuel 
effet sur l’amplitude puisque les courants, dans ces conditions, sont bien individualisés. Or, 
nos analyses ne montrent pas d’effet de l’extinction d’OPA1 sur l’amplitude des courants 
miniatures, NMDA ou AMPA, ce qui remet en question la réalité de l’effet observé sur 
l’amplitude des courants spontanés. En revanche, les fréquences des deux types de 
courants sont toutes deux diminuées, ce qui renforce la validité de nos observations que 
l’analyse supplémentaire de la variation du nombre d’évènements viendra compléter. Nous 
pouvons d’ores et déjà proposer que l’extinction d’OPA1 affecte la transmission 
glutamatergique en provoquant une diminution de la fréquence des courants synaptiques. 
 
IV-2-3- Etude de l’influence de l’expression d’un mutant dominant négatif 
(G300E) d’OPA1 sur la transmission synaptique excitatrice 
 
Afin de compléter les résultats que nous avons obtenus en situation d’extinction 
d’OPA1, rappelant l’haploinsuffisance induite probablement par la majorité des mutations, 
nous avons étudié l’effet de la surexpression d’un mutant dominant négatif de la protéine, 
modèle alternatif de l’effet des mutations d’OPA1. En effet, il a été proposé que certaines 
des mutations d’OPA1 en particulier localisées dans le domaine GTPase, agirait selon un 
mécanisme de dominance négativité (Amati-Bonneau et al., 2009; Olichon et al., 2007). 
Nous avons utilisé la mutation faux sens G300E (une glycine remplacée par un acide 
glutamique en position 300) caractérisée au sein de notre laboratoire (Delettre et al., 2000; 
Olichon et al., 2007). 
Pour cela, nous avons transfecté les cellules corticales au cinquième jour de culture 
par un vecteur permettant d’exprimer la protéine OPA1 mutée (OPA1G300E) ou par deux 
vecteurs contrôles : le premier permettant d’exprimer la protéine OPA1 sauvage (WT-OPA1), 
le second ne portant pas d’insert (vecteur vide). Dans les trois cas, le traceur CD4 a été co-
transfecté dans un rapport un pour cinq afin de repérer les neurones transfectés par 
immuno-marquage grâce aux anticorps anti-CD4, couplés à des billes de polystyrène, déjà 
décrits. Nous avons dans un premier temps, analysé l’effet de l’expression du mutant G300E 
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Figure 27: Influence de l’inhibition d’OPA1 par le dominant négatif G300E sur la 
morphologie des mitochondries 
A: Après co-transfection des plasmides codant pour la protéine G300E, ou le vecteur vide, 
et le plasmide codant pour la protéine-traceur CD4 à J5, les immuno-détections ont été 
faites à J10, avec un mélange d’anticorps OXPHOS dirigés contre différentes sous-unités 
de la chaîne respiratoire.  
Les mitochondries ont été visualisées par microscopie de fluorescence et les comptages 
effectués sous microscope à l’objectif x100. 
(a) Pourcentages respectifs (+/- SEM) des neurones présentant un réseau mitochondrial 
fragmenté (blanc) ou filamenteux (gris) (n=5).  
(b) Evolution du pourcentage (+/- SEM) de neurones dont les mitochondries sont 
fragmentées, après transfection de G300E, en fonction du nombre de billes attestant de la 
présence du traceur CD4 (140 neurones).  
B: Effet sur la morphologie mitochondriale (MisDendra, vert) de la surexpression de la 
protéine OPA1 sauvage et du mutant G300E par transduction lentivirale à J5 dans des 
neurones primaires de rat, par comparaison au lentivirus contrôle contenant la seule 
protéine mitochondriale fluorescente « MisDendra ». Les  neurones sont détectés à J10 par 
l’immunoréactivité de la protéine Map2 (rouge). 
  
J10 
A a b 
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sur la morphologie des mitochondries. Pour ce faire, nous avons réalisé un immuno-
marquage à l’aide de l’anticorps OXPHOS sur cellules fixées 4 et 5 jours après transfection 
(soit au jour 9 ou 10 de culture). Dans les neurones transfectés par le vecteur vide, les 
mitochondries apparaissent filamenteuses. Après 5 jours, la surexpression du mutant G300E 
provoque, comme dans les neurones de rat et les cellules HeLa, la fragmentation des 
mitochondries (Fig.27Aa). La morphologie des mitochondries dans les neurones 
surexprimant la protéine OPA1 sauvage est en cours d’analyse. Néanmoins, la 
surexpression d’OPA1 sauvage dans des neurones embryonnaires de rat en culture primaire 
transduits par des constructions lentivirales (voir plus loin), n’entraîne pas de changement 
statistiquement significatif de la morphologie des mitochondries, contrairement au mutant 
OPA1G300E (Fig 27B). 
Afin de sélectionner les neurones à enregistrer, nous avons ensuite déterminé la 
corrélation entre le nombre de billes fixées sur le soma et l’état de fragmentation du réseau 
mitochondrial. Près de 75% des neurones transfectés par le vecteur OPA1G300E possédant 
au moins 5 billes, ont un réseau mitochondrial fragmenté (Fig.27Ab). Nous avons donc 
réalisé les enregistrements électrophysiologiques sur les neurones dont le soma contient au 
moins 5 billes. Les enregistrements des courants spontanés excitateurs NMDA et AMPA ont 
été réalisés à J9 et J10, soit respectivement 4 et 5 jours après transfection, pour des 
neurones transfectés par le vecteur vide (courbe noire), le vecteur OPA1G300E (courbe 
bleue) et le vecteur WT-OPA1 (courbe violette).  
 
-Courants NMDA (Fig. 28) : 
À J9, les distributions des fréquences cumulées des intervalles entre les évènements 
NMDA sont toutes superposées et les fréquences moyennes sont identiques (Fig.28A). Ceci 
révèle que l’expression du mutant G300E, comme celle de la protéine sauvage, n’affecte pas 
la fréquence des courants NMDA. Cette absence d’effet peut être corrélée à l’absence d’effet 
sur la morphologie des mitochondries. Cependant, dans le cas des neurones surexprimant 
OPA1 sauvage (WT-OPA1), la courbe représentant les fréquences cumulées des amplitudes 
des courants NMDA est décalée vers la droite et vers le bas par rapport à la courbe des 
neurones transfectés par le vecteur vide. De plus, l’amplitude des courants NMDA est en 
moyenne plus importante de 19% après surexpression de la protéine OPA1 sauvage. La 
surexpression de la protéine OPA1 sauvage semble donc augmenter l’amplitude des 
courants NMDA. En revanche, la surexpression du mutant G300E n’a aucun effet sur 
l’amplitude des courants NMDA. 
À J10, la surexpression de la protéine G300E provoque un déplacement de la courbe 
de distribution des fréquences cumulées de l’intervalle entre deux évènements NMDA vers la 
droite et vers le bas par rapport à la courbe contrôle vecteur vide (Fig.28B). La surexpression 
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Figure 28: Influence de l’inhibition d’OPA1 par le dominant négatif G300E sur les 
courants spontanés NMDA.  
Après co-transfection des plasmides codant pour la protéine G300E, le vecteur vide ou 
la protéine OPA1 sauvage, et le plasmide codant pour la protéine-traceur CD4 à J5, 
les enregistrements ont été faits à J9 et J10.  
A et B: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences (+/- SEM) 
des intervalles entre événements (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude (+/- 
SEM) (graphe de droite) pour les conditions de traitement par la protéine G300E 
(bleu), le vecteur vide (noir) ou la protéine OPA1 sauvage (violet) , à J8 (A) et J9 (B).  
Un histogramme des moyennes (+/- SEM) des évènements est associé à chaque 
distribution.   
14 19 6 14 19 6 
  J10 
12 14 5 12 14 5 
J9   G300E VIDE WT-OPA1    A 
B 
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d’OPA1G300E réduit donc la fréquence d’apparition des courants NMDA à un moment où 
son effet sur la morphologie des mitochondries est observable. La moyenne des fréquences 
baisse légèrement mais pas de manière statistiquement significative. La surexpression de la 
protéine OPA1WT n’a aucun effet sur la fréquence et l’amplitude des courants NMDA.  
 
-Courants AMPA (Fig. 29) : 
À J9, la surexpression de la protéine G300E n’entraîne aucune diminution de la 
fréquence, ni de l’amplitude des courants AMPA (Fig.29A). Les courants AMPA des 
neurones transfectés par WT-OPA1, n’ont pas été représentés du fait du petit nombre 
d’enregistrements réalisés. 
À J10, nous observons un décalage vers la droite et vers le bas de la courbe de 
distribution des fréquences cumulées de l’intervalle entre deux évènements AMPA dans les 
conditions G300E comparé à la condition contrôle vecteur vide (Fig.29B). La moyenne des 
fréquences est également réduite mais pas de manière statistiquement significative. Nous 
observons également une diminution de l’amplitude des évènements AMPA traduite par un 
décalage vers le haut et la gauche de la distribution des fréquences cumulées des intervalles 
de temps entre les évènements alors que l’amplitude moyenne ne varie pas 
significativement. La surexpression du mutant G300E diminue donc la fréquence et 
l’amplitude des courants AMPA.  
 
Ainsi, la surexpression du mutant G300E provoque une diminution des fréquences 
des courants spontanés NMDA, sans que leur amplitude soit modifiée, alors que les 
courants AMPA voient à la fois leur fréquence et leur amplitude diminuées. Cet effet n’est 
observé qu’après 5 jours de transfection, lorsque l’effet sur la morphologie mitochondriale est 
détectable, et donc probablement lorsque la protéine est en quantité suffisante pour exercer 
son effet dominant négatif sur la protéine endogène. Les résultats obtenus avec le mutant 
G300E sont très proches de ceux obtenus après 9 et 10 jours d’extinction de la protéine 
OPA1 dans le cas des courants NMDA et AMPA respectivement. La perte de fonction 
d’OPA1 a donc un impact sur la transmission synaptique excitatrice.  
 
 IV-2-4- Restauration pharmacologique de la transmission glutamatergique 
 
Un moyen de comprendre les effets de la perte d’OPA1 sur la transmission 
synaptique pourrait être d’identifier une molécule capable de contrecarrer cet effet. La perte 
d’OPA1 perturbe de manière plus importante la fréquence des courants que leur amplitude, 
ce qui pourrait refléter un problème au niveau pré-synaptique. Ce défaut, pourrait, étant 
donné l’effet de l’absence d’OPA1 sur les fonctions mitochondriales, être lié à un déficit 
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Figure 29: Influence de l’inhibition d’OPA1 par le dominant négatif G300E sur 
les courants spontanés AMPA.  
Après co-transfection des plasmides codant pour la protéine G300E, le vecteur vide 
ou la protéine OPA1 sauvage, et le plasmide codant pour la protéine-traceur CD4 à 
J5, les enregistrements ont été faits à J9 et J10.  
A et B: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences (+/- SEM) 
des intervalles entre événements (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude (+/- 
SEM)  (graphe de droite) pour les conditions de traitement par la protéine G300E 
(bleu), le vecteur vide (noir) ou la protéine OPA1 sauvage (violet) , à J9 (A) et J10 
(B).  
Un histogramme des moyennes (+/- SEM) des évènements est associé à chaque 
distribution.   
8 6 4 8 6 4 
  J10 
6 9 6 9 
J9   G300E VIDE WT-OPA1    A 
B 
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énergétique. Nous avons donc cherché une molécule susceptible de pallier ce déficit, 
permettant de restaurer, sinon la dynamique mitochondriale, du moins l’énergétique 
mitochondriale et in fine de rétablir la transmission synaptique. 
Un candidat susceptible de répondre à ces critères est la forskoline (FSK). Cette 
molécule est un activateur de l’adénylate cyclase, enzyme qui permet la conversion de l’ATP 
en AMPc. En outre, la FSK permet la potentialisation de la transmission synaptique 
notamment en renforçant au niveau de l’élément pré-synaptique, la libération de 
neurotransmetteurs de manière AMPc-dépendante (Chavis et al., 1998). De plus, une série 
d’articles a montré récemment une influence de la FSK et des voies qu’elle active, sur la 
morphologie mitochondriale en permettant l’élongation des mitochondries par inhibition de la 
fission (Dagda et al., 2011; Gomes et al., 2011; Schauss et al., 2010). 
Pour tester l’effet d’un traitement à la FSK sur la transmission synaptique NMDA et 
AMPA en absence d’OPA1, nous avons traité les neurones par 10µM de FSK pendant 10 
minutes avant de procéder aux enregistrements à J8, J9 et J10 dans les conditions 
préalablement décrites.  
Les graphiques en figures 30 et 31 représentent la distribution des intervalles de 
temps entre deux évènements et des amplitudes des évènements dans les conditions 
contrôles siLUC (courbe noire, cercles pleins), les conditions d’extinction de la protéine 
OPA1 (courbe bleue, cercles pleins), les conditions contrôles traitées à la FSK (courbe noire, 
cercles vides) et les conditions siOPA1 traitées à la FSK (courbe bleue, cercles vides). 
 
Les enregistrements des courants NMDA dans les conditions contrôles à J8, J9 et 
J10, montrent que le traitement par la FSK n’augmente ni la fréquence ni l’amplitude des 
courants spontanés NMDA (Fig.30). En effet, les courbes des fréquences cumulées en 
présence ou en absence de FSK se superposent et les fréquences moyennes sont 
identiques. Ceci suggère que l’activité synaptique NMDA des neurones est déjà maximale 
dans les conditions contrôles quel que soit le jour d’enregistrement. 
À J8 et à J9, les neurones dépourvus d’OPA1, après traitement par la FSK, 
présentent une fréquence comparable à celle des contrôles siLUC, avec une augmentation 
significative de 26% (J8) et de 37% (J9) de la fréquence moyenne par rapport à celle 
observées dans les neurones en absence d’OPA1. L’amplitude des évènements spontanés 
NMDA est identique dans tous les cas (Fig.30 A, B). 
À J10, en absence ou en présence de FSK, la fréquence et l’amplitude des 
évènements NMDA des neurones traités par le siOPA1 sont comparables à celles des 
contrôles (Fig.30C).  
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Figure 30: Effet de la Forskoline après extinction d’OPA1 sur les courants 
spontanés NMDA  
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles à J5, un traitement à la 
Forskoline (10µM pendant 10 minutes) a été réalisé avant les enregistrements, 
effectués à J8, J9 ou J10.  
A,B et C: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences (+/- SEM) 
des intervalles entre événements (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude (+/- 
SEM) (graphe de droite) pour les conditions de traitement par siOPA1 sans ou avec 
FSK (bleu/bleu et bleu/blanc) et contrôle sans ou avec FSK (noir/noir et noir/blanc), à J8 
(A), J9 (B) et J10 (C).  
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Figure 31: Effet de la Forskoline après extinction d’OPA1 sur les courants 
spontanés AMPA.  
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles à J5, un traitement à la 
Forskoline (10µM pendant 10 minutes) a été réalisé avant les enregistrements, effectués à 
J8, J9 ou J10.  
A, B et C: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences (+/- SEM) 
des intervalles entre événements (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude (+/- 
SEM)  (graphe de droite) pour les conditions de traitement par siOPA1 sans ou avec FSK 
(bleu/bleu et bleu/blanc) et contrôle sans ou avec FSK (noir/noir et noir/blanc), à J8 (A), J9 
(B) et J10 (C).  
Un histogramme des moyennes (+/- SEM) des évènements est associé à chaque 
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Figure 32: Effet d’un traitement Forskoline et de l’extinction d’OPA1 sur la 
morphologie mitochondriale 
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles siLUC à J0, un 
traitement à la Forskoline (FSK, 10µM pendant 10 minutes, ou véhicule EtOH) a 
été réalisé à J6, 1 heure avant l’immunodétection des mitochondries (OXPHOS). 
La morphologie du réseau a été analysée au microscope à fluorescence (x100) et 
représentée sous forme de pourcentages de neurones à réseau mitochondrial 
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À J8 et à J9, les fréquences des courants AMPA dans les neurones dépourvus d’OPA1 sont 
restaurées par un traitement à la FSK (Fig.31 A, B). En effet, la distribution des fréquences 
cumulées des intervalles entre deux évènements tend alors à se superposer à la courbe 
contrôle tandis que la fréquence moyenne des courants est augmentée de manière non 
significative à J8 et d’un facteur 2 à J9 par rapport aux conditions siOPA1 non traitées. 
L’effet de la FSK à J10 sur la fréquence n’est que partiel (Fig.31C). En revanche, le 
traitement à la FSK des contrôles tend à baisser la fréquence des évènements. Ceci pourrait 
être le fait d’une sur-activation qui provoquerait une diminution d’apparition des courants 
puisque la FSK est un moyen pharmacologique pour optimiser la transmission synaptique. 
À J8 et J9, les amplitudes des courants AMPA des neurones traités par siOPA1 ou 
siLUC, avec ou sans FSK, sont identiques. Ce résultat n’est pas surprenant puisqu’à ce 
stade de culture, la perte d’OPA1 n’a pas d’effet sur l’amplitude. En revanche, à J10, la 
diminution de l’amplitude des courants AMPA induite par la perte d’OPA1 est supprimée 
comme en témoigne le rapprochement de la courbe des fréquences cumulées de l’amplitude 
vers la courbe contrôle. La moyenne des amplitudes est également augmentée mais de 
manière non significative (Fig.31). 
 
Pour déterminer si l’action de la FSK passe par une restauration de la morphologie 
mitochondriale, nous avons examiné les mitochondries dans des neurones traitées par un 
siOPA1 ou un siLUC, et incubés ou non avec la FSK, par immunofluorescence indirecte 
avec l’anticorps OXPHOS (Fig.32). La présence de la FSK ne restaure pas une morphologie 
filamenteuse dans les neurones traités par le siOPA1 et est sans effet sur les neurones 
contrôles.  
 
 La FSK permet donc de contrecarrer les perturbations de la transmission synaptique 
induite par la diminution d’expression d’OPA1, suggérant que ces dysfonctionnements 
peuvent être compensés par une activation de la voie adenylate cyclase. La FSK ne 
restaurant pas une morphologie mitochondriale normale dans les neurones dépourvus 
d’OPA1 dans ces conditions de traitement, elle pourrait exercer son effet en restaurant 
l’activité de la chaîne respiratoire.  
 
IV-3- Etude de la transmission GABAergique 
 
 Afin de compléter la caractérisation de l’effet de la perte d’OPA1 sur la transmission 
synaptique, nous avons débuté l’étude de la transmission GABAergique, la voie majoritaire 
d’inhibition du système nerveux central. La liaison du GABA, neurotransmetteur inhibiteur sur 
des canaux GABA-A ionotropiques permet une entrée d’ions chlorure au niveau du soma,
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Figure 33: Influence de l’extinction d’OPA1 sur les courants spontanés GABA.  
Après transfection des siARN dirigés contre OPA1 ou contrôles à J5, les 
enregistrements ont été faits à J8 , J9 et J10.  
A: Exemple de tracés de courants GABA (Courants Post-Synaptiques Inhibiteurs 
spontanés) dans les conditions contrôle siLUC (noir) et siOPA1 (bleu). 
B, C et D: Les graphes représentent la distribution cumulative des fréquences (+/- 
SEM)  des intervalles entre événements (graphe de gauche) et des valeurs d’amplitude 
(+/- SEM) (graphe de droite) pour les conditions de traitement par siOPA1 (bleu) et 
contrôle (noir), à J8 (B), J9 (C) et J10 (D).  
Un histogramme des moyennes (+/- SEM) des évènements est associé à chaque 
distribution.   
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qui est à l’origine de courants post-synaptiques inhibiteurs (CPSI). 
 
 Nous avons procédé à la même démarche que pour les courants excitateurs en 
analysant des neurones transfectés par les siOPA1 ou les siLUC. Seuls les résultats sur les 
courants spontanés seront présentés, les données sur les courants miniatures étant 
incomplètes. Les courants excitateurs ont été inhibés grâce à la perfusion d’antagonistes des 
récepteurs du glutamate de type NMDA et AMPA, directement dans la chambre 
d’enregistrement (respectivement le CNQX et l’AP-5). Les enregistrements ont été effectués 
aux jours 8, 9 et 10 de culture. Les courants GABA se présentent en événements bien 
individualisés. 
 
 L’extinction d’OPA1 entraîne à J8 un décalage cette fois-ci vers la gauche de la 
courbe bleue de distribution des fréquences cumulées de l’intervalle de temps entre deux 
évènements GABA par rapport à la courbe contrôle (noire) (Fig.33B). Ce déplacement vers 
les faibles valeurs traduit une augmentation de la fréquence d’apparition des courants 
GABAergiques. La fréquence moyenne d’apparition des courants inhibiteurs tend à 
augmenter dans les conditions de traitement par le siOPA1 mais pas de manière 
significative. La fréquence cumulée de l’amplitude des courants GABA est inchangée entre 
les deux conditions, et la moyenne des amplitudes n’est pas significativement modifiée.  
Nous observons à J9, un écart plus prononcé entre les courbes siOPA1 et siLUC 
représentant les intervalles entre deux évènements GABA, sans différence significative de la 
fréquence moyenne des courants (Fig.33C). La courbe bleue de la fréquence cumulée des 
amplitudes des courants GABA dans le cas des neurones transfectés par le siOPA1 est 
décalée vers la droite par rapport à la courbe contrôle noire. Ce décalage n’apparaît 
cependant pas significatif. Aucune différence n’est observée au niveau des amplitudes 
moyennes entre les deux conditions. 
À J10, les deux courbes (bleue et noire) de distribution de la fréquence cumulée pour 
les intervalles entre les évènements GABA se superposent. En ce qui concerne leur 
amplitude, les mêmes observations qu’à J9 peuvent être réalisées, le décalage n’étant pas 
significatif  (Fig. 33D). 
 
La perte d’OPA1 augmente donc de manière transitoire la fréquence des courants 
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Figure 34: Effet de lentivirus shOPA1 sur la morphologie des mitochondries.  
Des lentivirus shOPA1/MisDendra et shLUC/MisDendra ont été utilisés pour transduire 
les cellules primaires de souris à J5,  fixation à J10. 
A : Le pourcentage de neurones primaires de souris transduits ayant un réseau 
mitochondrial fragmenté (blanc) ou filamenteux (gris) a été compté sous microscope à 
l’objectif 100 (20 neurones/lamelles; 3 lamelles/ condition; n = 2).  
B : Illustration de la morphologie des mitochondries, visualisées par microscopie à 
fluorescence grâce au marqueur fluorescent mitochondrial MitoDendra à 594nm, après 
transduction de cellules corticales de rat dans des conditions identiques. Les neurones 
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IV-4- Effet de la perte d’OPA1 sur la morphologie des neurones 
 
Les données électrophysiologiques indiquent que la perte d’OPA1 perturbe la 
transmission synaptique en agissant au niveau de l’élément pré-synaptique et/ou en 
modifiant le nombre de synapses. Afin de tester ces hypothèses, l’analyse par 
immunocytochimie des synapses glutamatergiques et GABAergiques est en cours. 
 Étant donné le faible rendement de la transfection chimique, il nous est difficile de 
mettre en évidence une éventuelle différence du nombre de synapses. En effet, il est délicat 
de distinguer les synapses qui appartiennent aux neurones possédant une quantité réduite 
de protéine OPA1 des neurones non affectés. Il aurait fallu pour cela co-transfecter un 
traceur GFP cytosolique qui aurait dessiné la morphologie du neurone ciblé et facilité la 
localisation des synapses cibles. Nous avons donc utilisé une autre stratégie alternative 
permettant de modifier une plus grande proportion (près de 80%) des neurones : la 
transduction virale. Pour cela, nous avons mené un partenariat avec l’entreprise Vectalys 
pour construire et produire des lentivirus permettant d’exprimer un ARN interférant contrôle 
ciblant la Luciférase (shLUC) et un ARN interférant ciblant OPA1 (shOPA1). Chaque 
lentivirus possède deux promoteurs indépendants : un promoteur pour le shARN et un 
promoteur permettant d’exprimer une protéine fluorescente adressée à la mitochondrie, la 
MisDendra. Cette construction permet ainsi de repérer les neurones transduits grâce à 
l’accumulation de la protéine fluorescente dans la mitochondrie. Cette protéine fluorescente 
photo-convertible émet dans le vert quand elle est excitée à 490 nm puis dans le rouge 
après excitation aux UV (Gurskaya et al., 2006). La transduction virale a été réalisée après 
trois jours de culture et les neurones ont été fixés à J8, J9 et J10. Nous avons en premier 
lieu déterminé l’efficacité maximale de transduction des neurones (au moins 80%) qui est 
obtenue à une multiplicité d’infection de 30 particules virales par cellule (MOI30) dès J8. Les 
mitochondries apparaissent fragmentées dans 20% des neurones transduits par le shOPA1 
à J8 et dans 80% des neurones transduits à J10 (Fig.34A). La transduction par le shLUC est, 
elle, sans effet. La morphologie des mitochondries caractérisée par microscopie à 
fluorescence est illustrée ici après transduction de neurones de rat dans des conditions 
identiques (Fig.34B). Nous avons ensuite procédé aux co-immunomarquages des synapses 
glutamatergiques par le couple d’anticorps des compartiments pré- et post-synaptiques 
vGLUT1-PSD95 et des synapses GABAergiques par le couple GAD65-Gephyrine. L’analyse 
des images obtenues en microscopie à fluorescence est en cours. 
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La dynamique mitochondriale doit jouer un rôle crucial au sein des neurones. En 
effet, alors qu’il s’agit d’un processus ubiquitaire, sa perturbation engendre majoritairement 
des atteintes neurologiques. Ce travail de thèse avait pour but, à travers l’étude des 
fonctions et des dysfonctions d’OPA1, de mieux comprendre l’influence de la dynamique 
mitochondriale sur les neurones à la fois en termes de maturation et en termes de 
fonctionnement. Pour cela, nous avons introduit au laboratoire un nouveau modèle cellulaire 
correspondant à des neurones corticaux de rats ou de souris en culture primaire, capables 
de progresser d’un état immature à un état mature ex vivo et doués d’activité électrique.  
 
La morphologie et le fonctionnement des mitochondries varient au cours de la 
maturation neuronale : 
 
 Dans un premier temps, nous avons caractérisé la morphologie des mitochondries au 
cours de la maturation neuronale ex vivo. 
Quel que soit le stade de maturation, les mitochondries sont globalement 
filamenteuses et colonisent tous les compartiments des neurones corticaux. Ce type de 
morphologie a déjà été mis en évidence dans différents types de neurones en culture et in 
vivo dans diverses structures cérébrales (Chang and Reynolds, 2006a; Li et al., 2004; Popov 
et al., 2005; Uo et al., 2009; Voccoli and Colombaioni, 2009). Ces travaux ont de plus mis en 
évidence l’existence de différences de morphologie et de distribution des mitochondries 
entre les différents compartiments neuronaux. Ainsi, dans des neurones corticaux de rat en 
culture primaire, les mitochondries sont plus nombreuses au niveau des dendrites et 
occupent une grande partie du volume neuritique (Li et al., 2004). Au contraire, dans les 
axones, les mitochondries sont plus courtes et montrent une distribution plus éparse (Li et 
al., 2004; Popov et al., 2005). Des différences ont également été constatées au sein d’un 
même compartiment. Les dendrites proximales sont plus riches en mitochondries par rapport 
aux dendrites distales et de petit diamètre (Li et al., 2004). De plus, les mitochondries sont 
rarement observées dans les épines dendritiques, même si elles se localisent toujours à 
proximité (Li et al., 2004). Nos observations qui se sont limitées dans un premier temps aux 
zones proximales des neurites, pourraient donc être par la suite élargies aux zones distales 
des dendrites et des axones notamment grâce à l’utilisation de chambres de culture 
microfluidiques. En effet, cette technologie permet de séparer et d’individualiser les axones 
de neurones ensemencés dans l’une des chambres, par une croissance axonale dans de 
fins canaux vers une seconde chambre qu’ils colonisent (Kilinc et al., 2011). Une 
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transduction virale des neurones par un lentivirus exprimant une GFP mitochondriale 
permettra d’étudier la distribution mais aussi la mobilité des mitochondries dans les axones.  
Nous avons mis en évidence une hyperfilamentation transitoire des mitochondries 
cours de la maturation des neurones corticaux ex vivo : la taille moyenne des mitochondries 
augmente de 50% à J6, diminue dès le 8e jour et retrouve à J12 une valeur proche de celle 
de J2. Des changements de morphologie mitochondriale entre les neurones immatures et les 
neurones matures ont été précédemment décrits dans des neurones corticaux de rat en 
culture primaire (Chang and Reynolds, 2006a); avec une taille moyenne des mitochondries à 
J14 pour les neurones matures, augmentée de 20% par rapport aux mitochondries des 
neurones immatures à J5 (Chang and Reynolds, 2006a). En complément de cette étude, nos 
travaux ont permis d’observer pour la première fois, l’évolution morphologique des 
mitochondries tout au long de la maturation neuronale et de montrer qu’elles subissent un 
phénomène d’hyperfilamentation transitoire. Le fait que la taille des mitochondries diminue 
dans les neurones matures est particulièrement intéressant si l’on considère que des 
mitochondries de petites tailles sont plus facilement mobilisables que de longues 
mitochondries. Dans ce sens, il a été montré que l’inactivation de DRP1 dans les neurones 
perturbe la distribution des mitochondries dans les zones éloignées du soma (Li et al., 2004).  
 
L’hyperfilamentation transitoire des mitochondries que nous avons observée dans les 
neurones en maturation à J6, est corrélée à l’existence de modifications d’expression de 
certains acteurs de la dynamique mitochondriale. Alors que deux formes de la protéine 
DRP1 sont présentes à J0, seule la forme longue s’accumule au cours du temps, tandis que 
l'isoforme courte disparaît dès J2. Ce profil protéique pourrait résulter d’un épissage 
alternatif de l'ARNm de DRP1. En effet, les neurones corticaux expriment plusieurs variants 
d'épissage de DRP1, notamment une isoforme spécifique des neurones qui possède l'exon 3 
(Uo et al., 2009). Néanmoins, les fonctions respectives de chacune des isoformes de DRP1 
restent inconnues. En revanche, les modifications post-traductionnelles de DRP1 qui 
pourraient faire varier la masse moléculaire apparente de DRP1 au cours de la migration 
électrophorétique sont, elles, mieux caractérisées. Cependant, ni la phosphorylation, ni la 
sumoylation, ni la nitrosylation de DRP1 ne changent la migration électrophorétique de la 
protéine (Chang and Blackstone, 2007b; Cho et al., 2009; Cribbs and Strack, 2007; Zunino 
et al., 2007).  
Les deux mitofusines se comportent différemment lors de la maturation des 
neurones ; alors que la quantité de MFN2 reste inchangée, MFN1 disparaît à partir de J6. 
Parallèlement, la quantité de l'isoforme longue de la protéine OPA1(b) augmente 
progressivement de J2 à J12. L’augmentation de la forme longue d’OPA1, décrite comme 
étant la forme fusogène de la dynamine (Ishihara et al., 2006), même si les formes longues 
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et courtes sont toutes deux requises pour le processus de fusion (Song et al., 2007), pourrait 
expliquer l’augmentation de la filamentation des mitochondries au cours de la maturation des 
neurones. Étant donné que l’action fusogène d’OPA1 dépend de MFN1 (Cipolat et al., 2004), 
la diminution de l'expression de MFN1 à partir du 6e jour de culture, pourrait avec 
l’augmentation progressive de DRP1, expliquer la nature transitoire de cette 
hyperfilamentation. De plus, le rapport protéique de l’isoforme longue d’OPA1 sur MFN1 
présente une augmentation transitoire. Ainsi, à J6 nous pouvons spéculer que les forces de 
fusions prédominent, renforçant le fait d’une hyperfilamentation mitochondriale. De façon 
intéressante, les changements d‘expression de OPA1, DRP1 et MFN1 que nous avons mis 
en évidence lors de la maturation neuronale ex vivo sont également observés in vivo au 
cours du développement, soulignant l’intérêt de notre modèle.  
 
Une augmentation de la filamentation mitochondriale précéde la différenciation de 
nombreux types cellulaires. Ainsi, les mitochondries au départ fragmentées adoptent une 
morphologie filamenteuse au cours du processus de différenciation dans une lignée de 
neuroblastes immortalisés (Voccoli and Colombaioni, 2009), dans des myoblastes (De 
Palma et al., 2010) et des cellules souches embryonnaires (Wilkerson and Sankar, 2011). 
De plus, le nombre de mitochondries et leur degré de filamentation augmentent durant la 
période active de synaptogenèse au niveau des protubérances dendritiques ex vivo (Li et al., 
2004). 
Ces travaux menés en particulier sur les cellules souches, semblent donner une 
signification biologique nouvelle au ‘phénotype’ mitochondrial fusionné qui devient un critère 
de cellules différenciées. La différenciation cellulaire nécessiterait donc l’adaptation 
morphologique des mitochondries qui pourrait être requise pour mettre en place les 
changements métaboliques qui ont lieu au cours de ce processus. Il est couramment 
proposé que l’élongation des mitochondries est bénéfique pour l'approvisionnement 
énergétique mitochondrial (Skulachev, 2001). Dans ce sens, il a été récemment montré que 
la filamentation mitochondriale permet d’augmenter la surface des crêtes mitochondriales, 
d’élever la dimérisation des ATPases conduisant à une production plus efficace en ATP 
(Gomes et al., 2011). Dans ce contexte, il est intéressant de noter que les cellules souches 
produisent principalement leur ATP par voie glycolytique, alors que l’augmentation du 
métabolisme oxydatif qui accompagne l'élongation mitochondriale serait nécessaire à leur 
différenciation (Chung et al., 2007; Mandal et al., 2010). De plus, au cours de la 
neuritogenèse, l’élongation des mitochondries est associée à une augmentation de leur 
potentiel de membrane (Voccoli and Colombaioni, 2009). Inversement, une perturbation de 
l’activité de la chaîne respiratoire par un agent découplant provoque une chute du potentiel 
de membrane mitochondrial et une fragmentation des mitochondries qui s’accompagnent 
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d’une rétraction neuritique (Voccoli and Colombaioni, 2009).  
Nous avons montré que l’hyperfilamentation qui a lieu 6e jour de maturation 
neuronale s’accompagne d’une élévation du potentiel de membrane mitochondrial, reflétant 
probablement une activité plus importante de la chaîne respiratoire, phénomène que nous 
pourrions confirmer par la mesure de la consommation d’oxygène par oxygraphie. Ainsi, 
l’hyperfilamentation permettrait l’adaptation métabolique des mitochondries face à une 
demande énergétique accrue lors de la maturation neuronale. Le changement de 
morphologie des mitochondries des neurones corticaux précède la mise en place de 
synaptogenèse, que nous avons révélé ici grâce à l’accumulation de marqueurs pré- et post-
synaptiques et que nous souhaitons estimer à présent par des expériences de co-
localisation de marqueurs pré- et post-synaptiques en microscopie à fluorescence. Le 6e jour 
de culture pourrait donc être un moment clef de la maturation neuronale conduisant à la 
formation des synapses. L’hyperfilamentation mitochondriale conduirait à une production 
plus importante en ATP à J6 pour assurer une demande énergétique nécessaire au 
processus de synaptogenèse. Certains travaux montrent d’ailleurs l’implication de la 
production de l’ATP d’origine mitochondriale dans la mise en place des synapses. En effet, 
une augmentation du potentiel de membrane mitochondrial sous l’action de la créatine 
conduit à une augmentation de la densité des épines et des synapses (Li et al., 2004). 
D’autre part, l’augmentation de l’activité synaptique, qui demande une quantité accrue d’ATP 
mitochondrial, est corrélée à une augmentation de la taille des mitochondries au niveau du 
compartiment dendritique (Chang et al., 2006). 
 
De façon intéressante, le changement transitoire de morphologie des mitochondries 
s’accompagne d’une élévation transitoire des EAOs. Un des sites majeurs de la production 
des EAOs est la mitochondrie, plus particulièrement au niveau des complexes I et III de la 
chaîne respiratoire. En conditions physiologiques, la production d’EAOs est directement 
proportionnelle à l’activité de la chaîne respiratoire (Turrens et al., 1985; Turrens et al., 
1982). Ainsi, l’augmentation transitoire d’EAOs que nous observons pourrait traduire une 
élévation tout aussi passagère de l’activité de la chaîne respiratoire (Phung et al., 1994). 
L’absence d’effet du traitement antioxydant à J6 sur la morphologie mitochondriale, 
démontre bien que dans nos conditions, les EAOs ne sont pas responsables de la 
filamentation transitoire des mitochondries. En effet, l’hyperfilamention peut être, dans 
certains cas, une réponse à différents types de stress permettant d’augmenter la synthèse 
d’ATP (Tondera et al., 2009). D’autre part, il a été décrit qu’une production exacerbée 
d’EAOs dans des conditions de stress oxydatif, aigu ou chronique, mène au contraire à la 
fragmentation du réseau mitochondrial. L’élévation de la quantité d’EAOs serait donc une 
conséquence de l’hyperfilamentation mitochondriale, ce que nous avons souhaité démontrer 
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en modulant la dynamique mitochondriale dans les neurones corticaux en cours de 
maturation. Nous avons commencé à aborder la question en modulant l’expression d’OPA1. 
Nous avons effectivement montré que la fragmentation induite par la diminution d’OPA1 
s’accompagne, à J6, d’une diminution de la quantité d’EAOs. Cependant, la modulation du 
taux d’OPA1 dans les neurones perturbant globalement l’état redox de la cellule (voir ci-
après) il est difficile de conclure. Nous souhaitons donc étudier l’effet de la perte de MFN1 
sur le pic d’hyperfilamentation et le pic d’EAOs que nous avons observé dans les neurones 
corticaux à J6.  
 
Nos résultats nous amènent à proposer que le pic de filamentation des mitochondries 
à J6 permettrait un accroissement de l’activité de la chaîne respiratoire qui mènerait à une 
élévation transitoire de la quantité d’EAOs. Les EAOs peuvent intervenir en tant que voie de 
signalisation notamment au niveau de la différenciation neuronale (Prozorovski et al., 2008; 
Suzukawa et al., 2000; Tsatmali et al., 2005). Les travaux de Tsatmali démontrent qu’une 
élévation de la production des EAOs est nécessaire à la croissance neuritique et serait 
concomitante à une augmentation de la quantité du complexe IV de la chaîne respiratoire et 
de son activité. Nous avons montré une élévation transitoire de la translocation nucléaire du 
facteur de transcription NRF2 au 6e jour de la maturation neuronale. Or, il a été décrit que les 
EAOs provoquent la translocation nucléaire de NRF2 grâce à l’oxydation de sa protéine 
régulatrice Keap1 (Min et al., 2011). Récemment, des travaux utilisant un modèle 
transgénique murin déficient pour la protéine NRF2 ont révélé que NRF2 participe à la 
différenciation neuronale, les neurones en culture primaire issus de ces souris présentent en 
effet un retard de croissance neuritique. Il serait intéressant de suivre dans ces neurones en 
culture la morphologie des mitochondries et l’expression des acteurs de la dynamique 
mitochondriale. De plus, l’extinction de ce facteur de transcription dans des lignées PC12, 
empêche la différenciation des neurones induite par le NGF qui normalement permet la 
libération de NRF2 de sa protéine régulatrice Keap1 (Kosaka et al., 2010; Zhao et al., 
2009a). Ainsi, dans nos conditions, l’élévation du niveau des EAOs permettrait la 
translocation nucléaire de NRF2 qui entraînerait la maturation des neurones par l’activation 
de cibles qui restent à caractériser. Nos résultats suggèrent donc un rôle nouveau de NRF2 
dans la différenciation neuronale au niveau du processus de synaptogenèse. Pour 
démontrer cette hypothèse, nous souhaitons étudier dans notre modèle cellulaire l’effet 
d’une diminution du taux de ROS et de NRF2 sur la maturation des neurones, et en 
particulier sur la synaptogenèse. 
 
Dans leur ensemble, nos résultats suggèrent la nécessité de l’hyperfilamentation 
mitochondriale qui conduirait à une signalisation NRF2 dépendante des EAOs pendant la 
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maturation neuronale. Ainsi, comme proposé lors de la différenciation des cellules souches, 
les mitochondries, lors de la maturation neuronale, pourraient être à l’origine de signaux 
spécifiques qui permettraient l'activation de facteurs de transcription transitant dans le noyau 
et modulant la transcription de gènes cibles spécifiques (Mandal et al., 2010).  
 
Influence d’OPA1 sur la morphologie et le fonctionnement des mitochondries dans les 
neurones, impact sur la maturation neuronale : 
 
  En modulant les principales fonctions de l’organelle, dont l’énergétique ainsi que sa 
distribution, la dynamique mitochondriale pourrait influencer la maturation neuronale. C’est à 
cette question que nous avons souhaité répondre dans une deuxième partie de ce travail de 
thèse, en caractérisant les effets de l’inactivation d’OPA1 dans notre modèle de neurones 
corticaux en développement en culture primaire. 
 
L’extinction de la protéine OPA1 dans les neurones corticaux provoque à J6, comme 
attendu, la fragmentation des mitochondries (Griparic et al., 2004; Olichon et al., 2003; Song 
et al., 2007). Les mitochondries fragmentées sont correctement distribuées dans tous les 
compartiments des neurones transfectés par les siOPA1. Aucune agrégation péri-nucléaire, 
qui aurait privé les neurites de mitochondries, n’a été observée contrairement à certaines 
données bibliographiques (Kamei et al., 2005). La fragmentation induite par la perte d’OPA1 
ne s’accompagne pas d’un processus d’apoptose spontanée. Néanmoins, les neurones dont 
la quantité en dynamine OPA1 a été réduite pourraient présenter, comme de nombreux 
autres types cellulaires une sensibilité accrue à l’apoptose (Arnoult et al., 2005a; Cipolat et 
al., 2004; Delivani et al., 2006; Frezza et al., 2006; Karbowski et al., 2004a; Lee et al., 2004). 
Pour le vérifier, nous pourrions induire un stress cellulaire afin d’évaluer la sensibilité des 
neurones privés d’OPA1 à l’apoptose. Nous pourrions en effet, induire un stress oxydant 
étant donné que la perte d’OPA1 altère l’état redox de la cellule. Nous pourrions également 
provoquer un stress excito-toxique par une sur-activation des récepteurs NDMA par le 
glutamate (Jahani-Asl et al., 2011).  
 
La diminution de la quantité d’OPA1 provoque une baisse du potentiel de membrane 
mitochondrial dans les neurones comme dans plusieurs autres types cellulaires (Amati-
Bonneau et al., 2005; Chen et al., 2005; Cipolat et al., 2004; Lodi et al., 2004; Lodi et al., 
2011; Nochez et al., 2009; Olichon et al., 2003; Song et al., 2007; Song et al., 2009). Cette 
diminution est probablement due à une diminution de la respiration mitochondriale. En effet, 
une diminution de l’expression d’OPA1 dans des MEF s’accompagne d’une diminution 
sévère de la respiration endogène (Chen et al., 2005). D’autre part, certains travaux ont 
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révélé qu’ex vivo des fibroblastes ou des muscles de patients atteints d’ADOA-1 en raison de 
mutations de la protéine OPA1, présentent des défauts de phosphorylation oxydative (Amati-
Bonneau et al., 2005; Chen et al., 2005; Chevrollier et al., 2008; Cipolat et al., 2004; Lodi et 
al., 2004; Lodi et al., 2011; Nochez et al., 2009; Song et al., 2007; Song et al., 2009; Zanna 
et al., 2008). 
En accord avec la baisse du potentiel de membrane que nous avons observée dans 
les neurones en réponse à l’extinction d’OPA1, nous avons mis en évidence une diminution 
de la quantité de certains complexes respiratoires. Les complexes I, III et IV sont affectés, 
alors que la quantité des complexes II et V reste inchangée. La diminution de la quantité de 
certains complexes respiratoires pourrait entraîner une baisse de leur activité que nous 
pourrions mesurer par des tests enzymatiques ainsi que par polarographie (Chen et al., 
2005; Tang et al., 2009). D’autre part, il serait intéressant d’évaluer si cette perturbation 
entraîne un déficit énergétique en mesurant la synthèse d’ATP mitochondrial et le ratio 
ADP/ATP. Il a été montré que la diminution de la quantité d’OPA1 dans des MEF ou dans 
des fibroblastes de patients porteurs de mutations d’OPA1 affecte, suivant les travaux, la 
respiration conduite par les complexes I, III et IV (Chen et al., 2005; Chevrollier et al., 2008; 
Lodi et al., 2004; Zanna et al., 2008). Chez la drosophile, la mutation du gène OPA1 
provoque une réduction de la consommation en oxygène conduite par le complexe II ainsi 
qu’une diminution d’activité des complexes II et III (Tang et al., 2009). 
 
La diminution des complexes respiratoires I, III et IV associée à la perte de la 
dynamine OPA1 dans les neurones pourrait être expliquée par son rôle dans la structuration 
des crêtes (Cipolat et al., 2006; Darshi et al., 2010; Frezza et al., 2006; Landes et al., 
2010a). La perte d’OPA1 pourrait, entre autres, perturber la structure des super complexes 
respiratoires et les déstabiliser (Lenaz and Genova, 2009). De manière intéressante, le 
complexe II qui n’est pas touché par la diminution de la protéine OPA1, n’intervient pas dans 
la formation des super complexes. Cependant, OPA1 joue également un rôle dans le 
maintien de l’ADN mitochondrial (Chen et al., 2007; Elachouri et al., 2010). La perte d’une 
partie de l’ADN mitochondrial pourrait donc provoquer une réduction de l’expression de 
certaines sous-unités des complexes respiratoires I, III et IV et par voie de conséquence 
entraîner la dégradation des sous-unités codées par le génome nucléaire. L’ADN 
mitochondrial ne codant pour aucune des sous-unités du complexe II ou du complexe F1 de 
l’ATP synthase, ces derniers ne seraient pas affectés. Enfin, un dernier élément à considérer 
dans le cadre de l’effet de la perte d’OPA1 sur la quantité des complexes respiratoires 
concerne la mise en évidence de l’interaction de la dynamine avec les complexes 
respiratoires I, II et III qui pourrait permettre leur stabilité et leur intégrité (Zanna et al., 2008). 
Néanmoins dans ce cas, le complexe II serait affecté contrairement au complexe IV qui ne 
  206 
  207 
devrait pas l’être. 
 
Nous avons montré pour la première fois chez les mammifères que l’inactivation 
d’OPA1 conduisait à une augmentation de la production d’EAOs grâce à une série 
d’observations qui bien qu’indirectes, sont assez convaincantes. Nous avons en effet montré 
que l’activité de l’aconitase, une enzyme sensible aux EAOs est diminuée dans les neurones 
traités par un siOPA1 alors que l’activité de la catalase, dont la fonction est de détoxifier les 
EAOs est augmentée. Néanmoins, nous n’observons pas d’augmentation de la quantité des 
EAOs comme il a été décrit chez la drosophile (Tang et al., 2009), indiquant que, dans notre 
cas, l’induction de la machinerie anti-oxydante a été suffisamment efficace pour 
contrebalancer la production d’EAOs. Dans ce sens, nous avons mis en évidence une 
augmentation du rapport du taux de glutathion réduit sur le taux de glutathion oxydé. Pour 
confirmer une production accrue d’EAOs, qui plus est mitochondriale, nous pourrions utiliser 
la sonde MitoSOX qui s’accumule dans la mitochondrie et qui fluoresce au contact de l’anion 
superoxyde. De plus, l’évaluation des activités SOD, notamment celle spécifique des 
mitochondries, mettra également en évidence non seulement une détoxification oxydative 
mitochondriale mais aussi que les EAOs ont bien une origine mitochondriale. Finalement, 
l’induction d’un stress oxydatif pourra rendre compte de l’état de sensibilité des neurones, 
renforçant l’idée d’un déséquilibre oxydatif des cellules dépourvues de la protéine OPA1. 
Des études sur des modèles de drosophile et sur C.elegans porteurs de mutations du gène 
Opa1 indiquent une fragilité de ces organismes face à un stress oxydant (Kanazawa et al., 
2008; Tang et al., 2009). 
 
La perte de la protéine OPA1 entraîne donc un déséquilibre de l’état redox qui 
pourrait, compte-tenu des résultats que nous avons obtenus dans la première partie de notre 
travail, induire une perturbation de la signalisation EAOs et par voie de conséquence, une 
altération de la mise en place des synapses. En effet, alors que l’extinction d’OPA1 n’altère 
pas la mise en place de l’arborescence dendritique, elle induit une réduction de la quantité 
de protéines spécifiques des éléments pré- et post-synaptiques. Ceci suggère un rôle 
particulier de la protéine OPA1 dans le processus de synaptogenèse, que nous 
souhaiterions caractériser plus avant en déterminant l’effet d’une inactivation d’OPA1 sur le 
nombre de synapses notamment par immunofluorescence indirecte de protéines 
représentatives des deux compartiments synaptiques en microscopie à fluorescence.  
Nos résultats sont en accord avec des travaux qui montrent que la surexpression de 
la forme mutée dominante négative de DRP1 dans des neurones hippocampiques en culture 
primaire, n’interfère pas avec la croissance neuritique mais influence la synaptogenèse (Li et 
al., 2004). L’inactivation de DRP1 provoque une diminution du nombre d’épines dendritiques 
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et du nombre de synapses (Li et al., 2008; Li et al., 2004; Wang et al., 2009). De plus, une 
diminution de chacun des acteurs de la dynamique mitochondriale excepté FIS1 entraîne 
une diminution du nombre d’épines dendritiques dans des neurones corticaux en culture 
primaire (Wang et al., 2009). Toutefois, la perte de la protéine DRP1 dans des modèles 
transgéniques de souris DRP1+/- est associée à la fois à une diminution du nombre de 
synapses et à une réduction du nombre de neurites (Ishihara et al., 2009). Le fait de ne pas 
révéler ici d’impact de la perte d’OPA1 sur la croissance neuritique pourrait venir de 
l’extinction tardive de la protéine OPA1 qui a lieu après l’enclenchement du processus de 
neuritogenèse. Il serait donc intéressant d’utiliser des neurones corticaux de souris 
porteuses de mutations d’OPA1 à l’état hétérozygote en culture primaire afin d’étudier la 
mise en place de la croissance neuritique et valider nos résultats dans un contexte 
physiopathologique.  
 
En conséquence, alors que DRP1 influence la mise en place des synapses par son 
rôle sur la distribution des mitochondries, l’effet d’OPA1 serait lié à une perturbation du 
métabolisme oxydatif. En effet, les travaux de Li montrent une perturbation de la distribution 
des mitochondries dans les neurones surexprimant le dominant négatif K38A de DRP1 sans 
modifier le potentiel de membrane mitochondrial, alors que dans nos conditions, la perte 
d’OPA1 ne perturbe pas la distribution des mitochondries mais altère leur activité 
métabolique (Li et al., 2004).  
Pour conclure, perturber OPA1 contrecarrerait le processus d’hyperfilamentation 
entraînant une diminution de la phosphorylation oxydative se traduisant à la fois par un 
déficit énergétique et une perturbation de la signalisation redox et de la synaptogenèse. 
 Afin de mieux caractériser l’effet de la perte de la protéine OPA1 sur le 
fonctionnement des neurones, nous avons entrepris l’étude de la transmission synaptique 
par électrophysiologie.  
 
Influence d’OPA1 sur la transmission synaptique 
 
Les premières investigations de l’influence de la dynamique mitochondriale sur la 
transmission synaptique se sont particulièrement centrées sur la fission et ont montré que la 
perte de DRP1 est impliquée dans le contrôle de la plasticité des épines dendritiques et au 
niveau pré-synaptique dans le recrutement des vésicules synaptiques du pool de réserve 
lors de stimulations répétées (Li et al., 2004; Verstreken et al., 2005) 
 
Nos recherches ont mis en évidence, pour la première fois, l’influence de la protéine 
OPA1 sur la transmission synaptique excitatrice et inhibitrice. Les enregistrements effectués 
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au niveau du soma des neurones dépourvus d’OPA1 révèlent que l’inactivation de cette 
dynamine entraîne une altération importante de la fréquence des courants post-synaptiques 
excitateurs et inhibiteurs, sans effet net sur leur amplitude, bien que la question reste entière 
pour les courants AMPA.  
 
Les théories classiques de l’électrophysiologie considèrent qu’une perturbation de la 
fréquence des courants post-synaptiques spontanés sans modulation de leur amplitude 
s’interprète par des modifications au niveau de l’élément pré-synaptique qui se répercutent 
sur la libération de neurotransmetteur. Autrement dit, en l’absence de modification nette de 
l’amplitude, une modulation de la fréquence des courants est classiquement attribuée à une 
perturbation du fonctionnement des éléments pré-synaptiques des afférences du neurone 
enregistré. Ceci est corroboré par l’analyse des courants miniatures (ces courants reflétant 
principalement la probabilité de libération du neuromédiateur), dont seule la fréquence doit 
être perturbée, leur amplitude restant intacte, ce qui est le cas dans notre travail.  
 
Dans nos conditions expérimentales, étant donné le faible taux de neurones 
transfectés (environ 5%) et présentant donc une quantité d’OPA1 amoindrie, la plupart des 
afférences des neurones enregistrés devraient provenir de neurones présentant une quantité 
normale de dynamine. Dans ce cas, il semble difficile de proposer un impact pré-synaptique 
direct provoqué par l’extinction d’OPA1, alors que le seul neurone obligatoirement dépourvu 
d’OPA1 est le neurone enregistré c’est-à-dire l’élément post-synaptique. Cependant, il est 
important de considérer que la transfection chimique des neurones corticaux, comme celles 
d’autres types cellulaire, n’est pas homogène et qu’elle conduit à la formation de « foyers de 
transfection » au sein desquels un groupe de neurones voient leur quantité d’OPA1 
diminuée. Un argument supplémentaire en faveur d’un effet « foyer » de la transfection 
réside dans le fait que la fréquence des courants NMDA spontanés des neurones dépourvus 
de traceur (donc n’ayant probablement pas été transfectés par les siARN) sont identiques 
lorsque ceux-ci appartiennent à une population traitée par les siOPA1 ou siLUC. Il n’y a donc 
pas de propagation de l’effet de l’extinction d’OPA1 aux neurones de l’ensemble de la 
population, il ne s’agit pas d’une modulation de propriétés de réseau.  
 
L’existence d’un tel foyer permet d’envisager que les effets observés soient dus à la 
perte de fonction de la protéine OPA1 au niveau des afférences du neurone enregistré. Ils 
pourraient être alors expliqués par les modifications attendues du compartiment pré-
synaptique : une diminution du nombre d’éléments pré-synaptiques, une baisse du nombre 
de vésicules pré-synaptiques disponibles, voire du nombre de molécules de 
neurotransmetteur présentes dans les vésicules et libérées dans la fente synaptique lors de 
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la transmission synaptique spontanée ou encore par un défaut de mobilisation des vésicules 
comme dans le cas de la jonction neuromusculaire (Verstreken et al., 2005). 
 
Cette interprétation n’est pas univoque puisque, de façon plus générale, les théories 
électrophysiologiques dites classiques que nous évoquions admettent maintenant qu’une 
signalisation trans-synaptique rétrograde participe à la régulation de la transmission 
synaptique (Futai et al., 2007; Tracy et al., 2011). En effet, comme nous l’avons vu dans la 
partie introductive, la mise en place et le maintien de synapses fonctionnelles requièrent un 
ajustement coordonné entre tous les composants des compartiments pré- et post-
synaptiques. Cette coordination est largement basée sur les interactions entre molécules 
d’adhérence trans-membranaires, neuroligines et neurexines principalement, et les 
complexes moléculaires qui leur sont associés, l’ensemble formant un réseau liant les 
vésicules pré-synaptiques aux densités post-synaptiques, incluant PSD95, et, par extension, 
aux récepteurs post-synaptiques (Dean and Dresbach, 2006). Ces interactions ont 
également lieu dans les synapses entre neurones dissociés en culture, comme l’attestent de 
nombreuses études au travers, entre autres, de la démonstration du contrôle rétrograde 
exercé par PSD95 sur la taille des synapses excitatrices et la fréquence des courants 
miniatures (Prange et al., 2004), voire de l’impact des récepteurs post-synaptiques AMPA 
sur la maturation pré-synaptique (Tracy et al., 2011). Ainsi, une signalisation trans-
synaptique rétrograde pourrait participer aux effets de l’absence d’OPA1 dans les neurones 
dont nous enregistrons les courants post-synaptiques, les conséquences sur les 
mitochondries seraient ainsi répercutées au niveau pré-synaptique. Les possibilités de 
modulations des éléments régulateurs restent identiques à celles évoquées plus haut qui 
résultent en une modification de la libération de neuromédiateurs. 
 
Un argument supplémentaire en faveur d’un effet pré-synaptique est le fait que nous 
ne déterminons pas d’effet net sur l’amplitude des courants post-synaptiques, notamment au 
niveau des miniatures à J8 et J9. Ceci suggère que la perte d’OPA1 n’entraîne pas 
d’altération des éléments post-synaptiques à ce stade de la maturation neuronale. 
Toutefois, comme nous l’avons précisé dans la présentation des résultats, il est difficile 
d’être catégorique dans l’interprétation des tendances ou variations nettes d’amplitudes 
observées. En effet, l’augmentation de fréquence des courants spontanés peut résulter 
d’une sommation qui rend difficile la mesure de l’amplitude de chaque événement 
indépendamment. Ce biais dans les mesures ne concerne pas les fréquences étant donné 
que le logiciel AxoGraph considère les évènements individuellement et donc peut déterminer 
leur nombre au cours du temps. Ainsi, la détection d’une modification de l’amplitude pourrait 
résulter de la diminution de la fréquence d’évènements sommés et non d’une véritable 
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réduction de l’amplitude. L’étude des courants miniatures, en l’absence de potentiel d’action 
pré-synaptique, réduit le nombre d’événement et rend mieux compte de l’amplitude des 
courants individuels, ainsi, bien sûr que de leur fréquence. Dans nos conditions, la perte de 
la protéine OPA1 diminue la fréquence des courants miniatures NMDA et AMPA à J8 et J9 
sans en modifier l’amplitude. Nous pouvons donc considérer, d’après les analyses des 
courants miniatures et spontanés, qu’à J8 et J9, la perte d’OPA1 altère majoritairement la 
fréquence. En revanche, ne possédant pas encore les enregistrements des courants 
miniatures à J10, l’effet sur l’amplitude des courants AMPA reste malgré tout à considérer. 
La perte d’OPA1 à J10 influence à la fois la fréquence et l’amplitude des courants 
AMPA, ce qui indiquerait alors un effet non seulement sur l’élément pré-synaptique mais 
également sur l’élément post-synaptique. L’amplitude des courants AMPA étant diminuée, 
on assisterait donc à une diminution du nombre de ces synapses ou du nombre de 
récepteurs par synapse, qui ne serait possible qu’à J10, soit parce que l’effet de l’absence 
d’OPA1 sur la transmission AMPA nécessite plus de temps pour se mettre en place, soit 
parce que les éléments en question n’y deviennent sensibles qu’à cette période là de la 
maturation. 
 
Par conséquent, nos résultats suggèrent une influence de la perte d’OPA1 sur les 
éléments pré-synaptiques aux stades précoces, sur les éléments post-synaptiques et sur le 
nombre de synapses efficaces à des stades plus tardifs. La finalisation des études des 
courants miniatures pourra permettre de déterminer plus finement les contributions post-
synaptiques. De plus, la quantification par immunofluorescence des variations des éléments 
pré- et post-synaptiques, rendra compte du nombre de synapses et des compartiments qui 
les composent.   
 
Il est particulièrement intéressant de noter que l’impact de la perte d’OPA1 est 
différente en fonction du type de courant excitateur: (1) la diminution de fréquence survient à 
J8 et J9 pour les courants NMDA et J10 pour les courants AMPA et (2) les modifications des 
caractéristiques des courants NMDA sont transitoires (absentes après J10), alors que celles 
des courants AMPA semblent perdurer au delà de J10. Ceci pourrait être expliqué par le fait 
qu’au cours de la maturation des synapses en culture, les récepteurs NMDA sont les 
premiers présents puis, au fur et à mesure, le nombre de récepteurs AMPA augmente. De ce 
fait, l’effet de la perte d’OPA1 aurait d’abord un impact sur la transmission NMDA, les 
récepteurs NMDA étant majoritaires à la surface des synapses à J8. Puis, on verrait 
apparaître un effet sur la transmission AMPA, le nombre des récepteurs AMPA augmentant 
à J10. Cette hypothèse pourra être confirmée par une estimation du rapport de la quantité 
des AMPAR sur la quantité des NMDAR (Hall et al., 2007). 
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Un autre aspect important de nos résultats réside dans le fait que les effets sur la 
fréquence se déclinent de manière opposée selon la nature des courants. En effet, la perte 
d’OPA1 provoque une diminution de la fréquence des courants excitateurs, NMDA et AMPA, 
alors qu’elle entraîne une élévation de la fréquence des courants inhibiteurs GABAergiques. 
Une influence différentielle de la perte d’OPA1 sur les deux forces majeures de la 
transmission synaptique n’est pas surprenante étant donnée l’étroite interrelation entre le 
fonctionnement des transmissions excitatrice et inhibitrice, indispensables à l’homéostasie 
électrique des réseaux neuronaux. Afin d’empêcher un emballement des circuits neuronaux 
vers une excitation extrême, le réseau a besoin d’un rétrocontrôle négatif effectué entre 
autres par la transmission GABAergique pour ramener l’excitation à des niveaux permettant 
la stabilité du réseau neuronal. In vivo, l’activité GABAergique hyperpolarisante permet la 
stabilisation et la synchronisation de l’activité électrique des circuits neuronaux (Echegoyen 
et al., 2007; Treiman, 2001). Ex vivo, l’activité inhibitrice est dépendante de l’activité 
excitatrice (Hartman et al., 2006). Ainsi, dans nos conditions, l’augmentation de la fréquence 
des courants inhibiteurs pourrait être la conséquence d’une réduction de la fréquence des 
courants excitateurs. Inversement, la réduction de la fréquence excitatrice pourrait être la 
conséquence d’une inhibition GABAergique trop importante. Là encore, les immuno-
marquages synaptiques permettront de rendre compte de la part respective de chacun de 
ces types de transmission.  
 
L’état actuel de nos travaux suggère que la perte d’OPA1 n’entraîne qu’un déséquilibre 
transitoire des transmissions GABAergique et glutamatergique, visualisée par le rapport des 
fréquences moyennes des courants inhibiteurs sur celles des courants excitateurs à J10 










Le fait que la perturbation du rapport des transmissions GABAergique et 
glutamatergique ne soit que transitoire pourrait être liée au fait que les neurones mettent 
alors en place des systèmes de compensation qui permettent de rétablir une transmission 
synaptique comparable à celles des neurones contrôles. Alternativement,  la perte d’OPA1 
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pourrait entraîner un simple retard de maturation qui serait rattrapé : le nombre de synapses 
fonctionnelles serait alors rétabli et les synapses, même en l’absence d’OPA1, seraient 
finalement comparables fonctionnellement et morphologiquement à celles des neurones 
témoins.  
Cependant, ce retard de maturation peut avoir fragilisé le neurone et ceci pourrait avoir 
un impact sur la réponse des neurones face à des stress ultérieurs, voire sur la mise en 
place de connexions in vivo, comme nous le verrons ultérieurement. 
 
Dans le cas d’une mise en place d’un processus de compensation dans les neurones 
en réponse à la perte d’OPA1, des stratégies pourraient s’instaurer pour rétablir une 
transmission normale en adaptant les éléments pré- et post-synaptiques. Les neurones pré-
synaptiques pourraient voir s’élever le nombre de vésicules pré-synaptiques ou encore le 
nombre de neurotransmetteurs par vésicule pour augmenter le nombre de molécules de 
neurotransmetteurs libérés dans la fente synaptique. De plus, le neurone post-synaptique 
enregistré, étant lui-même obligatoirement dépourvu de la protéine OPA1, nous pourrions 
imaginer qu’il pourrait mettre en place une compensation notamment en augmentant le 
nombre de récepteurs à la surface ou le nombre d’éléments post-synaptiques, et ce, afin de 
rétablir l’amplitude des courants à un niveau basal. Cet effet de compensation pourrait être 
possible au niveau des synapses majoritairement composées de récepteurs NMDA mais pas 
sur les synapses majoritairement composées de récepteurs AMPA étant donné qu’ils sont 
atteints plus tardivement et probablement de façon continue, du moins si nos études le 
confirment.  
Ainsi, à J10 la transmission synaptique serait globalement comparable entre les 
neurones dépourvus d’OPA1 et les neurones contrôles d’un point de vue fonctionnel mais il y 
aurait une composition synaptique différente. Dans le même ordre d’idées, les expériences 
de Sun et al en 2009 montrent un déséquilibre transitoire du rapport excitation-inhibition 
dans des neurones ‘nouveaux-nés’ de l’hippocampe de souris transgéniques modèles de la 
maladie d’Alzheimer (Sun et al., 2009). À des stades précoces, ces neurones présentent une 
augmentation de la fréquence des courants GABAergiques et une diminution des courants 
excitateurs. À des stades plus tardifs, l’activité électrique est restaurée à des niveaux 
physiologiques malgré une réduction du nombre total de synapses. En dépit d’un retour à 
une activité électrique physiologique, la restauration n’est que partielle puisque le nombre 
global de synapses est toujours anormal.  
Comme nous l’avons déjà évoqué, nous devons donc évaluer le nombre d’éléments 
pré- et post-synaptiques par immuno-cytochimie aux différents stades de nos 
enregistrements, pour ainsi élucider si dans notre contexte, la compensation électrique 
s’accompagne ou non d’un rétablissement du nombre de synapses.  
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D’autre part, il serait utile d’étudier la transmission synaptique dans des conditions où 
tous les neurones sont touchés par la perte de fonction de la protéine OPA1, comme dans le 
cas de modèles murins hétérozygotes mutants pour OPA1 (Davies et al., 2007), ou par la 
transduction virale des neurones par un lentivirus shOPA1. Dans un contexte où tous les 
neurones sont dépourvus d’OPA1, les effets pourraient être plus sévères et l’adaptation des 
synapses plus difficile, tous les types cellulaires étant affectés, en particulier les cellules 
gliales.  
 
En conséquence, quelle que soit l’hypothèse retenue, le caractère transitoire du 
déséquilibre des transmissions GABAergique et glutamatergique devrait fragiliser les 
neurones et ceci pourrait avoir un impact sur leur réponse à des stress ultérieurs, voire sur la 
mise en place de connexions in vivo. On pourrait également assister à une amplification de 
l’effet car, comme nous l’avons discuté dans la première partie de ce manuscrit, étant donné 
que la perte d’OPA1 entraîne une perturbation de l’état redox cellulaire et une altération du 
métabolisme énergétique, un stress oxydant devrait exacerber les défauts électriques. 
 
Influence d’OPA1 sur la transmission synaptique : un problème de fonctionnement 
des mitochondries  
 
Les effets de la perte de la protéine OPA1 sur la transmission synaptique peuvent être 
corrélés à l’influence de cette dynamine sur les fonctions mitochondriales. En effet, comme 
nous l’avons montré, la perte d’OPA1 conduit à une altération du potentiel de membrane 
mitochondrial et à une diminution des complexes de la chaîne respiratoire, donc 
probablement de la respiration. Ce qui pourrait mener à une diminution de la production en 
ATP. Le fonctionnement synaptique nécessite à lui seul 20% de l’ATP mitochondrial 
indispensable au maintien des concentrations ioniques de part et d’autre de la membrane 
plasmique et à la transmission synaptique (Duchen, 2000; Nicholls and Budd, 2000). Étant 
donnée l’influence d’OPA1 sur la fonction métabolique des mitochondries, une perturbation 
de la dynamique mitochondriale pourrait entraîner un manque local en énergie et perturberait 
le fonctionnement et la plasticité synaptiques. Les travaux de Verstreken sur des souches de 
drosophiles hétérozygotes pour une mutation invalidante de DRP1, montrent qu’un défaut de 
la fission mitochondriale provoque un défaut de recrutement des vésicules synaptiques du 
pool de réserve lors de stimulations répétées (Verstreken et al., 2005). Ce problème est dû à 
un manque énergétique puisque l’ajout d’ATP restaure une transmission synaptique efficace 
en conditions de forte activité neuronale. De même, les travaux de Li indiquent que l’absence 
de mitochondries à proximité des synapses dans des cultures primaires de neurones 
hippocampiques induit la réduction du nombre des épines dendritiques. En potentialisant 
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l’activité mitochondriale par l’intermédiaire de la créatine, ces auteurs restaurent une activité 
normale, les rares mitochondries bien localisées permettant alors de rétablir le nombre de 
synapses (Li et al., 2004). La perte d’OPA1 pourrait donc également, en affectant la 
respiration mitochondriale, entraîner un manque en énergie et perturberait le fonctionnement 
et la plasticité synaptiques. D’autre part, une diminution de la production d’ATP pourrait 
altérer le potentiel de repos neuronal. Il serait intéressant de mesurer ce dernier ainsi que les 
caractéristiques de propagation des potentiels d’action en lien direct avec les régulations 
ioniques dépendantes de l’ATP. L’activité des récepteurs purinergiques nécessaires 
notamment dans le maintien du potentiel de membrane des neurones serait aussi 
intéressante à évaluer mais cela dépasse le cadre de nos investigations. 
 
  La mitochondrie est l’un des sites de stockage du calcium intracellulaire et réalise un 
rôle tampon indispensable au maintien du potentiel de repos et à la transmission synaptique. 
L’influx du calcium vers la mitochondrie est possible grâce au potentiel de membrane 
mitochondrial. Lors de fluctuations des concentrations cytosoliques produites par l’activité 
neuronale, des échanges calciques ont lieu entre la mitochondrie et le réticulum 
endoplasmique ou encore avec la membrane plasmique. La séquestration du calcium par les 
mitochondries permet un retour rapide du potentiel de membrane neuronal au repos après 
des activités synaptiques modérées et intenses (Billups and Forsythe, 2002). Les 
mitochondries jouent donc un rôle primordial dans le maintien de la transmission synaptique. 
En effet, lorsque cette fonction est altérée, la concentration cytosolique calcique au repos 
augmente. Ce qui accroît la probabilité de libération des neurotransmetteurs, d’où un rôle 
important de la mitochondrie dans la potentialisation synaptique (Dittman et al., 2000). La 
perturbation de la dynamique mitochondriale par surexpression de la protéine de fission 
DRP1 dans une lignée de cellules HeLa, entraîne une altération de la séquestration du 
calcium cytosolique (Szabadkai et al., 2004). De plus, la surexpression de la protéine FIS1 
impliquée dans la fission mitochondriale toujours dans les cellules HeLa, ralentit la captation 
calcique mitochondriale du fait d’un éloignement des mitochondries de la membrane 
plasmique (Frieden et al., 2004). Ces phénomènes peuvent également se produire dans les 
neurones. 
Dans nos conditions expérimentales, la perte de la protéine OPA1 mène à une 
perturbation du potentiel de membrane mitochondrial susceptible d’augmenter la 
concentration calcique intracellulaire au repos et par, voie de conséquence, d’induire un 
défaut de l’excitabilité neuronale. De ce fait, il serait intéressant de mesurer le potentiel de 
membrane neuronal, d’évaluer la probabilité de libération des NT et le rôle tampon des 
mitochondries dans nos conditions. L’utilisation d’une sonde calcique mitochondriale pourrait 
permettre d’évaluer l‘effet de la perte d’OPA1 sur le niveau de calcium intra-mitochondrial. 
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Pour cela, la mise en culture de neurones corticaux préparés à partir d’une souris 
transgénique exprimant ce type de sonde serait particulièrement adaptée (Rogers et al., 
2007).   
 
Afin d’assurer les rôles métaboliques que nous venons d’évoquer, les mitochondries 
doivent être bien distribuées pour permettre une gestion locale du calcium et fournir l’énergie 
nécessaire, notamment au niveau des synapses les plus éloignées. Les mitochondries sont 
transportées sur de longues distances par l’intermédiaire des microtubules et des moteurs 
associés. Une fois localisées, elles sont ancrées par l’intermédiaire de réseau des filaments 
d’actine (Morris and Hollenbeck, 1995). Globalement, dans nos conditions, la perte de la 
protéine de fusion OPA1 entraîne la fragmentation des mitochondries mais ne perturbe pas 
leur distribution de manière drastique. Une étude plus fine de leur distribution,  en particulier 
au niveau des zones distales et des synapses, de leur mobilité et de leur vitesse de transport 
(antérograde et rétrograde) serait bien sûr nécessaire. En accord avec nos données, des 
études récentes utilisant des neurones ganglionnaires de la racine dorsale en culture 
primaire, montrent que l’extinction de la protéine OPA1 ne perturbe ni le transport axonal de 
mitochondries ni leur distribution (Misko et al., 2010). Dans le cas de la perte de fonction de 
la protéine de fission DRP1, une diminution du nombre de mitochondries, qui restent 
parfaitement fonctionnelles, aux synapses (Li et al., 2004) est par contre observée. En 
conséquence, il semble que l’on puisse conclure que si les mitochondries sont absentes ou 
qu’elles sont présentes mais peu fonctionnelles, le résultat est similaire c’est-à-dire une 
diminution d’ATP disponible localement. Ainsi, DRP1 serait nécessaire pour augmenter le 
nombre et la mobilité des mitochondries vers les synapses en fonction de l’activité neuronale 
alors qu’OPA1 permettrait d’augmenter la production d’ATP des mitochondries en particulier 
à proximité des synapses.  
 
Effet de la Forskoline sur les dysfonctions synatiques occasionnées par la perte de la 
protéine OPA1. 
 
Étant donnés les effets éventuels pré-synaptiques de la perte d’OPA1, un traitement à 
la Forskoline (FSK) connu pour optimiser l’activité synaptique, nous a paru un candidat de 
choix pour rétablir les perturbations observées. En effet, la FSK permet l’activation de 
l’adénylate cyclase qui produit de l’AMPc et par voie de conséquence active la PKA 
fortement impliquée dans la plasticité synaptique au niveau de l’élément pré-synaptique. La 
potentialisation des synapses dépend de l’adénylate cyclase globalement au niveau de 
l’élément pré-synaptique où l’élévation d’AMPc permet, entre autres, le recrutement des 
vésicules synaptiques (Chavis et al., 1998; Verstreken et al., 2005; Zalutsky and Nicoll, 
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1990) mais également, à un degré moindre, au niveau du compartiment post-synaptique 
(Blitzer et al., 1998; Gomez et al., 2002). Dans nos conditions, la FSK permet de compenser 
l’effet de la perte de la protéine OPA1 sur la fréquence des courants excitateurs. Cette 
compensation pourrait être le fait de l’action de la FSK sur le fonctionnement synaptique, 
sans intervention directe de la molécule sur la mitochondrie.  
Cependant, de récentes études montrent l’influence de la voie Adénylate 
cyclase/AMPc/PKA sur le fonctionnement mitochondrial (Dagda et al., 2011; Pasdois et al., 
2003). Cet effet mitochondrial de la FSK pourrait être d’accroître la biogenèse mitochondriale 
et ainsi d’élever la production d’ATP en augmentant la masse mitochondriale (De Rasmo et 
al., 2010) et, partant, la quantité d’énergie disponible pour les synapses. Ceci paraît peu 
probable dans nos conditions étant donné le temps entre le traitement et l’enregistrement 
électrophysiologique (près d’une heure), qui semble insuffisant pour la mise en place de 
processus de transcription et de traduction de protéines nécessaires à la biogenèse 
mitochondriale. A plus long terme, ceci pourrait être éventuellement vérifié notamment en 
évaluant la masse mitochondriale par des protéines mitochondriales représentatives de la 
biogenèse ou par la quantification de l’incorporation de BrdU dans l’ADN mitochondrial (Amiri 
and Hollenbeck, 2008). De plus, une stimulation de la biogenèse mitochondriale pourrait être 
appréciée en étudiant l’expression des principaux acteurs qui contrôlent ce processus 
comme le coactivateur transcriptionnel PGC1-alpha et ses gènes cibles. 
 
Outre son influence sur la biogenèse, la FSK pourrait élever l’activité mitochondriale en 
restaurant une morphologie mitochondriale filamenteuse. Des travaux assez récents 
montrent que la PKA provoque l’élongation des mitochondries par inactivation de la protéine 
DRP1 dans les cellules HeLa (Chang and Blackstone, 2007a). Dans notre cas, le traitement 
à la FSK ne permet pas l’élongation des mitochondries dans les neurones dépourvus 
d’OPA1. Cela peut être expliqué par le fait que la quantité de la protéine OPA1, un des 
acteurs majeurs de la fusion mitochondriale, est diminuée. En effet, Gomes et al. montrent 
que la PKA se trouve dans l’incapacité de déplacer l’équilibre de la dynamique 
mitochondriale vers les forces de fusion dans des fibroblastes mutants OPA1-/- 
contrairement aux fibroblastes MFN1-/- et MFN2 -/- où les mitochondries filamentent (Gomes 
et al., 2011). Cependant, même dans les neurones contrôles, la FSK ne permet pas 
l’élongation mitochondriale, montrant que la FSK, dans nos conditions, n’a pas d’effet sur la 
morphologie des mitochondries. 
 
Enfin, la FSK pourrait agir directement sur la chaîne respiratoire notamment en 
augmentant l’activité de certains complexes. En effet, la FSK agirait sur le complexe I de la 
chaîne respiratoire par le biais de l’adénylate cyclase et permettrait une production plus 
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importante d’ATP (Pasdois et al., 2003). De plus, la PKA associée à la membrane externe 
mitochondriale par des protéines kinases d’ancrage (AKAP) et activée indirectement par un 
traitement à la FSK, permettrait de restaurer des dysfonctions mitochondriales 
(augmentation de la consommation en oxygène, de la capacité respiratoire mitochondriale et 
du potentiel de membrane mitochondrial) dans des cellules dérivant de souris KO pour 
PINK1 (Dagda et al., 2011). Néanmoins, l’effet direct de la FSK sur la mitochondrie est 
controversé. En effet, certains auteurs montrent que l’AMPc cytosolique n’interviendrait pas 
sur l’activité de la chaîne respiratoire et que la FSK n’agirait pas directement sur la 
production d’AMPc mitochondrial et donc sur la régulation de la respiration (Acin-Perez et al., 
2009). De plus, cette équipe a découvert l’existence d’une adénylate cyclase mitochondriale 
à profil bactérien qui permet d’augmenter le taux d’AMPc matriciel susceptible d’activer la 
PKA matricielle qui, par la suite, augmenterait l’activité de la chaîne respiratoire par la 
phosphorylation des complexes. Quoi qu’il en soit, afin de déterminer si la FSK exerce une 
action sur l’activité mitochondriale, nous pourrons à court terme mesurer le potentiel de 
membrane mitochondrial dans des neurones traités à la FSK en l’absence d’OPA1 à l’aide 
de la sonde JC-1. 
 
Impact de nos travaux sur la compréhension de l’ADOA-1 et des processus de 
neurodégenerescence 
 
Les premières observations menées sur des patients atteints de la pathologie ADOA-1 
porteurs de mutations du gène Opa1 ont décrit une altération spécifique des cellules 
ganglionnaires de la rétine. La découverte plus récente de formes syndromiques de cette 
pathologie a permis d’élargir le tableau clinique et de révéler des atteintes multiples du SNC 
comme une altération du nerf auditif et l’apparition de lésions cérébrales, accompagnées, 
chez certains patients, de problèmes musculaires (Yu-Wai-Man et al., 2010). Ainsi, les 
dysfonctions d’OPA1 se révèlent cruciales non seulement pour les cellules ganglionnaires 
mais également pour d’autres types de neurones. Nos investigations sur les neurones 
corticaux pourraient donc conduire, en permettant une compréhension globale du rôle 
d’OPA1 dans la maturation et la physiologie des neurones, à une meilleure compréhension 
de l’ADOA-1. Nous avons en effet établi que l’extinction d’OPA1, qui mime les processus 
d’haploinsuffisance, et l’expression d’un mutant pathogène dominant négatif, perturbent la 
transmission synaptique. 
 
En conclusion de cette deuxième partie de notre travail, nos résultats montrent 
qu’OPA1 serait un acteur important dans la régulation de la plasticité synaptique grâce à une 
modulation des fonctions mitochondriales. En effet, nous avons établi que l’extinction 
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d’OPA1, qui mime les processus d’haploinsuffisance, ou l’expression d’un mutant pathogène 
dominant négatif, perturbe la transmission synaptique et affecte le potentiel de membrane 
mitochondrial.  
 
Nos résultats montrent que l’inactivation d’OPA1 conduit à une altération du 
fonctionnement de la transmission synaptique sans toutefois mener à la mort neuronale. Nos 
conditions expérimentales pourraient donc mimer les phases précoces de la maladie qui 
conduiraient à plus long terme à la dégénérescence des neurones qui survient chez les 
patients atteints d’ADOA-1. En accord avec cette hypothèse, il a été récemment montré dans 
un modèle de souris hétérozygote OPA-/+ qu’une altération des dendrites des cellules 
ganglionnaires de la rétine précède la dégénérescence globale du neurone et la déficience 
visuelle (Williams et al., 2010). Dans le deuxième modèle murin d’ADOA-1, les cellules 
ganglionnaires de la rétine présentent à des stades précoces des perturbations 
électrophysiologiques caractérisées notamment par une amplitude réduite des potentiels 
visuels évoqués et des temps de latence allongés, phénomènes retrouvés chez les patients 
(Heiduschka et al.). A ces stades, ils n’observent pas de rétraction des axones, ni aucune 
déconnexion, mais, à des stades plus tardifs, les cellules ganglionnaires de la rétine 
dégénèrent. Ainsi, nos résultats permettent d’imaginer que les défauts électrophysiologiques 
intervenant précocement au niveau des cellules ganglionnaires de la rétine pourraient être 
dus à un défaut de transmission synaptique. 
 
En perspective, il apparaît donc primordial de poursuivre nos investigations sur des 
modèles intégrés de transmission synaptique et nous évoquerons ici quelques pistes. Ainsi, 
les modèles transgéniques d’haploinsuffisance permettraient d’élargir les recherches à 
l’échelle tissulaire (tranches, cultures organotypiques) ou à celle de l’animal. Etant donné le 
rôle que nous avons mis en évidence d’OPA1 sur la transmission synaptique au cours de la 
maturation neuronale, il serait intéressant d’élargir nos recherches à l’étude de l’influence de 
cette dynamine sur des synapses matures. En effet, les synapses établies sont soumises à 
des processus d’adaptation et de plasticité autres que ceux intervenant au cours de leur 
développement et qui pourraient être influencés par la protéine OPA1. Ainsi, les analyses 
électrophysiologiques des phénomènes de facilitation à court et long terme, fortement liés à 
l’adaptation synaptique, permettraient de rendre compte de l’importance d’OPA1 dans la 
plasticité et le renforcement de voies synaptiques, qui pourraient offrir de nouveaux axes de 
compréhension de l’ADOA-1 et, partant, d’autres maladies neurodégénératives. La plasticité 
synaptique étant altérée dans les maladies neurodégénératives notamment celles liées au 
vieillissement, l’altération de la dynamique mitochondriale pourrait accélérer le vieillissement. 
En effet, les neurones adultes en culture primaire montrent que plus les neurones sont âgés, 
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plus ils présentent des défauts métaboliques (Brewer and Torricelli, 2007; Parihar and 
Brewer, 2007). De plus, l’âge est un facteur favorisant la sensibilité des neurones à l’excito-
toxicité. Il serait intéressant d’étudier si la dynamique mitochondriale est également altérée et 
si une surexpression d’OPA1 pourrait pallier les défauts métaboliques liés à l’âge, et ce, 
d’autant plus que la surexpression d’OPA1 peut protéger les neurones primaires de l’excito-
toxicité NMDA-dépendante (Jahani-Asl et al., 2011). De plus, l’éventuelle implication de la 
dynamique mitochondriale pourrait être étudiée dans un modèle murin transgénique qui 
présente une accélération spontanée du vieillissement possédant entre autres des 
dysfonctions mitochondriales (Nakahara et al., 1998; Takeda et al., 1981).  
De tels travaux compléteraient des études révélant l’implication des acteurs de la 
dynamique mitochondriale dans d’autres maladies dégénératives liées au vieillissement. 
Ainsi, des formes génétiques de la maladie de Parkinson montrent une altération du ‘contrôle 
qualité’ mitochondrial sous la dépendance de la dynamique mitochondriale (Vives-Bauza et 
al., 2011). La dynamique mitochondriale semble également altérée dans des cerveaux de 
patients atteints de la maladie de Huntington (Bossy-Wetzel et al., 2008; Kim et al., 2010; 
Oliveira, 2010) avec des niveaux protéiques augmentés pour DRP1 et FIS1 (Costa et al., 
2010), qui interagiraient avec la protéine huntingtine (Song et al., 2011), et au contraire 
diminués pour les Mitofusines et OPA1 (Shirendeb et al., 2011). Le même phénomène est 
également observé dans des cerveaux de patients atteints de la maladie d’Alzheimer qui 
présentent une diminution des protéines DRP1 et OPA1 (Wang et al., 2008). 
L’implication de la dynamique mitochondriale dans la majeure partie des pathologies 
neurodégénératives est donc un argument supplémentaire en faveur de la poursuite des 
investigations concernant la part jouée par la protéine OPA1 dans la physiologie neuronale. 
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CONCLUSION GENERALE 
 
 Notre travail a confirmé que l’inactivation d’OPA1 perturbe l’énergétique 
mitochondriale et a montré pour la première fois qu’elle provoque chez les mammifères une 
altération de l’état redox. Ces processus conduiraient à des dysfonctions neuronales 
illustrées ici par une diminution de protéines clefs des éléments pré- et post-synaptiques  et 
une altération de la transmission synaptique glutamatergique et GABAergique.  
Ces perturbations pourraient également, suivant les types cellulaires, s’amplifier au fil 
du temps jusqu’à la dégénérescence. Qui plus est, les cellules ne sont pas égales face à leur 
environnement. Les neurones, du fait de leur quiescence, de leur morphologie et de leur 
forte consommation énergétique sont plus facilement sensibles à des dysfonctions 
mitochondriales, comme l’illustrent les nombreuses maladies neurodégénératives associées 
à des défauts mitochondriaux. Les inégalités persistent entre les différents types de 
neurones. Les cellules ganglionnaires de la rétine sont des neurones particulièrement 
sensibles à des troubles de l’apport en oxygène, ont un axone très long qui possède une 
partie démyélinisée et qui de ce fait, demande une grande quantité d’énergie pour la 
conduction du message nerveux. Outre leur sensibilité à un défaut métabolique, ces 
neurones sont confrontés à des agressions extérieures comme les UV qui sont susceptibles 
d’engendrer un stress oxydant pouvant entraîner leur dégénérescence (Lenaers et al., 
2009). De ce fait, l’association de stress pro-oxydants à une perturbation de l’état redox 
provoquée par la perte de la protéine OPA1, comme nous l’avons montré, devrait conduire 
les neurones à la dégénérescence. Conséquemment, ce « scénario catastrophe » peut être 
appliqué à tous les types neuronaux qui présentent au cours du vieillissement des défauts 
métaboliques et oxydatifs. En définitive, la compréhension des fonctions d’OPA1 dans le 
maintien des neurones pourrait aider à mieux aborder non seulement l’ADOA-1 mais aussi 
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MATERIELS ET METHODES 
 
I- Culture primaire de cellules de cortex d’embryons de rat E17 
 
I-1- Prélèvement, microdissection et mise en culture  
 
Les expériences sont réalisées sur des rates Wistar gestantes à E17 (Janvier). Les 
animaux sont maintenus dès leur arrivée dans une pièce éclairée 12 heures par jour, à la 
température de 22°C et disposent d’eau et de nourriture à volonté.  
Les rates sont anesthésiées par injection intra-péritonéale de pentobarbital sodique 
(100mg/kg). L’abdomen est incisé, les deux cornes utérines sorties puis les sacs vitellins 
extraits. Les fœtus sont prélevés, les têtes sectionnées et rincées dans du PBS-glucose 
(6g/l) à 4°C. La dissection des cortex est effectuée sous loupe binoculaire dans du PBS–
glucose (6g/l) à 4°C puis les cortex sont transférés dans une quantité minimale de PBS à 
4°C (environ 10 cortex par tube Falcon 15ml).  
Une dissociation enzymatique est réalisée à l’aide d’une solution de papaïne (10U/ml) 
dans du PBS pendant 15 minutes à 37°C, sans agitation. La réaction est stoppée par 
addition de 2 volumes d’une solution de DNAse (200U/ml) et de B27 (1x) dans du PBS-
glucose, 5 minutes à température ambiante. Le volume est ensuite complété à 5 ml (par tube 
de 15ml) et l’on procède à une dissociation mécanique grâce à une dizaine d’« aller-retour » 
dans une pipette de transfert.  
La suspension cellulaire est filtrée (filtres 70 µM) et centrifugée (10min à 120g). 
Chaque culot est repris dans 5ml de milieu complet. Après filtration sur coussin de BSA 
stérilisée (80mg/ml Neurobasal), la suspension cellulaire est centrifugée à 120g pendant 10 
minutes à température ambiante. Chaque culot est repris dans 5ml milieu complet. 
Les cellules sont comptées avec une cellule de Malassez, ensemencées à 400000 
cellules par ml par boîte P35 (600000 cellules/boîte) et placées dans un incubateur à 37°C et 
5% de CO2.  
 
Solutions, réactifs, milieux 
- PBS sans Ca2+Mg2+ (Eurobio CS1PBS01-01) 
- D-(+)-Glucose (Sigma G8270) 
- Papaïne (Sigma, P4762) 
- DNAse (Sigma, D4527 
- BSA (culture grade, Sigma A9418) 
- poly-D-lysine (Sigma, PM 30000-70000, P7280) 
Milieu de culture : - Neurobasal A-25 (Invitrogen, 10888-022),  
- Antibiotiques (Penicillin/Streptomycin 10000U/ml, Sigma), 
- Antifongique (Amphotericin B 250U/ml, Invitrogen), 
- Acide L lactique (Sigma L1750), 0,9 mg/ml H2O final, 
- B27 serum-free supplement 50x (Invitrogen, 17504-44), 
- Glutamine 1mM final (Invitrogen 25030-024) 
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I-2- Culture, viabilité cellulaire 
 
Les cellules corticales sont ensemencées (400000 cellules par ml) dans des boîtes 
de Pétri (Nunc, 35 mm de diamètre) préalablement recouvertes de poly-D-lysine (PDL, 
100µg/ml, pendant 2 à 12h à 37°C) pour favoriser l’adhérence des cellules. Pour permettre 
les expériences d’immunofluorescence, des lamelles de verre (12mm de diamètre) sont 
déposées sur le fond d’une partie des boîtes et traitées par la PDL. Les cellules sont 
maintenues dans un incubateur à 37°C dans une atmosphère humide enrichie en CO2 
(95%air-5%CO2). La moitié du milieu culture est changée pour la première fois le sixième 
jour et est ensuite changée tous les 3 jours.  
Pour obtenir des cultures sans astrocytes, les cellules sont traitées par 5µM 
d’arabinoside C à J0 pendant 24h. Le milieu de culture est ensuite totalement changé et les 
cellules récupérées après 8 jours de culture. Parallèlement, les cultures astrocytaires 
préparées à partir d’embryons E20 ont été fournies par l’équipe du Dr. Pénicaud. 
 
La viabilité cellulaire est mesurée par un test d’exclusion au Bleu Trypan. Le tapis 
cellulaire est rincé deux fois dans du PBS puis incubé 2 min avec du Bleu Trypan dilué dans 
du PBS (0,2%).  
 
I-3- Immunofluorescence indirecte 
 
L’ensemble de ce protocole s’effectue à température ambiante sur les cellules ensemencées 
sur lamelles de verre : 
- laver les lamelles avec du PBS 1X. 
- fixation : incuber avec 3,7% de Formaldéhyde dans du PBS 1X, préchauffé à 37°C, durant 
20 minutes. 
- laver 2 fois par du PBS 1X. 
- perméabilisation : incuber pendant 15 minutes dans du PBS 1X 0,3% Triton X-100. 
- laver 2 fois par du PBS 1X. 
- blocage des sites non spécifiques : incuber pendant 2 heures avec du PBS 1X 3% sérum 
de chèvre, 5% BSA et 0,5% Tween-20. 
- incuber 1heure avec les anticorps primaires dilués dans du PBS 1X 3% sérum de chèvre, 
5% BSA et 0,5% Tween-20. 
- laver 3 fois pendant 5 minutes dans du PBS 1X 3% sérum de chèvre, 5% BSA et 0,5% 
Tween-20. 
- incuber 40 minutes avec les anticorps secondaires dilués dans du PBS 1X 3% sérum de 
chèvre, 5% BSA et 0,5% Tween-20. 
- laver 2 fois pendant 5 minutes dans du PBS 1X 3% sérum de chèvre, 5% BSA et 0,5% 
Tween-20 et laver 1 fois pendant 5 minutes dans du PBS 1X. 
- détection des acides nucléiques : incuber avec du Hoechst dilué dans du PBS 1X (0,5 
mg/ml) pendant 1à minutes. 
- laver 1 fois PBS 1X et  1 fois avec de l’eau. 
- montage : monter les lamelles sur lames avec du Mowiol. 
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Pour la visualisation de NRF2, il est nécessaire de réaliser une étape de 
perméabilisation supplémentaire au méthanol (-20°C) pendant dix minutes. Cette étape se 
fait entre la perméabilisation au triton et la saturation. 
 
Une fois sèches, les lames sont conservées à 4°C. Les observations sont réalisées 
au microscope à fluorescence (Nikon Eclipse 80i) et les images acquises avec NIS-Element 
(Nikon Digital Sight DSU2 camera) sont traitées avec le logiciel Metamorph.  
 
Anticorps primaires: 
-anti-OPA1 (produit chez le lapin et purifié au laboratoire), 1/50 
- anti-OXPHOS (Mitosciences) : 1/50 
- anti-ATPsynthase ß (Molecular Probes), 1/200 
- anti-NeuN (Chemicon), 1/1000 
- anti-S100ß (Swant), 1/1000 
- anti-Synaptophysine (Abcam), 1/1000 
- anti-PSD95 (Abcam), 1/1000 
- anti-Synapsine (Synaptic Systems) : 1/800 
- anti-MAP2 (SIGMA) : 1/1000 
- anti-ß-3-tubuline (SIGMA) : 1/1000 
- anti-NRF2 (Santa Cruz Biotechnology), 1/50 
 
Anticorps secondaires: anti-souris et anti-lapin Alexa 594 et 488 (Molecular Probes, 
1/800) 
 
I-4- Mesure de la quantité d’EAOs 
 
La quantité d’EAOs est mesurée à l’aide la sonde 2’,7’-dichlorofluorescéine diacétate 
(H2-DCFDA, Molecular Probes). Cette molécule, une fois clivée par les estérases cellulaires, 
réagit avec l’H2O2 et les radicaux péroxydés en émettant un signal fluorescent. 
 
Protocole : 
- ajouter la sonde H2-DCFDA à 4µM final directement dans le milieu de culture  
- incuber 30 minutes dans l’étuve à 37°C 
- mettre les boîtes sur glace à l’abri de la lumière. 
- laver 1 fois avec du PBS à 4°C 
- aspirer et stocker les boîtes rapidement à 4°C. 
- décongeler les boîtes à température ambiante. 
- gratter 2 fois les cellules dans 150µl d’H2O.  
- déposer 200µl dans une microplaque opaque et effectuer le dosage des EAOs en utilisant 
un fluorimètre (Wallac Victor λex de 490 nm, λem de 535 nm) 
- réaliser un dosage protéique des extraits sur les échantillons en triplicate en utilisant le Kit 
DC Protein Assay (Biorad) en utilisant un lecteur de plaque (Perkin Elmer). 
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I-5- Protocole de décollement des neurones pour tests enzymatiques 
 
Nous utilisons un protocole de décollement des cellules identique à celui mis au point 
pour analyser les neurones en FACS. Les culots de cellules sont ensuite utilisés pour les 
dosages d’activité des enzymes aconitase, catalase et de la mesure de l’état redox. 
 
Protocole : 
- laver une fois PBS 1X 37°C 
- incuber 25 minutes à 37°C avec de la trypsine (Trypsine 0,25% sans EDTA, 400µl par P35) 
préalablement chauffée à 37°C 
- mettre 1ml de PFN à 37°C pour arrêter l’action de la trypsine 
- culotter les cellules à 200g pendant 10 minutes à 4°C 
- resuspendre les culots dans du PFN 
- centrifuger les cellules à 200g pendant 10 minutes, aspirer le milieu au maximum 
- congeler les culots secs dans l’azote liquide et les stocker à -80°C. 
 
- Milieu PFN : pour 50ml, 200µl EDTA 2mM, 1ml de SVF 2% dans PBS 1X (sans Calcium, 
sans magnesium) 
 
I-6- Mesure de l’état redox  
 
La collaboration avec Anne Galinier de l’équipe de Louis Casteilla (StromaLab, 
Inserm1031 UMR5273, CHU Rangueil, Toulouse) nous a permis la mesure des formes 
réduites et oxydées du glutathion (le rapport du glutathion réduit / glutathion oxydé donne un 
bon aperçu du statut redox de la cellule). La mesure est réalisée par une technique de 
chromatographie différentielle sur colonne (HPLC sur le plasma). La phase mobile passe 
dans la colonne qui sépare les différentes molécules. Les molécules passent une par une 
dans une cellule de détection électrochimique, ce qui permet un comptage des électrons sur 
chaque molécule (la captation des électrons labiles), qui dépend de l’état d’oxydo-réduction. 
Nous obtenons une représentation de 2 pics (surface / nombre d’électrons). Le premier 
pic correspond au glutathion réduit et le second au glutathion oxydé. 
 
- déprotéiniser les culots secs par ajout de 200µl d’acide Métaphosphorique 
- vortexer pendant 1 minute 
- centrifuger 3 minutes 
- récupérer le surnageant qui contiennent le glutathion 
- ajouter au culot 50µl d’H2O et soniquer jusqu’à complète solubilisation 
- passer sur colonne HPLC 
 
- réaliser un dosage protéique des extraits sur les échantillons en triplicate en utilisant le Kit 
DC Protein Assay (Biorad) en utilisant un lecteur de plaque (Perkin Elmer). 
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I-7- Mesure de l’activité Aconitase  
 
L’aconitase est notamment une enzyme du cycle de Krebs. L’anion superoxyde 
inactive l’aconitase par oxydation directe. Son activité est mesurée par spectrophotométrie à 
partir d’un lysat de cellules. L’aconitase catalyse la conversion entre le citrate et l’isocitrate. 
La mesure de l’activité aconitase est réalisée de manière indirecte par le dosage du NADPH. 
En effet, le NADPH est formé lors de la conversion de l’isocitrate en alpha-cétoglutarate par 




- lyser les échantillons dans 200µl de tampon aconitase à l’aide du tissue lyser (Qiagen). 
- mettre 200µl tampon + substrat + NADP+ + enzyme + lysat cellulaire dans une cuve de 
verre.  
- mesurer  la densité optique à 340 nm à 37°C pendant 40 minutes. 
- Calculer la pente de la courbe.  
- réaliser un dosage protéique des extraits sur les échantillons en triplicate en utilisant le Kit 
DC Protein Assay (Biorad) en utilisant un lecteur de plaque (Perkin Elmer). 
L’activité spécifique de la catalase à 37°C est exprimée en milli unité d’enzymes par 
mg de protéines.  
 
Produits :  
- Tampon Tris HCl , pH 7,4 
- Substrat Trisodium Citrate pH 7,4 
- Isocitrate déshydrogénase 
- NADP+ 
 
I-8- Mesure de l’activité Catalase  
 
La catalase est une enzyme de la machinerie antioxydante qui décompose le 
peroxyde d’hydrogène en eau et en oxygène. Le dosage consiste en la mesure de l’oxygène 
dégagé par la catalase en présence d’H2O2. 
 
- lyser les échantillons dans 100µl de tampon aconitase à l’aide du tissue lyser (Qiagen) 
- mettre 1ml de solution d’H2O2 à 19mM dans du PBS dans une cuve à Quartz. 
- ajouter 20µl d’échantillon et agiter directement dans la cuve 
- mesurer la densité optique à 240 nms à 25°C pendant 3 minutes 30 toutes les 20 secondes 
- Calculer la pente de la courbe 
- réaliser un dosage protéique des extraits sur les échantillons en triplicate en utilisant le Kit 
DC Protein Assay (Biorad) en utilisant un lecteur de plaque (Perkin Elmer). 
 
L’activité spécifique de la catalase à 25°C est exprimée en µmoles de H2O2 
décomposées par minute et par mg de protéines. 
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I-9- Mesure du potentiel de membrane mitochondrial 
 
JC-1 ou le 5,5’,6,6’-tetrachloro-1,1’,3,3’-tetraethylbenzimidazolylcarbocyanine iodide, 
est une sonde cationique lipophile fluorescente. JC-1 se présente sous forme de monomères 
lorsqu’elle est à faible concentration et sous forme d’agrégats à de fortes concentrations qui 
fluorescent à des longueurs d’onde différentes (Smiley et al. 1991).  
 
- ajouter la sonde JC-1 (Invitrogen DMSO) à 2µg/ml directement dans le milieu  
- incuber 20 minutes dans l’étuve à 37°C. 
- mettre les boîtes sur glace et à l’abri de la lumière. 
- laver une fois avec du PBS 1X à température ambiante. 
- gratter les cellules dans 200µl d’H2O 
- déposer 200µl dans une microplaque opaque et effectuer le dosage des monomères de 
JC-1 et des agrégats en utilisant un fluorimètre (Wallac Victor λex monomère de 485 nm, 
λem monomère de 530 nm ; λex agrégat de 535 nm, λem agrégat de 590 nm). 
- faire le rapport des valeurs d’émission des monomères sur les valeurs d’émission des 
agrégats.  
 
I-10- Transfection des cultures embryonnaires par électroporation 
 
Les cellules ont été transfectées avec des siARN ou des plasmides par nucléofection 
(LONZA/ AMAXA) suivant les instructions des fournisseurs. Les expériences d’interférence à 
l’ARN sont réalisées avec un pool de 4 siARN OPA1 (3µg), d’un siARN OPA1 individuel ou 
le siRNA Luciférine (Dharmacon). La visualisation des mitochondries a pu être notamment 
possible par la co-nucléofection des siARN avec le vecteur mitoDsRED codant pour une 
protéine fluorescente dirigée à la mitochondrie.  
 
- dès la dissociation, culotter 5 millions de neurones à 120g pendant 5 minutes à 
température ambiante 
- sous la hotte, reprendre le culot cellulaire avec le produit de Nucléofection AMAXA et les 
acides nucléiques (3µg siARN et 1µg de vecteur MitoDsRED) et mettre l’ensemble dans une 
cuve d’électroporation 
- réaliser le programme G-013, ajouter 500µl de milieu à 37°C 
- ensemencer les cellules dans les boîtes de Pétri 
- changer totalement le milieu après 2 heures d’incubation à 37°C. 
 
I-11- Electrophorèse, transfert, immunodétection 
 
Extractions de protéines totales cellulaires :  
 
Systématiquement, plusieurs boîtes sont traitées par conditions (10 boîtes de J2 à J6, 
5 boîtes de J8 à J12) : 
- gratter les neurones primaires dans le milieu de culture 
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- centrifuger à 600g, 5 minutes, à 4°C 
- rincer les culots au PBS 1X à 4°C 
 - centrifuger à 600g, 5 minutes, à 4°C 
- Alternativement : congeler dans l’azote liquide et les stocker dans un congélateur 
-80°C et décongeler alors les échantillons sur glace 
- remettre les culots en suspension dans le tampon de lyse et incuber 30 minutes avec 
homogénéisation au vortex toutes les 10 minutes. 
- centrifuger à 20000g, 10 minutes, à 4°C. 
- doser les protéines présentes dans la fraction solubles par la méthode de Bradford 
(Biorad). 
- dénaturer les échantillons protéiques à 95°C durant 5 minutes dans du tampon LSB. 
 
Protocole pour Western Blot dans dosage protéique, calibré pour 1 boîte P35 
- reprendre les culots dans 40µl de LSB2X. 
- vortexer 1 minute. 
- chauffer 5 minutes à 95°C. 
- soniquer 2 fois 5 minutes 
- ALTERNATIVEMENT pour la détection par les anticorps OXPHOS qui n’est pas compatible 
avec la dénaturation par la chaleur, soniquer 2 fois 15 minutes. 
 
Tampon de lyse :     
- Tris HCl 50mM pH 7,5 
- NaCl 250mM 
- EDTA 5 mM 
- EGTA 5mM 
- Triton X-100 0,1% 
- DTT 1 mM 
- SDS 0,1% 
- DOC 0,1% 
- NP40 1% 
- 1X inhibiteurs de protéases : cocktail Roche 
 
Tampon LSB (Laemmli Sample Buffer) : 
- Tris-HCl pH 6.8 62,5 mM 
- SDS 2% 
- ß-mercaptoéthanol 5% 
- glycérol 10% 
- bleu de bromophénol 0,01% 
 
Les protéines sont séparées par électrophorèse de type SDS-PAGE (9 ou 15% 
acrylamide, selon les protéines détectées), électrotransférées sur une membrane de 
nitrocellulose. Les étapes de saturation sont réalisées dans du TBS, 0,2% Tween et 5% lait 
(TBSTL), pendant 1h à température ambiante. Les membranes sont incubées avec les 
anticorps primaires, dilués dans du TBSTL, pendant la nuit à 4°C, lavées par du TBST, 
incubées 1h à température ambiante avec des anticorps secondaires dans du TBSTL. La 
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membrane est ensuite lavée par du TBST et révélée par chimio-luminescence (Kit ECL 
Perkin Elmer Life Science). 
L’analyse densitométrique des signaux obtenus a été réalisée à l’aide du logiciel 
ImageJ (National Institutes of Health ; http://rsbweb.nih.gov/ij/). 
 
Anticorps primaires: 
- anti-OPA1 (BD Biosciences), 1/300 
- anti-DRP1 (BD Biosciences), 1/200 
- anti-MFN1 (don de M. Rojo Paris), 1/50 
- anti-MFN2 (Abnova), 1/200 
- anti-GFAP (Abcam), 1/1000 
- anti-Synaptophysine (Abcam), 1/1000 
- anti-Synapsine (Synaptic Systems) : 1/800 
- anti-PSD95 (Abcam) : 1/1000 
- anti-OXPHOS (Mitosciences) : 1/200 
- anti-Aconitase (Abcam) : 1/2000 
- anti-Catalase (Abcam) : 1/2000 
- anti-SOD1 (Epitomics) : 1/2000 
- anti-SOD2 (Epitomics) : 1/2000 
- anti-ATPsynthase ß (Molecular Probes), 1/200 
- anti-HSP60 (Sigma), 1/200 
- anti-Actine (Chemicon), 1/100000 
 
Anticorps secondaires: anti-souris et anti-lapin HRP (1/10000, Abcam) 
 
I-12- Analyse morphométrique des mitochondries 
 
L’analyse morphométrique des mitochondries a été réalisée à l’aide du logiciel 
ImageJ (National Institutes of Health ; http://rsbweb.nih.gov/ij/), à partir d’images de 
microscopie confocale (Leica SP2) de la plateforme d’imagerie TOULOUSE RIO IMAGING.  
 
- faire une projection des images (stack) pour avoir les mitochondries sur toute la profondeur 
cellulaire 
- convertir les images en µm « Properties » 
- enregistrer l’image ainsi convertie en format Tiff. 
- binariser l’image après avoir choisi le « Threshold » 
- entourer les parties des photos à compter puis mesurer par « Analyse Particle » 
- ouvrir un dossier Excel pour l’image 
- prendre les valeurs de « Major » correspondant au diamètre le plus grand de l’événement 
mesuré 
- ranger les valeurs par ordre croissant et prendre les valeurs supérieures à la limite de 
résolution (>0,3µm). 
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II- Culture primaire de cellules de cortex de souriceaux post-nataux P0 
 
II-1- Animaux, prélèvements et microdissection 
 
Les expériences sont réalisées sur des souriceaux SWISS (Janvier et animalerie 
INMED, Marseille). Les animaux sont maintenus dans une pièce éclairée 12 heures par jour, 
à la température de 22°C et disposent d’eau et de nourriture à volonté.  
 
Le prélèvement des cortex a lieu à la naissance des souriceaux. Les souriceaux sont 
décapités. La dissection du cortex est effectuée à sec. Le cortex est mis dans du milieu de 
dissection de Hank’s.  
 
La dissociation enzymatique du cortex se réalise à l’aide de la papaïne pendant 40 
minutes à 37°C. La réaction est arrêtée par remplacement du milieu par du milieu de culture.  
Les cellules sont individualisées par dissociation mécanique, à l’aide de 3 pipettes pasteur 
de diamètre décroissant. Les cellules sont ensuite ensemencées à 400000 cellules par P35. 
Le milieu ne contient ni antibiotique ni antifongique.  
 
Un changement total de milieu est réalisé 24 heures après l’ensemencement des 
cellules, puis par moitié 9 jours après. 
 
La mise en culture des cellules corticales au jour J0 est réalisée dans du milieu de 
culture MEM dans des boîtes de Pétri (Nunc, 35 mm de diamètre) préalablement 
recouvertes de poly-L-lysine (10µg/ml). Les cellules sont maintenues dans un incubateur à 
37°C dans une atmosphère humide enrichie en CO2 (95%air-5%CO2).  
 
Composition du milieu de dissociation (Hank’s balanced modified 9,5g/l ; Sigma H2387):  
-Saccharose 300g/l 
-Glucose 120 g/l 
-NaCl 160 g/l 
-KCl 8g/l 
-Na2HPO4 0,9 g/l 
-KH2PO4 0,6 g/l 
-Hepes 93,88g/l  qsp 1 l H2O, ajuster pH à 7,3. 
 
Composition du milieu de culture : pour 100ml 
- MEM (GIBCO, 51200-046) sans rouge phenol et sans glutamine, 93ml, 
- Hi Glucose MEM (10,2 g glucose dans 40 ml MEM), 2 ml, 
- Serum supreme (Biowhittaker, 14-492F), 5ml, 
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II-2-Transfection chimique par lipofection 
 
 Les siARN ont été introduits dans les neurones par transfection chimique utilisant la 
Lipofectamine 2000 (Invitrogen, 11668-027) à J5. Cette technique permet une transfection 
de 5 à 10% des cellules. Pour pouvoir procéder aux enregistrements électrophysiologiques, 
une co-transfection des siARN avec le vecteur codant pour CD4, une protéine du système 
immunitaire situé à la membrane plasmique, permet de repérer les neurones transfectés 
grâce à sa détection par des anticorps couplés à des billes.  
 
- garder le milieu conditionné des neurones à 37°C à J5 
- équilibrer les neurones dans du milieu OPTI-MEM à 37°C pendant 30 minutes 
- incuber les acides nucléiques avec la Lipofectamine 2000 pendant 20 minutes 
- incuber le mélange avec les neurones pendant 2 heures 
- enlever le mélange et remettre le milieu conditionné 
- changer la moitié du milieu 6 heures après. 
 
Avant chaque enregistrement, on incube 10 minutes les lamelles dans un milieu 
mimant le milieu extracellulaire des neurones et contenant des anticorps affins de la protéine 
CD4 et couplés à des billes.  
 
II-3- Transduction virale 
 
Les transductions virales ont été réalisées grâce à une collaboration avec l’entreprise 
Vectalys (Toulouse) qui a construit et produit les lentivirus. 
Les particules virales sont des vecteurs de type lentivirus titrés entre 1.107 et 1.109. 
Les aliquots stockés à -80°C sont décongelés sur glace. A noter qu’un cycle de 
décongélation provoque la destruction et la perte de près de 30% du titre viral. 
Les cellules sont transduites au cinquième jour de culture et les particules virales sont 
directement rajoutées au milieu de culture à MOI 30. 
 
II-4- Immunofluorescence indirecte 
 
 Les immunofluorescences indirectes pour la visualisation des mitochondries, 
respectent le protocole décrit précédemment. Les immunodétections des protéines 
neuronales suivent le protocole de Pascale Chavis, ci-dessous, appliqué aux cellules 
ensemencées sur lamelles de verre recouvertes de Poly-L-Lysine.  
 
- laver les lamelles avec du Milieu extracellulaire utilisé en électrophysiologie à 37°C 
- incuber avec 3,7% de Formaldéhyde dans du PBS 1X durant 30 minutes à température 
ambiante 
- laver 3 fois 10 minutes par du PBS 1X + Glycine (7,5mg/ml) à température ambiante 
- incuber pendant 5 minutes dans du PBS 1X 0,1% Triton X-100 
- laver rapidement une fois par du PBS 1X à température ambiante 
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- incuber 2 x 30 minutes avec du PBS 1X 1% BSA à température ambiante 
- incuber toute la nuit à 4°C avec les anticorps primaires dilués dans du PBS 1X 1% BSA 
- laver 3 fois pendant 15 minutes dans du PBS 1X 1% BSA 
- incuber 1h20 avec les anticorps secondaires dilués dans du PBS 1X 1% BSA 
- laver 2 fois pendant 5 minutes dans du PBS 1X 3% sérum de chèvre, 5% BSA et 0,5% 
Tween-20 
- laver 5 fois pendant 10 minutes dans du PBS 1X 1% BSA 
- laver 1 fois PBS 1X 




 La technique électrophysiologique de Patch Clamp en configuration « cellule 
entière » a été réalisée à température ambiante dans une chambre d’enregistrement 
disposée sur un microscope inversé (Leica). 
 
Les neurones sont continuellement perfusés par un milieu extracellulaire exempt 
d’ions magnésium à pH 7,3 et d’osmolarité de 325 mOsm / litre et contenant les éléments 
suivants (en mM): 
-  NaCl 160, 
- KCl 2,4 
- HEPES 10 
- glucose 10 
- glycine 0,02 
- CaCl2 1,5. 
 
Pour les enregistrements des courants excitateurs, les pipettes de verre de patch 
(4 à 6 MΩ) ont été remplies avec la solution intracellulaire suivante pH 7,3 (osmolarité, 
305-310 mOsm / litre ), en mM : 
- Cs-méthanesulfonate 144,  
- EGTA 1,  
- HEPES 10,  
- MgCl2  4,  
- glucose 10 
- Na2ATP 2 
- neurobiotine (1mg/ml) 
 
Pour les enregistrements des courants inhibiteurs, les pipettes de verre de patch 
(4 à 6 MΩ) ont été remplies avec la solution intracellulaire suivante pH 7,3 (osmolarité, 305-
310 mOsm / litre ) (en mM)  
- KCl 140, 
- EGTA 1,  
- HEPES 10,  
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- MgCl2  4,  
- glucose 10 
- Mg2ATP 2 
 
Les courants spontanés et miniatures CPSE et CPSI ont été enregistrés à -70 mV.  
 
Les courants spontanés et miniatures CPSE ont été isolés en présence de 
bicuculline (10 µm; Tocris Biosciences par Fisher Bioblock, Illkirch, France), bloquant des 
récepteurs GABA. 
Les courants spontanés NMDA ont été isolés en présence de CNQX (10 um; Tocris 
Biosciences), inhibant les canaux AMPA.  
Les courants spontanés AMPA ont été isolés en présence de d-APV (25 um; Tocris 
Bioscience), inhibant les canaux NMDA.  
 
Les courants spontanés CPSI (GABA) ont été isolés en présence de d-APV (25 
um; Tocris Bioscience) et de CNQX (10 µm; Tocris Biosciences par Fisher Bioblock, Illkirch, 
France). 
 
Les courants miniatures ont été enregistrés dans les mêmes conditions après 
blocage des canaux sodiques par la TTX (0,3 µm). 
 
Les données ont été acquises en utilisant une Axopatch 200 B et Clampex 8 
(Molecular Devices via, DIPSI, Châtillon, France) le logiciel d'acquisition. Les courants ont 
été filtrés à 2 kHz et numérisés à 5 kHz.  
L'amplitude et les intervalles entre les évènements CPSE et CPSI ont été analysés 
avec le logiciel Axograph 4.0 (Molecular Devices via DIPSI) en utilisant un modèle de 
double-exponentielle: 
f (t) = exp (-t/rise) + exp (-t/decay) 
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Mitochondrial dynamics control the organelle’s morphology, with fusion leading to the 
formation of elongated tubules and fission leading to isolated puncta. Recent reports 
have suggested that disruptions of mitochondrial dynamics contribute to 
neurodegenerative diseases. Studies have mainly focused on fission, primarily related 
to apoptosis; thus, little is known about the role of mitochondrial fusion in neuronal 
physiology. Here, we report a striking transitory mitochondrial hyperfilamentation during 
ex vivo neuronal maturation at the onset of synaptic protein expression. This occurs 
simultaneously with transient increases in ROS levels and NRF2 nuclear translocation, 
suggesting a link between mitochondrial hyperfilamentation and ROS- and NRF2-
dependent modulation of neuronal maturation. Furthermore, disruption of mitochondrial 
filamentation by knockdown of the fusogenic protein OPA1, previously linked to type 1 
autosomal dominant optic atrophy (ADOA-1), markedly impaired synaptogenesis via 
reductions in pre- and post- synaptic structural protein expression. This impaired 
maturation was accompanied by decreases in mitochondrial membrane potential, 
respiratory chain complex protein expression, and ROS levels. Altogether, these 
findings suggest a new role for OPA1 in synaptic maturation through maintenance of 
proper mitochondrial oxidative metabolism, highlighting the role of mitochondrial 




Mitochondrial morphology varies according to cell type and cellular context, ranging 
from an interconnected filamentous network to isolated spherical vesicles, depending 
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both on the cytoskeleton, which controls mitochondrial distribution and motility 
(Boldogh and Pon, 2007), and on recently discovered mitochondrial dynamics 
(Westermann, 2010). This dynamic balance between fission and fusion of 
mitochondrial membranes depends on protein complexes conserved throughout 
evolution. Increasing fusion leads to interconnected mitochondrial filaments; increasing 
fission leads to isolated dot-like structures. Key fission actors are DRP1 and FIS1, 
while the mitofusins (MFN1 and MFN2) and OPA1 control fusion. The functional 
relevance of mitochondrial dynamics is emphasized both by its repercussions on such 
key processes as respiration, calcium homeostasis, ROS production, apoptosis, and by 
its requirement during embryonic development (Detmer and Chan, 2007). Homozygous 
mutation of OPA1, or knockout of MFN1, MFN2, or DRP1 all lead to embryonic lethality 
in mice, and conditional MFN2 and DRP1 knockouts are associated with defects in 
CNS neuronal development (Chen et al., 2007; Ishihara et al., 2009). Furthermore, 
mutations of MFN2 and OPA1 are responsible for type 2 Charcot-Marie-Tooth 
periphery neuropathy (Zuchner et al., 2004) and type 1 autosomal dominant optic 
atrophy (ADOA-1) (Delettre et al., 2000), respectively. Altogether, these data highlight 
the importance of mitochondrial dynamics in neurons.  
 
The highly specialized nature and architecture of neurons presents a challenge for 
mitochondria, which must furnish energy and buffer calcium in remote parts of the cell 
and in specialized domains. To meet these needs, mitochondria require adaptive 
dynamics involving cytoskeleton-dependent distribution and motility and fine tuning of 
fusion and fission process (Cheng et al., 2010). As yet, the exact influence of 
mitochondrial dynamics on neuronal plasticity and function is poorly understood, but 
recent work has revealed clues. Inactivation of mitochondrial fission was shown by one 
group to lead to a decrease in the number of dendritic mitochondria, dendritic spines, 
and synapses in cultured neurons (Li et al., 2004), and by another group to alter 
synaptic mitochondrial localization and neurotransmission at the neuromuscular 
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junction in vivo (Verstreken et al., 2005). Similarly, in developing neurons, 
mitochondrial dynamics must adapt to the numerous morphological changes that occur 
during differentiation, from neuritogenesis to synaptogenesis, requiring increases in 
energy and tight control of cytoplasmic calcium concentrations.  
 
In order to understand the role of mitochondrial dynamics during neuronal maturation, 
we studied rat primary cortical neurons and observed a transitory increase in 
mitochondrial filament length associated with marked changes in the expression levels 
of proteins involved in mitochondrial dynamics. This morphological change occurs at 
the onset of synaptogenesis simultaneously to transitory increases in ROS levels and 
NFR2 nuclear translocation. This observation suggests that mitochondrial 
hyperfilamentation acts upstream of a ROS-dependent NRF2 transcriptional activity, 
possibly impacting neuronal maturation. Down-regulation of the fusogenic OPA1 
protein leads to mitochondrial fragmentation associated to mitochondrial membrane 
potential drop, reduction in ROS levels, and decreases in synaptic protein expression. 
Altogether, our results argue for a new role for OPA1 in synaptogenesis during 
neuronal maturation through regulation of mitochondrial oxidative metabolism. 
 
 
Materials and Methods 
Primary culture and transfection 
All animals in this study were ethically maintained and used in compliance with 
the Policy on Ethics approved by the Society for Neuroscience. Embryos were 
removed at E17 from pregnant Wistar rats (Janvier) under intraperitoneal pentobarbitol 
(Sigma) anesthesia. Cortices were dissected, enzymatically dissociated with papain 
(10 U/mL, Sigma), and plated on poly-D-lysine (0.1 mg/mL, Sigma)-coated glass 
coverslips. Cultures were grown in Neurobasal (Eurobio) supplemented with B27 
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(Invitrogen), 2 mM glutamine, and 0.1% penicillin and streptomycin (Gibco) at a density 
of 7.105 cells per cm2.  
Cells were electroporated after dissociation using the Rat Neuron 
Nucleofector® Kit, (AMAXA®, Lonza) with, for 5.106 cells, 3 µg of control luciferase or 
OPA1 siRNA (Dharmacon), with or without MitoDSRed2 plasmid (Clontech). 
 
Measurement of ROS and mitochondrial membrane potential 
ROS levels were measured (λEx490/λEm520 nm) after loading the cells with the 
fluorescent dye 2',7'-dichlorodihydrofluorescein diacetate (CM-H2DCFDA, Molecular 
Probes) at 4 µM for 30 min at 37°C. Mitochondrial membrane potential was measured 
(λEx488/λEm525-590 nm) after loading the cells with the cationic dye 5,5’,6,6’-
tetrachloro-1,1’,3,3’ tetraethylbenzimidazolylcarbocyanine iodide (JC-1, Invitrogen) at 2 
µg/mL for 20 min at 37°C. In both cases, fluorescence was quantified using a Wallac 
spectrofluorimeter (Perkin Elmer). 
 
Immunocytochemistry  
Cells were fixed with PBS containing 3.7% Formaldehyde for 20 min, permeabilized for 
15 min in PBS-1% BSA-0.3% Triton X-100 and blocked for 1 hour in PBS containing 
5% NGS, 3% BSA, 0.5% Tween20. Methanol fixation (10min, -20°C) was done prior to 
nuclear NRF2 detection. Polyclonal antibodies against Map2, Beta3-tubulin (both 
1/1000, Sigma), NRF2 (Santa Cruz, 1/50) and/or monoclonal antibodies against all five 
mitochondrial respiratory complexes (OxPho 1/50, MitoSciences) were incubated 
overnight at 4°C in blocking solution. Cells were then incubated with appropriate Alexa-
conjugated secondary antibodies (1/1000, Molecular Probe), and then labeled using 
DAPI (Sigma) and mounted in Mowiol. Immunolabeling was visualized under a 
fluorescence microscope (Nikon Eclipse 80i), and images were acquired using NIS-
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Element (Nikon Digital Sight DSU2 camera). Dendrites length and branching were 
measured using NeuronJ complement to ImageJ software (http://rsbweb.nih.gov/ij/) 
from ten neurons per well from digitized images (x100) (3 wells per treatment per 
experiment, n=3 independent experiments). Mitochondria size was measured in the 
somatic/proximal part of neurites using ImageJ software from confocal images (63X, 
SP2-Leica) of ten independent fields per well (3 wells per treatment per experiment, 
n=3 independent experiments, n = 3, 5000 mitochondria per 100 neurons per time 
point on average). 
 
Immunoblot  
Cells were scraped and resuspended in Laemmli sample buffer. Proteins were 
subjected to SDS-PAGE and electroblotted onto nitrocellulose membranes. After 
blocking in TBST-5% dry low fat milk, membranes were treated with various primary 
antibodies [anti-actin (1/10000, Chemicon), anti-DRP1 (1/200, BD Biosciences), anti-
HSP60 (LK2, 1/200,Sigma), anti-MFN1 (1/50, gift from M. Rojo, Bordeaux), anti-MFN2 
(1/200, Abnova), anti-OPA1 (1/300, BD Biosciences), anti-PSD95 (1/800, Millipore), 
anti-synapsin (1/800, Synaptic Systems), anti-synaptophysin (1/500, Abcam)] overnight 
at 4°C in blocking buffer. After enhanced chemiluminescent detection of HRP-labeled 
secondary antibodies (1/10000, Abcam), scanned photographic films were analyzed 
using Image J software. 
 
Statistical analysis 
Unless otherwise stated, statistical significance was determined by Student’s T-test, 




1. Mitochondrial dynamics is differentially regulated during neuronal maturation.  
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We used embryonic rat cortical neurons in primary culture to evaluate the temporal 
changes in mitochondrial morphology during neuronal maturation. Neuronal growth 
was assessed by MAP2 and Beta3-tubulin immunostaining (not shown), and synaptic 
maturation was visualized by immuno-detection of the pre-synaptic vesicle protein 
synaptophysin. Synaptophysin expression started after four days in vitro (DIV) and 
accumulated until DIV12, as detected in situ (not shown) or by Western blot (Fig. 1C).  
Confocal microscopy images of the neuronal mitochondrial network throughout 
maturation were obtained after immunostaining of the mitochondrial respiratory chain 
complexes (Fig. 1A). At all DIV, the neuronal mitochondriome was generally 
filamentous, with a mean mitochondrial length of ≈ 1,2 µm. Using morphometry, we 
analyzed two classes of mitochondrial filaments, short (0.3 to 2 µM) and long (2 to 10 
µM), over time in culture. If the ratio of long vs short mitochondria was overall constant, 
a transitory 3 fold increase occurred at DIV 6, due to a raise of the long population (Fig. 
1B). 
Mitochondrial morphology is controlled by a balance between mitochondrial fusion 
and fission proteins. Interestingly, some of these proteins exhibited pronounced 
changes in their expression during ex vivo neuronal maturation, as estimated by 
Western blot (Fig. 1C). Whereas MFN2 protein levels remained constant, levels of the 
long OPA1 isoform continuously increased from DIV2 to 12, while MFN1 protein levels 
decreased after DIV4. Furthermore, while two isoforms of DRP1 were detected in 
dissociated neurons before plating (DIV0), only the longer isoform was present later on. 
Similar changes in the expression of key regulators of mitochondrial dynamics are 
observed in vivo during cortical development, as assessed by Western blots from E17 
and E20 embryos as well as from post-natal or adult cortices (Fig. 1D).  
The transitory mitochondrial hyperfusion observed at DIV6 was accompanied by a 
transient increase in ROS levels, as assessed by spectrofluorometry using CM-
H2DCFDA (Fig. 2A). Interestingly, the same time course was observed for NRF2 
nuclear translocation, with a two-fold increase at DIV6 (Fig. 2B). To analyze the causal 
  298 
link between ROS levels and hyperfilamentation, we pre-treated the cells with the anti-
oxidant Trolox. Whereas this treatment reduced ROS levels by 50%, it had no effect on 
mitochondrial morphology at DIV6 (Fig. 2C). 
 
2. OPA1 down-regulation alters mitochondrial morphology and functioning as 
well as neuronal maturation. 
To investigate the impact of altered mitochondrial dynamics on mitochondrial 
hyperfilamentation, ROS levels, and neuronal maturation, we down-regulated the 
expression of the pro-fusion protein OPA1 by RNA interference. Cortical neurons were 
transfected with siRNA against OPA1 or control siRNA before plating. At DIV6, 
Western blot using anti-OPA1 antibodies revealed an effective knockdown of OPA1 
expression (61% +/- 8%), which led to an expected increase in fragmented 
mitochondria, <0,3µM, (72% +/- 9%) (Fig. 3A, B), without any impact on the 
spontaneous apoptotic neuronal death rate (not shown).  
However, impairing OPA1 function did not impact the distribution of mitochondria in 
MAP2-stained dendrites (Fig. 3B) and Tau-stained axons (not shown). Similarly, OPA1 
down-regulation did not alter the overall neuronal morphology, illustrated here by MAP2 
immunostaining (Fig 3B), neither in terms of primary and secondary dendrites length 
nor in number (Table 1), but did result in a decreased expression of both pre-synaptic 
(synaptophysin and synapsin) and post-synaptic (PSD95) markers (Fig. 3A), without 
modification of their overall distribution (not shown).  
 
Given the observed decreases in synaptic protein expression without apparent 
changes in mitochondrial distribution, we hypothesized that OPA1 knockdown might 
perturb mitochondrial energetics. Mitochondrial membrane potential in cortical neurons 
transfected with OPA1-targeting or control siRNA was estimated on DIV6 by 
spectrofluorometry using the JC1 probe. The ratio of red to green fluorescence 
revealed a ≈25% decrease in OPA1-depleted cells, indicating a mitochondrial 
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depolarization (Fig. 3C, left panel) that could reflect a reduced respiratory rate. 
Accordingly, a slight but significant ≈15% decrease in ROS levels was measured under 
these conditions (Fig. 3C, right panel). The diminution in respiration may have been 
due to lowered levels of mitochondrial respiratory chain complexes; indeed, Western 
blot analysis of OPA1-depleted cells showed decreased levels of representative 
subunits of complexes I, III and IV (35% +/- 4%, 32% +/- 8%, 50% + /- 6%, 




A growing body of evidence implicates mitochondrial dynamics in neurodegenerative 
diseases (Chen and Chan, 2009). Furthermore, links emerge between mitochondrial 
dynamics and neuronal physiology, particularly in terms of the reciprocal regulation of 
synapses and mitochondria, (Li et al., 2004; Verstreken et al., 2005). On the other 
hand, few studies have focused on neuronal maturation and those mainly concern 
DRP1 which promotes mitochondrial fission (Li et al., 2008). We show here that 
establishment of a transitory hyperfilamentous mitochondrial network is crucial for 
synaptic maturation ex vivo, which is impaired by down-regulation of the fusogenic 
OPA1 protein, through oxidative metabolism alterations. 
 
Investigating the evolution of mitochondrial morphology during neuronal maturation in 
primary culture, we show that the neuronal mitochondriome of cortical neurons is 
filamentous, in line with previous reports (Chang and Reynolds, 2006; Uo et al., 2009; 
Voccoli and Colombaioni, 2009). In mature primary neuronal cells, mitochondrial size 
has been reported to increase by 20% compared with immature cells (Chang and 
Reynolds, 2006). During the course of neuronal maturation ex vivo, our results 
demonstrate a transitory mitochondria hyperfilamentation: mitochondrial size increased 
three-fold at DIV6 (corresponding to a 50% increase in the mean size) and then 
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decreased beyond DIV6. This early transitory hyperfilamentation correlates with 
expression changes, both ex vivo and in vivo, of the fission and fusion proteins that 
control mitochondrial morphology. The long form of the pro-fission protein DRP1 
increased over time in culture, while the short isoform was only present at the 
embryonic E17 stage. This pattern might be related to differential mRNA splicing, as 
cortical neurons have been reported to express several splice variants of DRP1, 
including a neuron-specific isoform that incorporates exon 3 (Uo et al., 2009), although 
nothing is known about their respective functions. Mitofusins behave differently during 
maturation, with MFN1 disappearing at DIV6 ex vivo, and after P1 in vivo, while MFN2 
levels remain constant in both cases. Meanwhile, levels of the long fusogenic OPA1 
isoform continuously increased from DIV 2 to 12. Because the fusogenic action of 
OPA1 depends critically on MFN1 (Cipolat et al., 2004), the filamentation process 
should be controlled by the OPA1/MFN1 ratio. Owing to the concomitant increase in 
the expression of the OPA1 long isoform and decrease in the expression of MFN1 at 
DIV6, this ratio experiments a 3 fold increase at DIV6 (not shown) and could therefore 
be responsible for the transient nature of this hyperfilamentation.  
 
The general assumption is that longer filaments are beneficial for mitochondrial energy 
supplies, while fragmented mitochondria are more suitable for transportation. Increase 
in mitochondrial filamentation has been shown to precede differentiation in 
immortalized neuroblasts (Voccoli and Colombaioni, 2009) as well as in myoblasts (De 
Palma et al., 2010) and in embryonic stem cells (Wilkerson and Sankar, 2011), 
suggesting a broader biological significance to this phenomenon. Therefore, the 
transitory increase in mitochondrial filamentation that we observed at DIV6, 
simultaneously with the onset of synaptophysin expression, could be a specific 
requirement of this stage of maturation, with mitochondria later fragmenting for 
transportation to the remote parts of mature neurons. Interestingly, seminal work by 
Sheng and colleagues demonstrated that the number of mitochondria within dendritic 
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protrusions increased during the active period of synaptogenesis and spine 
development in culture, together with local mitochondrial branching and filamentation 
(Li et al., 2004). Furthermore, a creatinine-dependent increase in mitochondrial 
membrane potential has been reported to lead to an increase in the density of spines 
and synapses (Li et al., 2004), and ATP-dependent augmentation of synaptic activity is 
correlated with an increase in dendritic mitochondrial size (Chang et al., 2006). 
Reciprocally, impairing mitochondrial function with CCCP has been reported to lead to 
neuritic retraction via mitochondrial membrane potential drop and fragmentation 
(Voccoli and Colombaioni, 2009), while the increase in oxidative metabolism that 
accompanies mitochondrial elongation seems to be required for stem cell differentiation 
(Chung et al., 2007; Mandal et al., 2010). In line with these reports, both mitochondrial 
hyperfilamentation and synaptic markers expression are impaired in OPA1-depleted 
cells, together with mitochondrial functioning (see below). 
 
RNAi-mediated knockdown of OPA1, which led to a reduced expression of pre- and 
post-synaptic marker proteins, had no impact on neuronal dendritic arborization 
(dendrite length and branching), hence on neuritogenesis, suggesting a specific role of 
OPA1 in synaptogenesis. Deleterious effects of OPA1 loss of function on synaptic 
markers could be expected given the crucial role of mitochondrial fission during the 
formation and maintenance of the synapse. Manipulating DRP1 ex vivo has been 
shown not to affect the pattern of dendritic arborization of primary hippocampal 
neurons, but effective on dendritic spines, PSD-95 clusters and synapses number (Li et 
al., 2004; Li et al., 2008; Wang et al., 2009). However, primary forebrain DRP1-/- 
neurons show both defective synapses and decreased numbers of neurites (Ishihara et 
al., 2009). While these studies demonstrate that DRP1 knockout perturbs synapse 
development by impairing the trafficking of mitochondria to neuronal processes (Li et 
al., 2004; Verstreken et al., 2005), our data suggest that the impact of OPA1 
knockdown on synaptogenesis occurs via disruption of mitochondrial oxidative 
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metabolism. Indeed, we found that OPA1 knockdown led to reduced protein levels of 
the respiratory chain complexes I, III, and IV, which could be due to cristae 
disorganization (Olichon et al., 2003) impacting the stability and integrity of membrane-
bound respiratory complexes or supra-complexes (Lenaz and Genova, 2009). 
Reduction of respiration was previously reported in OPA1-depleted non-neuronal cells 
as well as in fibroblasts from ADOA-1 patients bearing OPA1 mutations (Landes et al., 
2010). This phenotype also applies to cortical neurons because OPA1 knockdown led 
to a decrease in mitochondrial membrane potential concomitant with a decrease in 
ROS levels. However, as alteration of respiratory complex functioning was proposed to 
induce oxidative stress in invertebrate models of ADOA-1 (Kanazawa et al., 2008; 
Tang et al., 2009), we cannot rule out that the decreased ROS levels we observed in 
OPA1-depleted neurons was the consequence of induced anti-oxidant responses. We 
are currently addressing this issue. 
 
ROS are frequently viewed as metabolically toxic; however, recent works demonstrate 
their crucial role in signaling pathways (Hamanaka and Chandel, 2010). The modest 
transitory increase in ROS levels at DIV6 we identified at the onset of synaptogenesis 
may impinge on cell signaling, an idea in line with previous studies reporting increased 
ROS levels during neuronal differentiation (Tsatmali et al., 2005). At this same early 
stage of maturation, we report a transitory increase in the nuclear translocation of the 
transcription factor NRF2, depletion of which was recently shown to delay ex vivo 
neuronal differentiation (Zhao 2009). Furthermore, anti-oxidant treatment at DIV6 
reduced ROS levels, but did not interfere with the transitory hyperfilamentation, 
indicating that the observed increase in ROS levels is downstream of the increase in 
mitochondrial size. Altogether, our findings suggest a transient requirement for 
mitochondrial hyperfilamentation during neuronal maturation leading to ROS-
dependent NRF2 signaling. Thus, as has been suggested for ESCs (Mandal et al., 
2010), during early neuronal maturation, mitochondria may trigger specific retrograde 
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signals, including activation of transcription factors, that could travel to the nucleus and 
modulate the transcription of specific target genes. 
 
Finally, our findings suggest that OPA1 is required for proper mitochondrial functioning 
when energy needs are enhanced, e.g., for the formation and/or maintenance of 
synapses. Our data offer new insights not only into the impact of mitochondrial 
dynamics on CNS neuronal functioning, but also into the pathological processes 
leading to ADOA-1, as OPA1 dysfunction could impact the establishment of the 
synaptic connections that are required for the proper specification of adult retinal 
ganglion cells (RGC). Indeed, in an ADOA-1 mouse model, OPA1 mutations were 
shown to lead to RGC dendritic pruning and morphological changes that precede the 
onset of clinical visual loss and structural changes in the optic nerve in the absence of 
significant cell loss (Williams et al., 2010). In conclusion, unraveling the role of OPA1-
dependent mitochondrial dynamics on neuronal maturation and function will be 
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Legends to figures 
 
Figure 1 : Mitochondrial dynamics during neuronal maturation. 
A. Confocal micrographs of neuronal mitochondria immunolabeled with respiratory 
chain antibodies (left panel) showing long mitochondria in the upper right panel and 
short mitochondria in the lower right panel (scale bar: 10 µm). B. Quantification of 
mitochondrial size over time in culture: ratio of mean ± s.e.m of long (2 to 10 µM) vs 
short (0.3 to 2 µM) mitochondria (n=3) from DIV2 to DIV12. Statistical significance was 
determined by ANOVA: *p<0.05, **p<0.01. C/D. Representative immunoblot showing 
the expression of various proteins ex vivo from DIV0 (i.e., E17) to DIV12 (C) and during 
development in vivo (D) from protein extracts from cortices dissected at embryonic 
days 17 (E17) and 20 (E20), at post-natal day 1 (P1), and at the adult stage (A); 
mitochondrial HSP60 and actin are used as standards. 
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Figure 2: ROS levels during neuronal maturation. 
A. Quantification of ROS levels during neuronal maturation. Bars represent the mean ± 
s.e.m of CM-H2DCFDA fluorescence values at all DIV in one representative experiment 
(five culture dishes) out of five experiments (AU: arbitrary units; ANOVA, **p<0.01) B. 
Nuclear translocation of the transcription factor NRF2 was estimated by 
immunostaining at DIV 4, 6 and 8 (n=4) and represented in percentages of variation 
after normalization to DIV4 values. C. Effect of Trolox anti-oxidant treatment (100µM, 
6hr) at DIV6 on ROS levels (left panel; mean ± s.e.m.; n=3) and on mitochondrial size 
(right panel; mean ± s.e.m.; n=3). 
 
Figure 3: Effect of OPA1 down-regulation on neuronal maturation and 
mitochondrial morphology and function. 
A. Representative immunoblot showing the effect of OPA1 knockdown (upper bands) 
on the expression of various proteins, with the histogram representing the expression 
of the synaptic proteins relative to actin, normalized to control values (AU: Arbitrary 
Units; mean ± s.e.m, n=6). B. Fluorescence micrographs (scale bars: 10 µm) of 
MitoDsRed2-labeled mitochondria (red) in Map2-immunostained neurons (green). 
Nuclei were DAPI-labeled (blue). Histograms represent the percentage of cells with 
filamentous or punctuate mitochondria (mean ± s.e.m., n=6). C. Quantification of JC1-
based mitochondrial membrane potential (590/525 nm ratio) and neuronal ROS levels 
upon OPA1 knockdown, normalized to control values (AU: Arbitrary Units; mean ± 
s.e.m.; n=6). D. Representative immunoblot showing the effect of OPA1 knockdown on 
the levels of five mitochondrial respiratory protein complexes (CI to CV), with the 
histogram representing the expression the complexes relative to HSP60 levels, 
normalized to control values (mean ± s.e.m.; n=6). 
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In the past few years, multiple findings have suggested that disruptions of mitochondrial 
functions and dynamics contribute to neurodegenerative diseases. Mitochondrial functions in 
neurons include regulation of calcium and redox signaling, developmental and synaptic 
plasticity as well as the arbitration of cell survival and death. Mitochondrial dynamics controls 
the organelle’s morphology via a delicate balance of two opposing forces: mitochondrial fusion 
and fission that are regulated by large dynamin-related GTPases evolutionary conserved from 
yeast to human. We have previously demonstrated that the fusion protein OPA1 loss or 
mutations led to mitochondrial inner membrane dysfunctions and apoptosis of particular 
importance in optic nerve pathologies like ADOA1 (autosomal dominant optic atrophy). While 
links emerge between defects in mitochondrial fusion and neurodegeneration, the processes 
involved are still largely unknown. 
To understand the mechanisms by which alterations of mitochondrial dynamics could contribute 
to mitochondria dysfunction, eventually leading to neurodegeneration, we studied the effects of 
OPA1 loss of function in neurons ex vivo. In cortical neurons, RNA interference of the fusion 
protein OPA1 led to mitochondrial fragmentation without altering neither mitochondrial 
distribution nor neuronal death rate. While there was no incidence on dendrites and axon size 
and numbers, the quantity of several synaptic proteins was reduced, suggesting synaptic 
impairment. In these conditions, the redox state of OPA1 depleted-neurons was impaired and 
specific respiratory complex proteins quantities were decreased. Finally, electrophysiological 
recordings showed that OPA1 depletion induced changes in synaptic transmission, particularly 
in decreasing of EPSC frequency and by increasing IPSC frequency. Interestingly, forskolin 
treatment rescue these electrophysiological defaults.  
In conclusion, our data may offer new insights not only into mitochondrial dynamics-
linked neurodegenerative diseases like ADOA1 but to other neurodegenerative pathologies 
correlated with oxidative metabolism such as Huntington’s, Parkinson’s and Alzheimer’s 
diseases. 
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RESUME 
Depuis quelques années, de nombreux travaux suggèrent que des perturbations des fonctions 
mitochondriales contribuent aux maladies neurodégénératives. Les mitochondries sont particulièrement 
importantes pour les neurones en raison à leur rôle dans la régulation calcique, la signalisation redox, la 
plasticité synaptique et, in fine, la survie cellulaire. La dynamique mitochondriale contrôle la morphologie 
de l'organelle via un équilibre délicat entre deux forces opposées : la fusion et la fission régulées par des 
dynamines de la grande famille des GTPases. Notre équipe a montré que la perte ou des mutations de 
la protéine de fusion OPA1 entraînent des dysfonctionnements de la membrane interne mitochondriale 
pouvant mener à l’apoptose, qui revêtent une importance particulière dans l'atrophie optique autosomale 
dominante (ADOA-1).  
Pour comprendre les mécanismes par lesquels des altérations de la dynamique mitochondriale 
pourraient contribuer à des dysfonctionnements mitochondriaux et éventuellement à l’origine de la 
neurodégénérescence, nous avons étudié les effets de la perte d’OPA1 dans des neurones corticaux ex 
vivo. La perte de fonction à l'interférence à l’ARN mène à la fragmentation mitochondriale sans 
perturbation de la distribution mitochondriale, ni mort neuronale. Si l’arborescence dendritique est 
inchangée, la quantité de plusieurs protéines synaptiques est réduite, suggérant une déficience 
synaptique. De plus, dans ces conditions, l'état redox est altéré et la quantité protéique de complexes 
respiratoires spécifiques est réduite. Enfin, l’enregistrement des propriétés électrophysiologiques 
montrent des changements dans la transmission synaptique, notamment par une diminution de la 
fréquence des courants excitateurs et une augmentation de la fréquence des courants inhibiteurs. De 
façon intéressante, un traitement à la forskoline permet de restaurer un fonctionnement 
électrophysiologique normal. 
Pour conclure, nos données offrent de nouvelles pistes non seulement dans la compréhension 
de maladies neurodégénératives liées directement à la dynamique mitochondriale comme l’ADOA1, 
mais aussi d'autres pathologies neurodégénératives liées à un défaut du métabolisme oxydatif comme 
les maladies d'Alzheimer, Parkinson ou Huntington. 
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